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La diversité actuelle des espèces végétales sauvages ou cultivées est le résultat de l’évolution 
biologique et aussi de l’adaptation à la diversité des environnements physiques. Pour 
l’humanité, c’est une des ressources pouvant satisfaire ses besoins élémentaires d’abord 
alimentaires et médicinaux, mais aussi esthétiques. Bien que l'utilisation traditionnelle des 
plantes sauvages comestibles a diminué avec le développement de l'agriculture et des chaînes 
d'approvisionnement mondiales, certaines espèces sont encore consommées. 
En effet, un intérêt croissant pour les plantes sauvages comestibles a été constaté dans le 
monde du fait que ces plantes sont considérées comme une source potentielle importante de 
saveurs et de propriétés nutritionnelles et pharmaceutiques (Ertug, 2004 ; Tard'ıo et al., 2006 ; 
Barucha et Pretty, 2010 ; Sanchez-Mata et al., 2011). Parmi les plantes sauvages, le genre 
Asparagus a une position pertinente. Ce genre comprend plus de 250 espèces d'intérêt 
alimentaire et médicinal (Bozzini, 1959). Asparagus officinalis L. est la seule plante cultivée 
de nos jours, bien que d’autres espèces sauvages sont comestibles et traditionnellement 
consommées. L'Asparagus sauvage est considéré comme un aliment sain et utilisé en 
médecine traditionnelle comme diurétique pour traiter plusieurs troubles liés aux reins 
(Guarrera et Savo, 2013).  
De nos jours, on s'intéresse de plus en plus aux bienfaits pour la santé de ces Asparagus 
sauvages, non seulement pour leurs propriétés nutritionnelles, mais aussi pour leur richesse en 
composés bioactifs ayant des propriétés bénéfiques pour la santé (Ferrara et al, 2011 ; 
Jaramillo et al., 2016). Plusieurs études ont montré que les teneurs et les types de phénols, de 
flavonoïdes et de saponines sont plus élevés dans les Asparagus sauvages que dans les 
Asparagus cultivées (Guillen et al., 2008, Jaramillo et al., 2016). En raison de leur rôle 
important dans la sécurité alimentaire et les avantages potentiels pour la santé, les Asparagus 
sauvages suscitent un intérêt croissant dans les pays en développement et aussi dans les pays 
développés et ce, pour promouvoir leur utilisation comme aliment ainsi que comme ingrédient 
dans les systèmes alimentaires commerciaux. En particulier, les rhizomes de certaines espèces 
d’Asparagus ont montré des propriétés pharmacologiques intéressantes, notamment des 
activités anti-diurétique (ADH), antitumorales, anticancéreuses, anti-ulcérogènes, anti-
inflammatoires et antimicrobiennes (Bopana et Saxena, 2007) et efficace contre les maladies 
liées au stress oxydatif (Velavan et al., 2007). En Europe, les rhizomes secs d’A. officinalis 





inflammatoires des voies urinaires pour la prévention des calculs rénaux. En Chine, pendant 
longtemps, ce produit est également utilisé en tant que médicament tonique anticancéreux et 
antitussif (Zhong Hua Ben Cao, 1999). De même, les rhizomes d’A. racemosus sont encore 
réputés pour leurs propriétés médicinales et sont utilisés en pharmacopée traditionnelle (Singh 
et al., 2018).  
Ces espèces représentent une source naturelle présentant plusieurs propriétés et activités 
biologiques. En effet, plus de 50 composés chimiques et organiques tels que les saponines 
stéroïdiennes, glycosides, alcaloïdes, polysaccharides, mucilage, racémosol et autres 
isoflavones ont été identifiés (Neji et al., 2010; Hayes et al., 2008 ; Jaramillo et al., 2017). A. 
maritimus et A. racemosus sont remarquables par leurs teneurs élevées en saponines 
stéroïdiennes qui ont une activité cytotoxique très importante (Hayes et al., 2008 ; Jaramillo et 
al., 2017). En outre, dans le Sahara Egyptien, A. stipularis est d'usage médicinal par les 
nomades où les rhizomes sont utilisés comme infusion pour enlever les calculs rénaux (Serag 
et al., 2011). Les extraits d'A. acutifoluis, renferment des flavonoïdes (Ferrara et al., 2011) et 
ont des propriétés anti-inflammatoires, antioxydants et antifongiques (Kasture et al., 2009). A. 
officinalis, est l’espèce la plus cultivée sur le plan alimentaire. Elle présente aussi des 
propriétés thérapeutiques et nutraceutiques (Iqbal et al., 2017); les saponines et les fructanes 
qu’elle possède jouent un rôle important dans l'activité antitumorale ainsi que dans 
l'ostéoporose, l'obésité, la cardiopathie, les rhumatismes et le diabète (Al-Snafi et al., 2015). 
De nos jours, certaines espèces d'Asparagus sauvages ont été cultivées en raison de leur 
importance en tant que plante médicinale et aussi en raison de leurs propriétés 
pharmaceutiques et nutritionnelles. Ces espèces ont une forte demande sur le marché 
international tel que A. racemosus (Singla et Jaitak, 2014), A. officinalis (ZhongHua Ben Cao, 
1999) et A. cochinchinensis (Xiang-Hui et al., 2010). La poudre de la partie aérienne d’A. 
officinalis a été recommandée dans les troubles métaboliques et en particulier dans le 
traitement des maladies du diabète, en tant qu'agent diurétique pour la cirrhose du foie et pour 
le traitement des adénomes prostatiques et des lactogènes (Al-Snafi et al., 2015). De même, 
des capsules des rhizomes d’A. racemosus, A. officinalis et A. cochinchinensis ont été utilisés 
comme complément alimentaire. 
En Tunisie, bien que le genre Asparagus possède des espèces ayant une importance 
alimentaire thérapeutique et nutraceutique, il est peu utilisé et peu étudié. Selon les anciennes 





espèces principales : A. acutifolius L., A. albus L., A. stipularis nommé aussi horridus L., A. 
officinalis L., classées comme des espèces spontanées médicinales et une endémique : A. 
asparagoides localisée à Borj Cedria et à Soukra (Le Floc'h et al., 2010). De plus, ce genre 
comprend trois espèces cultivées pour leurs caractéristiques ornementales : Asparagus 
densiflorus, Asparagus plumosus ; Asparagus sprengeri.  
A cet effet, et dans le cadre de la valorisation de la flore Tunisienne, nous nous sommes 
intéressées à des espèces spontanées du genre Asparagus à caractère médicinal du Nord. Il 
s'agit d’Asparagus albus, d’A. acutifoluis, d’A. stipularis et d’A. asparagoides.  
Notre objectif consiste à valoriser ces espèces spontanées par la caractérisation phytochimique 
de leurs molécules bioactives dans les différents organes et à étudier leurs activités 
biologiques. Ce travail de recherche qui a été réalisé au sein du laboratoire de Productivité 
végétale et contraintes environnementales en collaboration avec l‘équipe de phytochimie et 
qualité des aliments de l‘Institut de Grasa (CSIC) s‘inscrit dans les nouvelles thématiques 
portant sur le développement des méthodologies d‘extraction et d‘analyse des molécules 
bioactives potentiellement incorporables dans des formulations cosmétiques, thérapeutiques et 
alimentaires  
Nous avons par la suite récupèrer les principaux composants bioactifs à partir des rhizomes 
des différentes espèces d’Asparagus pour leur utilisation comme ingrédients alimentaires et 
pharmaceutiques compte tenu de leur fonctionnalité nutritionnelle et médicinale. 
La démarche que nous avons poursuivie au cours de la réalisation de nos travaux 
consiste en :  
-Une étude quantitative et qualitative au moyen d’une analyse chromatographique des 
extraits des parties aériennes et souterraines de ces espèces ;  
-Une évaluation de leurs activités biologiques ; 
-Et enfin, une valorisation des rhizomes d’Asparagus pour l’obtention des ingrédients 
fonctionnels.  
Le premier chapitre de ce travail est consacré à une étude bibliographique des espèces du 
genre Asparagus. Celle-ci repose sur une description botanique de la plante et d‘une 
présentation détaillée de ses diverses molécules. A ce niveau, nous avons abordé l’utilisation 





Le deuxième chapitre a porté sur la présentation du matériel végétal étudié et les protocoles 
expérimentaux utilisés et ce, pour la détermination quantitative et qualitative en métabolites 
secondaires et aussi pour l’étude des activités biologiques. Les techniques utilisées dans le 
fractionnement et la séparation pour l’obtention des composés bioactifs purifiés ont été 
également présentées.  
Dans le troisième chapitre nous avons étudié qualitativement et quantitativement les 
composés phénoliques principalement les acides phénoliques et les flavonoïdes des extraits 
éthanoliques des différents organes des quatre espèces du genre Asparagus. Cela a été fait par 
chromatographie liquide à haute performance couplée à un détecteur à barrette de diodes 
(HPLC-DAD) et par un spectromètre de masse (LC-MS).  
 
Le quatrième chapitre s’est intéressé à l’identification et à la caractérisation chimique des 
saponines stéroïdiennes des extraits éthanoliques des différents organes des quatre espèces 
d’Asparagus en utilisant des méthodes spectroscopiques (spectrométrie de masse) permettant 
d’attribuer la structure provisoire de ces composés. Aussi, nous avons procédé à la 
quantification de ces saponines. 
 
Le cinquième chapitre a porté sur l’évaluation de l’activité antioxydante et biologique des 
extraits éthanoliques des différents organes des quatre espèces d’Asparagus pour :  
(i) Leurs activités antioxydantes in vitro en utilisant les tests du DPPH, FRAP et 
ABTS. 
(ii) Leurs effets anticancéreux en utilisant deux lignées de cellules cancéreuses 
humaines, HCT-116 et HepG2 par la mesure de leurs viabilités par la méthode 
MTT.  
(iii) Leurs activités inhibitrices de la lipase pancréatique. 
Le sixième chapitre, a porté sur la valorisation des rhizomes des différentes espèces 
d’Asparagus. Dans une première partie de ce chapitre, nous avons fractionné, séparé et purifié 
les composés bioactifs obtenus à partir des extraits éthanoliques des rhizomes des différentes 
espèces d’Asparagus étudiées. Les composants solubles tels que les fructo-oligosaccharides, 
les acides phénoliques et les saponines ont été caractérisés et leurs activités antioxydantes, 





avons étudié les compositions de la paroi cellulaire des rhizomes des différentes espèces 
d’Asparagus et leurs activités antioxydantes  


















1 Généralités sur le genre Asparagus  
1.1 Historique 
L'Asparagus a été considéré comme un aliment de grand prestige depuis les temps 
anciens. Les premiers vestiges d'Asparagus apparaissent sous la forme de peintures dans les 
monuments égyptiens (3.000 a.C.), ils étaient noués en paquets et semblaient être utilisés 
comme offrande aux dieux. Plus précisément, le médecin Diocles de Carista, a donné des 
conseils pour leur consommation pour les multiples propriétés thérapeutiques qui étaient 
supposées, louant les Asparagus sauvages (Espejo, 2000). 
À l'époque romaine, d'excellentes vertus médicinales d'Asparagus ont été accordées, 
ainsi Dioscoride dans le livre "Medical Magic" l'a reconnu comme un diurétique exceptionnel 


















C'était les Romains en premier lieu, et des siècles plus tard les Arabes, qui ont introduit dans 
la péninsule ibérique (la péninsule à la pointe sud-ouest de l'Europe) la tradition pour la 
consommation d'Asparagus. Cependant, il semble que la prédilection des Arabes était 
principalement vers les Asparagus sauvages, selon les différents livres de gastronomie d'Al-
Andalus, où ils sont considérés comme une délicatesse exquise dans différentes préparations 
culinaires. Les Arabes utilisaient également les Asparagus en médecine pour la préparation de 
sirops et de lotions dans les traitements du diabète, de l'insomnie, de l’anxiété, des 
rhumatismes à des fins thérapeutiques (Benavides-Barajas, 1992). 
Depuis l’antiquité, l'Asparagus est un légume nutritif et sain possédait certaines propriétés 
biologiques: antimutagène (Tang, 2001), hypolipidémiante (rhizomes et turions) (Visavadiya 
et Narasimhacharya, 2007; Zhu et al., 2010; Zhu et al., 2011; García et al., 2012), antioxydant 
(toutes les parties de la plante) (Sun et al., 2007; Guillén et al., 2008), antitumorale (Shao et 
al., 1996), cytotoxiques (Huang et al., 2008; Bhutani et al., 2010), antifongiques (rhizomes) 
(Wang et al., 2010), hépatoprotectrice (rhizomes et turions) (Koo et al., 2000; Agrawal et al., 
2008; García et al., 2012), hypoglycémiante (rhizomes) (Hannan et al., 2007; Hannan et al., 
2011), immunoprotecteur (rhizomes ) (Sidiq et al., 2011; Sharma et al., 2011) ... 
De nombreux auteurs ont attribué ces propriétés biologiques à la présence de certains 
composants bioactifs dans les différents organes d'Asparagus, tels que les flavonoïdes 
(Fuentes-Alventosa et al., 2008), les saponines stéroïdiennes (Sharma et al., 2011; Ji et al., 
2012), les polysaccharides (Huang et al., 2006; Zhao et al., 2012), les fibres (Zhu et al 2010) 
et d'autres composants (Sánchez-Mata et al., 2011; Morales et al., 2012; García-Herrera et al., 
2012). Il est important de noter que la concentration de ces composants bioactifs chez les 
espèces du genre Asparagus varie en fonction de la saison, du climat, de l'altitude, de 
l’organe, ainsi que du métabolisme de la plante (Rodríguez et al., 2005a ; Morales, 2011 ; 
Negi et al., 2011). Cependant, avec l'augmentation et l'importance de la consommation de 
nourriture spécifiquement pour la santé, de nombreux aliments traditionnels qui ont 
longtemps été attribués à certains effets sur la santé ont commencé à être consommés non 
seulement en raison de leur valeur gastronomique mais en raison de leur importance en tant 
que préventive de certaines pathologies. L'Asparagus étant l'un d'entre eux, soulignant sa 
consommation en raison de son effet diurétique, hypocholestérolémiant et de son effet 





1.2 Situation taxonomique 
Règne : Plantae 
Sous-règne : Tracheobionta 
Division :  Magnoliophyta 
Classe : Liliopsida 
Sous-classe : Liliidae 
Ordre : Liliales 
Famille :  Liliaceae 
Asparagus sont incluses dans la famille des Liliaceae anciennement nomme Asparagaceae, 
qui ne comprend que trois genres, Asparagus (avec 230 espèces, dont 15 représentées en 
Europe), Protoasparagus (environ 70 espèces) et Myrsiphylum (12 espèces), les deux 
dernières considérées par certains auteurs comme sous-genres du premier (Jubd, 2007). La 
plupart d'entre eux sont distribués dans les régions arides de la région méditerranéenne, en 
Afrique et dans une partie de l'Asie. 
La plupart des Liliaceae sont des arbustes ou des sous-arbustes, et moins fréquemment des 
plantes grimpantes, souvent avec des adaptations à la xéricité, y compris le développement de 
feuilles minces ou même leur absence. A sa place apparaissent des cladodes filiformes dont 
l’exemple d'A. officinalis. 
1.3 Morphologie 
Le genre Asparagus est une plante herbacée pérenne (Benavides-Barajas, 1992). Celle-ci se 
forme à partir de graines qui produisent un rhizome portant des yeux (bourgeons) qui émettent 
des turions à la partie supérieure et des racines charnues rayonnant en étoile à la partie 
inférieure (Figure 1.2). Les turions (partie consommée d’Asparagus) forment des tiges droites 
pouvant atteindre 1,5 mètre de hauteur avec un feuillage fin et ramifié appelé cladode 








Sa structure peut être décrite comme suit :  
 Tiges : la tige principale est unique, souterraine et modifiée en rhizome. Sur le terrain, 
il est développé horizontalement sous la forme d'une base ou d'une plate-forme à partir 
de laquelle d'autres organes de la plante sont produits, selon son tropisme. 
 Racines : les racines principales naissent directement de la tige souterraine et sont 
cylindriques, épaisses et charnues ayant la faculté d'accumuler des réserves, base pour 
la prochaine production de pousses ; de ces racines principales naissent des radicelles 
ou des poils absorbants dont la fonction est l'absorption de l'eau et des nutriments. 
Les racines principales ont une durée de vie de 2 à 3 ans ; quand ces racines meurent, elles 
sont remplacées par de nouvelles qui se trouvent dans la partie supérieure des précédentes, les 
bourgeons restent plus hauts ; de cette façon, la partie souterraine s'approche de la surface du 
sol au fur et à mesure que les années passent. 
 Bourgeons : Les bourgeons sont les organes d'où poussent les turions. 
 Turions : partie comestible et commercialisable de ce produit qui, une fois laissées à 
végéter, sont les futures tiges ramifiées de la plante. 
 Fleurs : elles sont petites, généralement solitaires, campanulés et à la corolle vert 
jaunâtre. Sa pollinisation est croisée avec un pourcentage élevé d'allogamie. 
 Fruits : c'est une baie arrondie de 0,5 cm en diamètre. Ils sont verts au début et rouges 
lorsqu'ils arrivent à maturité. Chaque fruit a environ 1 à 2 graines. 









Figure 1.2. Morphologie d'Asparagus (dessin de Pierre Jean-François Turpin de Chaumeton, 
"La Flore Médicale" de Poiret et Chamberet, Paris, Panckoucke, 1830) 
Rhizomes 
Turion : Asperge 
Fruits 









Asparagus est un genre allogame et dioïque : c'est-à-dire qu'il y a des plantes femelles qui ne 
donnent que des fleurs femelles et des plantes mâles qui ne donnent que des fleurs mâles. les 
pieds mâles produisent d'abord des pousses comestibles qui, par la suite, donnent des fleurs 
pourvues d'étamines qui émettent du pollen, tandis que les pousses qui se développent sur les 
pieds femelles forment des fleurs qui, une fois fécondées par le pollen, produisent de petites 
baies rouges, des fruits, contenant plusieurs graines noires. Le coût métabolique pour produire 
ces graines épuise les pieds femelles, aussi emploie-t-on plutôt les plants mâles dans les 
aspergeraies (Benages, 1990). 
1.4 Asparagus sauvage (Wild) et distribution géographique 
L'Asparagus sauvage est un produit de grande tradition dans les pays méditerranéens. Il 
provient de différentes espèces du genre Asparagus, qui font partie de la végétation sauvage et 
ne sont pas cultivées. Bien que les quelques espèces commercialement importantes de la 
monocotylédone du genre Asparagus L. (Asparagaceae) ; comestible, par exemple A. 
officinalis, A. albus, A. acutifoluis ; ornemental ou médicinal, par ex. A. asparagoides, A. 
falcatus, A. setaceus, A. scandens sont bien connus, les espèces restantes sont mal étudiées. 
Le nombre exact d'espèces dans le genre est incertain avec des estimations entre 120 et 300+ 
spp. (Kubitzki et Rudall, 1998; Mabberley, 2008; World Checklist of Selected Plant Families, 
2009). Un grand nombre d'entre elles sont considérées comme menacées ou vulnérables, mais 
il y a eu aussi beaucoup d'espèces qui ne sont pas suffisamment connues (Santana et al., 2004 
; Red List of Threatened Species of Japan, 2007 ; Raimondo et al., 2009 ; Sánchez Gómez et 
al., 2009). 
Le genre Asparagus L. (Liliaceae, Angiosperm) est un groupe de plantes qui se répartit dans 
les zones subtropicales et tempérées de l'Ancien Monde (l'Europe, l'Asie et l'Afrique) avec 
une zone prioritaire de diversification en Afrique du Sud (Figure 1.3), où elles vivent 
principalement dans les régions à climat semi-aride à aride et de type méditerranéen. 
Comme nous l'avons mentionné auparavant, le genre Asparagus, contient à la fois des 
herbacées et des sous-arbrisseaux, ainsi comme des brouilleurs / grimpeurs, et est 
généralement reconnu par la présence de feuilles réduites, semblables à des écailles, sous-
tendant les cladodes fasciculés, habituellement aciculaires. Les plantes portent souvent des 
épines et les fleurs sont petites (2 à 12 mm de diamètre), blanches ou blanchâtres, et le fruit 
est une baie ou rarement une noix. Les espèces africaines d'Asparagus ont généralement des 


























Figure 1.3. Carte de répartition des 209 espèces d'asparagus actuellement acceptées 
(Govaerts et al., 2009). Les frontières représentent les régions du TDWG (Biodiversity 
Information Standards, www.tdwg.org) et les régions sont colorées (voir les barres de 





1.4.1 Asparagus acutifolius L.  
La plante est dioïque, verte avec un rhizome court (Figure 1.4 h). L'espèce est caractérisée par 
de jeunes turions comestibles sucrés ou légèrement amers, verdâtre et allongés. La tige grimpe 
de 0,5 à 2 m de long, est flexible, glabre et striée, parfois ligneuse et fortement ramifiée. Les 
feuilles sont réduites à de petites écailles, triangulaires et brunâtres. Les cladodes sont 
cylindriques, longs de 1,7 à 7,3 mm, linéaires, épineux, persistants, subégaux et groupés en 
fascicules de 7-22. Les fleurs sont blanc jaunâtre à blanc verdâtre et mélangées avec les 
cladodes 1-3 (Figure 1.4 g). Les pédicelles sont courts, de 2,3 à 3,9 mm et légèrement plus 
longs que les fleurs. Le périanthe est campanulé, de 2,4-3,8 mm de longueur. Chez les fleurs 
mâles, les étamines sont subégales, plus courtes que le périanthe, avec des anthères jaunâtres 
et des ovaires rudimentaires. Chez les fleurs femelles, l'ovaire est blanchâtre et subglobuleux, 
3-loculaire avec 2 ovules par locule, les stigmates sont bifides. Les baies sont globuleuses, de 
4,4 à 7 mm de diamètre, vertes puis noires à maturité avec 1 ou 2 graines (Figure 1.4 f). Les 
turions poussent de mars à avril, ils fleurissent de juin à septembre et produisent des fruits de 
novembre à décembre. Les graines ont une forte dormance et ne germent pas facilement. 
 Habitat et distribution 
A. acutifolius est largement distribué dans les pays méditerranéens. Ce taxon est fréquent 
dans les zones boisées et arbustives, poussant dans divers biotopes humides et ombragés de 
bioclimats humides, subhumides et semi-arides (Figure 1.4 e). Il est commun dans le sous-
bois des forêts de pins côtiers avec Myrtus communis, Quercus coccifera et Pistacia lentiscus 
à côté de Ruscus hypophyllum et Clematis cirrhosa. Cette espèce se produit également dans 
les forêts de pins perturbés et une plus grande ouverture du versant sud de l'Atlas tellien parmi 
Chamaerops humilis et Ampelodesmos mauritanicus. Dans la forêt de chênes humides, elle 
est accompagnée de Tamus communis, Smilax aspera et Ruscus aculeatus. Sur la frontière 
saharienne, il constitue des buissons bas, souvent accompagnés de Jasminum fruticans et de 
Rosmarinus tournefortii. 
1.4.2  Asparagus albus L. 
La plante est hermaphrodite avec un rhizome court (Figure 1.4 d). Les turions sont 
grands, légèrement amers. La tige est dressée jusqu'à 0,95 m, flexible, lisse à très légèrement 
striée, blanche, fortement épineuse, ligneuse et très ramifiée. Les feuilles sont réduites à de 
petites écailles, triangulaires et brunâtres. Les cladodes sont subcylindriques, longs de 11-27,2 





l'aisselle des feuilles, blanches et odorantes (Figure 1.4 c). Les pédicelles sont plus longs que 
les fleurs, 3,68-5,1 mm, avec un périanthe campanulé de 2,8 à 3,9 mm de longueur. Les 
étamines sont subégales et plus courtes que le périanthe, avec des anthères pourpres. L'ovaire 
est subglobulaire, 3-loculaire avec 4 ovules par locule. Les stigmates sont trifides. Les baies 
sont globuleuses, de 4-6 mm de diamètre, rouge devenant noires avec 1 ou 2 graines (Figure 
1.4 b). Les turions se développent au début du printemps, se différencient et se lignifient très 
rapidement. Floraison en août et fructification de novembre à décembre. 
 Habitat et distribution 
Ce taxon est moins commun qu’A. acutifolius ; elle est liée aux terres arides, aux sols rocheux 
et aux falaises de bioclimats subhumides et semi-arides (Figure 1.4 a). Il est associé à Ruscus 
hypophyllum, Calycotome spinosa et Opuntia ficus-indica. Parfois, il se produit avec A. 
acutifolius et A. horridus dans les arbustes xérophytiques des formations littorales ou sur les 
collines de l’Atlas Telien 
1.4.3  Asparagus stipularis L.  
La plante est dioïque, boisée avec un rhizome court (Figure 1.4 l) et des turions comestibles, 
légèrement amères. La tige est flexible de 0,25 à 1 m de long, verte, lisse et ramifiée. Les 
feuilles sont réduites à de petites écailles, brunâtres triangulaires. Les cladodes sont 
subcylindriques, de 19,9-86,2 mm de long, épais, rigides, persistants et fortement épineux, 
cladodes dans les fascicules 1-2. Les fleurs sont jaune violet, groupées 2-6, et groupées à la 
base des cladodes. Les pédicelles sont plus courts, de 2,1-3 mm (Figure 1.4 k). Le périanthe 
est plus ou moins étoilé, de 2,5-3,5 mm de longueur. Chez les fleurs mâles, les étamines sont 
subégales et plus courtes que les tépales à anthères violacées jaunes. L'ovaire est rudimentaire 
et très évolutif chez les fleurs femelles ; 3-loculaire avec 2 ovules par locule. Les stigmates 
sont trifides. Les baies sont subglobuleuses, de 5-7 mm de diamètre, noires puis mauves avec 
1 ou 2 graines (Figure 1.4 g). Floraison de juillet à août et fructification début décembre. 
 Habitat et distribution 
Ce taxon est largement distribué dans les bioclimats arides et semi-arides (Figure 1.4 i). Il 
pousse sur des sols pierreux dans des endroits secs, formant un buisson épineux avec 
Calycotome spinosa et Ziziphus lotus. Dans les régions montagneuses steppiques, il constitue, 





1.4.4  Asparagus asparagoides, L. 
A. asparagoides est un géophyte avec un rhizome cylindrique pérenne cylindrique, mince 
(environ 5 mm de large), croissant parallèlement à la surface du sol, portant des tubercules 
charnus (25-42 mm de long et 8-20 mm de large) (Figure 1.4 p). Il produit des pousses 
minces, légèrement ligneuses à la base et jusqu'à 6 m de long lorsque le support est 
disponible. Les pousses émergeant du système racinaire souterrain s'entrelacent les unes avec 
les autres et la végétation environnante, ce qui leur permet d'escalader les arbustes du sous-
étage et les petits arbres. A. asparagoides produit des feuilles semblables à des tiges appelées 
cladodes, qui sont sessiles, largement ovales à lancéolées, de 10 à 70 mm de longueur et de 4 
à 30 mm de largeur, vert foncé brillant lorsqu'il pousse à l'ombre, mais mat et vert clair dans 
les endroits exposés. Ils sont solitaires et alternent le long de la tige, ou sont portés en groupes 
sur de courtes branches latérales. Les fleurs mesurent 8-9 mm de large et 5-6 mm de long 
lorsqu'elles sont complètement expansées (Figure 1.4 o). Ils sont portés sur des pédicelles de 
3-8 mm de long et légèrement courbés, seuls ou en paires à l'aisselle des feuilles réduites en 
forme d'écailles, les tépales sont blanc verdâtre. Les fruits sont des baies globulaires, de 6-10 
mm de large, initialement vertes et mûrissant au rouge (Figure 1.4 n). Ils contiennent 
généralement 0-4 graines noires (maximum 9), brillantes, sphériques ou ovoïdes. 
 Habitat et distribution 
Dans son aire de répartition naturelle en Afrique du Sud, A. asparagoïdes envahit une variété 
d'habitats dans les climats tempérés chauds de l'Australie et de la Nouvelle-Zélande, y 
compris la lande côtière ou les dunes de sable, les forêts ou les forêts, les berges des ruisseaux 
et des rivières, les marécages, la végétation côtière sèche, la sclérophylle sèche et humide, la 
forêt ouverte et la forêt tropicale littorale. Il préfère les habitats ombragés ou partiellement 
ombragés (Figure 1.4 m). Selon la nomenclature Corine Land Cover, les habitats suivants sont 
envahis : forêts mixtes, forêts de conifères, forêts de feuillus, zones humides côtières, berges 
d'eaux continentales, berges / canalsides (lits de rivières asséchées), les réseaux routiers et 
ferroviaires et les terrains associés, les autres surfaces artificielles (terres incultes), les zones 



















Figure 1.4. Habitat, baies, fleurs et rhizomes d'espèces d'Asparagus Tunisiennes : A. albus (a-d), A. acutifolius (e–h), A. stipularis (i–l)  
et A. asparagoides (m-p) 
 
 
2 Composants bioactifs d'Asparagus 
Plusieurs espèces d'Asparagus ont été traditionnellement utilisées comme aliments ou 
produits pharmaceutiques dans de nombreux pays. A titre d'exemple, Asparagus officinalis L. 
est un légume populaire, largement consommé dans le monde, qui est également utilisé en 
phytothérapie anticancéreuse (Jaramillo et al., 2016). Les rhizomes d'Asparagus racemosus 
possèdent des propriétés antioxydantes, anti-ADH, antitumorales, anticancéreuses, anti-
ulcérogènes, anti-inflammatoires et antimicrobiennes (Bopana et Saxena, 2007). Les fruits 
d'A. officinalis sont bien connus en raison de leur activité antifongique alors que leurs 
rhizomes et leurs graines étaient très efficaces contre les maladies à médiation par les 
radicaux libres (Velavan et al., 2007). 
L'Asparagus, en plus d'être un légume très apprécié pour ses caractéristiques organoleptiques 
et nutritionnelles, peut être considéré comme un aliment de grande qualité fonctionnelle 
puisqu'il contient divers composés phytochimiques qui confèrent une activité biologique 
potentiellement importante (Bast, 2005). Parmi les composés responsables de l'activité 
fonctionnelle de l'Asparagus ; les acides phénoliques (acide férulique et acide caféique) 
(Symes et al., 2018), les flavonoïdes (kaempférol, quercétine et rutine) (Hamdi et al., 2017; 
Fuentes-Alventosa et al., 2008), les saponines (Jaramillo et al., 2016; Hamdi et al., 2017), les 
stérols, les fructanes (inuline et FOS) (Shiomi et al., 1976) et les polysaccharides de la paroi 
cellulaire (Rodriguez et al., 2005). Les principaux constituants bioactifs de l'Asparagus sont 
les saponines stéroïdiennes (Hamdi et al., 2017). Cette plante contient également des 
vitamines A, B1, B2, C, E, des éléments minéraux Mg, P, Ca, Fe et de l'acide folique. Les 
autres constituants chimiques d’Asparagus sont l'asparagine, l'arginine, la tyrosine, la résine, 
le tanin et les huiles essentielles (Neji et al., 2010). 
Les principales substances bioactives (constituants chimiques) des espèces d'Asparagus sont 
la sarsasapogénine et la shatavarine I-IV qui sont présentes dans les rhizomes, les feuilles et 
les fruits des espèces d'Asparagus (Figure 1.5). La synthèse de la sarsasapogénine dans la 
culture de cals d'A. racemosus a également été rapportée par Kar et Sen, (1985). Un nouvel 
isoflavone, le 8-méthoxy-5,6,4'-trihydroxyisoflavone-7-O-β-D-glucopyranoside, a également 
été signalé chez A. racemosus (Saxena et Chaurasia, 2001). L'isolement et la caractérisation 
de l'alcaloïde polycyclique appelé asparagamine (Sekine et al., 1994), un nouveau dérivé de 
9,10-dihydrophenanthrène nommé racémosol et kaempférol ont également été isolés à partir 





oligofurostanosides (curillines G et H) et des spirostanosides (curillosides G et H) ont été 









Figure 1.5. Structures de la sarsasapogénine et de ses glycosides 
2.1 Les composés phénoliques 
2.1.1 Les acides phenoliques 
2.1.1.1 Structure chimique et classification  
Les acides phénoliques sont des composés organiques possédant un hydroxyle phénolique et 
au moins une fonction carboxylique. Ils appartiennent comme les saponines et les alcaloïdes 
au groupe des métabolites secondaires. Les propriétés antioxydantes de ces composés, leur 
abondance dans les aliments, et leur rôle dans la prévention de diverses maladies associées au 
stress oxydatif telles que le cancer et les maladies cardiovasculaires et cérébrovasculaires et 
d'autres maladies, sont à l’origine de l’intérêt croissant porté à cette famille de molécules 
depuis ces dix dernières années (Symes et al., 2018 ; Rodríguez et al., 2005 a et b ; García 
Giménez et al., 2012 ; Palfi et al., 2017). 
Les composés phénoliques sont classés en différentes familles en fonction du nombre de 
cycles phénoliques qu'ils contiennent et des éléments structurels qui les lient les uns aux 









R= H, Sarsasapogénine 


















Figure 1. Les différentes familles de composés phénoliques rencontrées dans le règne végétal (Collin et Crouzet 2011) 





Les acides phénoliques sont des monophénols ce qui les différencie des flavonoïdes, stilbènes, et 
lignanes. Deux classes d'acides phénoliques sont les plus répandues : les dérivés de l'acide 
benzoïque et les dérivés de l'acide cinnamique (Manach et al. 2004) (Tableau 1.1). 
Tableau 1.1. Structures chimiques des acides phénoliques 
 

























































































Les acides hydroxycinnamiques sont plus couramment trouvés dans les parois cellulaires de la 
matière végétale surtout les acides p-coumarique, caféique, férulique (ou acide 3-(4-hydroxy-3-
méthoxyphényl) prop-2-énoïque ou acide 4-hydroxy-3-méthoxycinnamique) et sinapique. Ces 
acides sont rarement présents sous forme libre. Ils représentent 0,21 % de la matière sèche des 
parois d'Asparagus (Rodríguez et al., 2005 b) 
L'acide caféique est généralement le plus abondant chez les végétaux. Il est très abondant dans 
les rhizomes d’A. officinalis (Symes et al., 2018) et les turions d’A. acutifolius (Salvador et al., 
2005). Des études ont montré que l'acide caféique et ses dérivés présentent des activités 
biologiques importantes comme des antioxydants pour contrôler la peroxydation lipidique (Son 
et Lewis, 2002) et ont un effet thérapeutique potentiel dans le traitement des différents types de 
cancer notamment, le cancer de la peau (Zeng et al., 2018) et le cancer du côlon (Tang et al., 
2017). Cependant, l'acide férulique et l’acide coumarique sont les acides phénoliques les plus 
abondants dans les turions d’Asparagus blanches et vertes (Guillén et al., 2008). De même, une 
très faible quantité d'acides hydroxycinnamiques glycosylés a également été détectée.  
En outre, Ferrara et al. (2011) ont montré que l'acide protocatéchuique, le 3,4-diméthoxyphénol, 
le cathécol et l'acide benzoïque étaient les composés phénoliques les plus abondants dans les 
turions d'A. acutifolius. Leur teneur chez A. acutifolius, calculée sur la base du poids frais, était 
beaucoup plus élevée que chez A. officinalis. En particulier, la teneur en acide benzoïque des 
turions d’A. acutifolius (1,23 mg / 100 g) était presque sept fois plus élevée que celle des turions 
d'A. officinalis (0,18 mg / 100 g). Les turions d'A. officinalis étaient aussi plus riches en lignan 
mediaresinol (1,21 mg / 100 g).  
2.1.1.2 Acides phénoliques pariétales 
Il y a aussi des acides hydroxycinamiques qui sont attachés à la lignine et aux hémicelluloses par 
des liaisons esters et éthers (Figure 1.7). Ces acides hydroxycinnamiques sont l’acide p-
coumarique et l’acide férulique dans le cas d’Asparagus (Rodriguez et al., 2005 b ; Jaramillo et 
al., 2006). Le type de l’acide est déterminé par rapport aux monomères présents dans la plante et 
formés suite à l’étape de lignification de cette dernière (Toscano et al., 2018). Les acides 
hydroxycinnamiques sont liés aux arabinoxylanes par des liaisons esters et à la lignine par des 
liaisons esters et éthers. Les auteurs Rodriguez et al. (2005b) ont montré que l’acide férulique est 
essentiellement lié à la lignine par des liaisons éthers alors que l’acide p coumarique est surtout 






L’acide férulique est associé aux polysaccharides par son groupe carboxylique et à la lignine 
(initialement à l’alcool coniférylique et à l’acide sinapylique) par son noyau aromatique. On peut 
le trouver aussi sous la forme de dimères formant des ponts entre les chaînes d’hémicellulose 









Chez les monocotyledones comme Asparagus, l’acide p-coumarique estérifie les unités 
syringyles des lignines alors que l’acide férulique forme des liaisons éthers et sert d’ancrage aux 
hémicelluloses. 
Dans les dicotylédones, l’acide férulique et p-coumarique sont principalement associés à la 
fraction pectique et sont environ 10 fois moins abondants que dans les graminées. La rareté de 
ces acides phénoliques suggère pour la lignine d’autres types de liaisons comme par exemple la 
coexistence d'esters avec des éthers ou des glycosides comme dans le cas du bois de tremble 
(Buranov et Mazza., 2008). 
2.1.1.3  Activités biologiques des acides phénoliques 
La propriété la plus importante de la plupart des composés phénoliques est leur activité de 
piégeage des radicaux libres (Bannour et al., 2017). Les polyphénols avec plusieurs groupes 
hydroxyle peuvent éliminer efficacement les radicaux libres, y compris le radical superoxyde 
(O2·), le radical perhydroxyle (HO2·), le radical hydroxyle (·OH), le radical peroxyle (RO2·) et 
le radical alkoxyle (RO·) pour exécuter des fonctions de santé (Zhao et al., 2014). En effet, 
l'activité antioxydante des composés phénoliques dépend de la structure, en particulier le nombre 
et la position des groupes hydroxyle et le type de substitutions sur les noyaux aromatiques 
(Balasundram et al., 2006). Les composés phénoliques peuvent prévenir les altérations causées 
par les radicaux. Ils sont ainsi capables de piéger les radicaux libres oxygénés (R.) par transfert 
Figure 1.7.  Principales structures liant les lignines aux acides p-hydroxycinnamiques Pc et Fe 
identifiées au sein des parois d’Asparagus. (a) Ester férulique lié par une liaison éther de type 
β-O-4 avec une unité G et (b) acide p-coumarique estérifié en position γ de la chaîne latérale 





d’un électron ou d’un hydrogène à partir de leurs groupements hydroxyles hautement réactifs 
conduisant à des radicaux moins réactifs et plus stables. Cette forte activité antioxydante des 
composés phénoliques conduit à des effets anti-inflammatoires, anti-thrombotiques, anti-
athérogènes, cardioprotecteurs et vasodilatateurs sur la santé humaine (Quiñones et al. 2013). 
Les acides phénoliques tels que les acides caféique, coumarique, férulique et protocatéchique 
présentent certains effets antimicrobiens (Pernin et al., 2019). 
L’acide férulique comme la plupart des acides phénoliques, est considéré comme un antioxydant 
(Zduńska et al., 2018). L'acide férulique a une faible toxicité et possède de nombreuses fonctions 
physiologiques, notamment anti-inflammatoire (Liu et al., 2017), antimicrobienne (Shi et al., 
2016), anticancéreuse (par exemple cancer du poumon, du sein, du côlon et de la peau) (Gao et 
al., 2018), anti-arythmique et antithrombotique (Shuai et Yue, 2018). Il a également démontré 
des effets antidiabétiques (Nankar et al., 2017) et des propriétés immunostimulantes 
(Ganeshpurkar et al., 2014), et il réduit les dommages aux cellules nerveuses et peut aider à 
réparer les cellules endommagées (Ren et al., 2017).  Des études ont montré que l’acide 
férulique pourrait inhiber le malondialdéhyde (MDA) produit à partir des plaquettes, la lyse 
érythrocytaire induite par le MDA, et le radical hydroxyle et l’oxydation des lipides induite par 
H2O2 et O. Des études pharmacologiques ont trouvé aussi que l’acide férulique ainsi que le 
férulate de sodium peuvent inhiber l’agrégation plaquettaire et détendre ou stimuler le muscle 
lisse. Ils possèdent aussi des effets antiarhytmique et immunostimulant. L’acide férulique est 
connu pour des effets bénéfiques tels que la protection contre des maladies coronariennes 
(augmenter le flux sanguin coronarien) et l'augmentation de la viabilité du sperme (Batista, 
2014). 
Dans le domaine alimentaire, il est actuellement utilisé comme conservateur en raison de ses 
propriétés antioxydantes et de ses actions antimicrobiennes (Batista, 2014). L’acide férulique a la 
capacité d'agir comme un inhibiteur de la peroxydation des acides gras et comme absorbeur de 
rayons UV (Batista, 2014). Il est par conséquent utilisé en tant que constituant photoprotecteur 
dans de nombreuses lotions pour la peau et dans des écrans solaires (Batista, 2014). 
En outre, il y a un intérêt croissant pour l'utilisation potentielle de l’acide férulique comme 
matière première pour sa conversion biocatalytique en molécules à haute valeur telles que des 
polymères, les styrènes, les époxydes, les alkylbenzènes, la vanilline et les dérivés de l'acide 
vanillique, guaïacol, catéchol et acide protocatéchique (Tang et al. 2014). 
L’acide p-coumarique montre des activités antioxydantes et antimicrobiennes et joue un rôle 





diminue la peroxydation des lipoprotéines de basse densité (LDL). En plus, étant un agent 
réducteur et possédant des fonctionnalités de piégeage de radicaux libres, il présente une grande 
importance dans la prévention ou le contrôle de nombreuses maladies chroniques telles que les 
maladies cardiovasculaires et le cancer (Boz, 2015). Ayant une activité antimicrobienne, les les 
dérivés de l'acide p-coumarique (ApC) sont signalés à avoir plus d'influence contre les bactéries 
à Gram négatif (Escherichia coli) plutôt que de bactéries Gram-positives (Bacillus subtilis et 
Staphylococcus aureus) (Khatkar et al., 2017). Cet effet est similaire à ce qui est observé dans le 
cas des acides férulique et caféique (Sanchez-Maldonado et al., 2011). A noter que l’ApC peut 
se transformer en p-hydroxybenzaldéhyde au cours du traitement thermique (Ragee et al., 2014). 
La vanilline est obtenue à partir de l’acide férulique ou des unités gaïacol. Elle est largement 
utilisée par l’industrie alimentaire pour son arôme. Elle est aussi utilisée comme matière 
première par l’industrie pharmaceutique pour la synthèse de médicaments tels que la L-DOPA et 
le méthyl L-DOPA (Buranov et Mazza, 2009). 
L’intérêt croissant que suscitent les composés phénoliques vient des effets bénéfiques qu’ils 
présentent. De nombreuses applications importantes existent et sont en cours de développement 
dans les domaines alimentaires, agroalimentaires, cosmétiques, pharmaceutiques et médicaux. 
2.1.2  Flavonoïdes 
2.1.2.1 Structure chimique et classification 
Les flavonoïdes sont des composés de bas poids moléculaire qui partagent un squelette 
commun de diphénylpyranos (C6-C3-C6). Plus de 10000 flavonoïdes naturels ont été décrits 
jusqu’à ce jour et leurs rôles sont très diversifiés. Tous les flavonoïdes ont une origine 
biosynthétique commune, et, de ce fait, possèdent le même élément structural de base, 
l’enchaînement 2-phénylchromane. Cet enchainement consiste en deux cycles phénoliques A et 












Les neuf majeures classes de flavonoïdes (Figure 1.9) se distinguent par la présence ou 
l’absence, de degré d’insaturation et d’oxydation du cycle C (Wang et al., 2018). Dans toutes les 
classes de flavonoïdes, la biosynthèse justifie la présence fréquente d’au moins trois hydroxyles 
phénoliques en position 5, 7 et 4’ de la génine. Ces hydroxyles peuvent être libres ou éthérifiés. 
 
Figure 1.9. Structure de différents flavonoïdes 
Dans les plantes, les flavonoïdes sont souvent présents sous formes C- ou O glycosylés, ces 
derniers apparaissent de loin les plus fréquents (Santos et al., 2017). Plus de 80 sucres différents 
peuvent être liés aux génines. Parmi eux, le D-glucose est de loin le monosaccharide le plus 
courant, mais d’autres hexoses, le D-galactose, le D-mannose et le L-rhamnose (seul 
désoxyhexose), ainsi que des pentoses, le D-xylose, le L-arabinose et le D-apiose sont fréquents. 
Des acides uroniques (le plus souvent l’acide D-glucuronique) sont aussi décrits. On rencontre 
également une quarantaine de disaccharides dont les plus courants sont le rutinose et le 










































































tour être substitués par des groupements acyles tels que le malonate ou l’acétate (Santos et al., 
2017). La glycosylation rend les flavonoïdes moins réactifs et plus hydrosolubles, souvent 
concentrés dans les cellules de l’épiderme des fleurs, fruits et feuilles (Kruk et al., 2019). 
Des recherches récentes sur la relation entre la structure et l'activité ont révélé que de petites 
différences dans la structure d'un flavonoïde conduisent à des changements significatifs dans ses 
activités biologiques (Wang et al., 2018). 
2.1.2.2 Les propriétés des flavonoïdes d’Asparagus 
Des études sur la composition chimique et l'activité biologique d’Asparagus ont révélé que les 
facteurs génétiques et environnementaux (climat, type de sol, etc.) ont une influence 
considérable sur la teneur en composés phénoliques et la capacité antioxydante des pousses 
(Rodriguez et al., 2005a). En effet, Rodríguez et al. (2005a) ont trouvé que les hybrides 
américains cultivés dans la province de Grenade ont une plus grande capacité antioxydante que 
ceux cultivés dans la province de Séville, étant associés à une teneur plus élevée en composés 
phénoliques. 
La plupart des recherches sur les propriétés bioactives des extraits d'Asparagus a été réalisée sur 
des extraits obtenus à partir des turions d’Asparagus officinalis, dont  notre groupe de recherche 
a montré que plusieurs génotypes d'asparagus de la population de Huétor-Tájar (communément 
appelée "triguero")  avaient une teneur en phénols plus élevée que les hybrides commerciaux et 
ont également identifié une série de composés phénoliques permettant de distinguer triguero 
asparagus des autres (Fuentes-Alventosa et al., 2007, 2008). 
Les flavonoïdes sont des composés phénoliques qui constituent la partie non énergétique du 
régime alimentaire humain. Pigments naturels présents dans les plantes capables de protéger 
l'organisme des dommages causés par les agents oxydants (Martínez-Flórez et al., 2002). 
Initialement, ils étaient considérés comme des substances sans action bénéfique pour la santé 
humaine, mais plus tard de multiples effets positifs ont été démontrés, parmi lesquels se 
distinguent leur action antioxydante et l'élimination des radicaux libres (Sun et al., 2007). 
Les principaux composés phénoliques d´Asparagus sont les flavonoïdes, en particulier les 






Il est intéressant de noter que des pics correspondant aux flavonoïdes qui n'existent pas dans les 
hybrides commerciaux et qui représentent plus de 50% de la teneur totale en phénols ont été 
identifiés chez certains génotypes de triguero asparagus (Fuentes-Alventosa et al., 2007, 2008). 
Parmi lesquels, Sept des flavonoïdes détectés n'avaient pas été décrits auparavant dans les 
asparagus verts : kaempférol-3-orutinoside (nicotiflorine), isorhamnétine-3-O-rutinoside 
(narcissine), isorhamnétine-3-O-glucoside, deux triglycosides de quercétine et deux triglycosides 
d’isorhamnétine (Fuentes-Alventosa et al., 2007). 
Un flavonoïde a été détecté qui pourrait être une clé pour distinguer la population d'Asparagus 
sauvage des autres cultivés. C'est le flavonoïde provisoirement identifié comme isorhamnétine-3-
glucosyl-rutinoside, qui a été détecté dans la plupart des génotypes triguero asparagus et dans 
aucune des variétés commerciales d'asparagus vertes (Fuentes-Alventosa et al, 2008). 
Les dérivés de la quercétine, qui représentent aussi un groupe majoritaire dans les flavonols 
d'Asparagus, ont été les plus étudiés jusqu'ici et les résultats obtenus ont révélé que les 
glycosides de quercétine sont largement métabolisés dans notre organisme (Hollman, 2004) et 
que certains de ses métabolites pourraient jouer un rôle important dans la prévention des 
maladies liées aux processus oxydatifs, tels que les maladies cardiovasculaires et tumorales 
(Manach et al., 1998). 
2.1.2.3 Bioaccessibilité des flavonoïdes 
Pour connaître les mécanismes par lesquels les flavonoïdes aident à prévenir les maladies, il est 
nécessaire d'étudier les facteurs qui déterminent la libération de ces composants de la nourriture, 
son degré d'absorption et son devenir dans l'organisme (Nessa et al., 2013). Ce sont les études 
sur l'absorption, le métabolisme et la biodisponibilité qui donneront des réponses à ces questions. 
Après l'ingestion de l'aliment, les flavonoïdes sont libérés après les processus de mastication, 
l'action des sucs digestifs à travers le tractus gastro-intestinal et enfin, l'action des 
microorganismes au niveau du côlon. Ce processus de libération dépend du type d'aliment, de ses 
conditions de transformation et de la nature des autres composants du régime (Hollman, 2004). 
L'absorption des flavonoïdes libérés dépendra de leurs propriétés physicochimiques telles que la 
taille de la molécule et la configuration, la lipophilie, la solubilité et le pKa (Hollman, 2004). 
Des études ont montré que dans le cas des glycosides de quercétine, l'absorption a lieu au niveau 
de l'intestin grêle (Hollman et al., 1995 ; Hollman et al., 1997). Initialement, on pensait que le 





cotransporteurs SGLT1. Cependant, cette hypothèse ne s'est pas avérée efficace puisque les 
glycosides de la quercétine n'ont pas été détectés dans le plasma intact comme prévu (Sesink et 
al., 2001). 
Comme un mécanisme alternatif, on pensait que les glycosides de quercétine peuvent être 
hydrolysés par la lactase floridzine hydrolase (LPH), une bêta-glucosidase qui se trouve à 
l'extérieur de la bordure en brosse de la membrane de l'intestin grêle (Day et al., 2001). 
L'aglycone serait libéré et absorbé par l'intestin. Cet effet a été confirmé dans un modèle de 
perfusion chez des rats où le LPH est prédominant (> 75%) (Sesink et al., 2003). Il est important 
de mentionner que la spécificité vis-à-vis du substrat du LPH varie significativement en fonction 
du type de glycosides (glycosides, galactosides, arabinosides, xylosides, rhamnosides et 
galactosides). Seuls les glycosides ont été efficacement hydrolysés par le LPH, plus ou moins 
indépendamment du type d'aglycone auquel ils étaient liés (Németh et al., 2003). 
En ce qui concerne le métabolisme des flavonoïdes, il est nécessaire de considérer deux 
compartiments. Le premier d'entre eux se réfère à des organes tels que l'intestin grêle, le foie et 
les reins ; et le second constitué par le colon. Dans le premier compartiment, différentes réactions 
enzymatiques ont lieu qui entraînent la biotransformation des flavonoïdes, en particulier dans 
l'intestin grêle et dans le foie. Chez eux, la conjugaison des groupes hydroxyles polaires avec 
l'acide glucuronique, le sulfate ou la glycine est produite (Hollman et Katan, 1998). Ces réactions 
de conjugaison sont très efficaces chez l'homme, puisque les flavonoïdes analysés dans le plasma 
et l'urine apparaissent sous forme conjuguée (Williamson et al., 2018). 
De même, les glycosides qui n'ont pas été des substrats du LPH ou du SGLT1 sont dirigés vers le 
côlon, où les bactéries sont capables d'hydrolyser les glycosides flavonoïdes et à leur tour de 
dégrader les aglycones libérés. A la suite de ce processus, on obtient des composés phénoliques 
capables d'être absorbés, qui ont été détectés dans l'urine (Olthof et al., 2003). Dans le cas des 
flavonols, les flavonoïdes principaux des asperges sont dégradés en acides phénylacétiques et en 
acides phénylpropioniques, bien que ces derniers n'aient pas été déterminés chez l'homme 
(Olthof et al., 2003). Pour cette raison, il a été démontré que les micro-organismes du côlon 
jouent un rôle essentiel dans le métabolisme des flavonoïdes en acides phénoliques (Olthof et al., 
2003). 
Enfin, mentionnons que des études pharmacocinétiques ont indiqué que la molécule de sucre des 
glycosides de quercétine, les principaux flavonoïdes d’Asparagus, joue un rôle très important 





résultats ont montré que la nature des sucres n'affecte pas leur vitesse d'élimination, puisque la 
demi-vie d'élimination était la même pour tous les glycosides de quercétine (Hollman et al., 
1999). 
2.1.2.4 Activités biologiques des flavonoïdes 
 Action antioxydante et hypocholestérolémiante 
La principale activité attribuée aux flavonoïdes est leur capacité antioxydante (Banjarnahor et 
al., 2014). Il est intéressant de mentionner que la capacité des polyphénols végétaux à agir 
comme antioxydants dans les systèmes biologiques a été reconnue dans les années trente 
(Benthsath et al., 1936), mais le mécanisme antioxydant a été largement ignoré jusqu'à 
récemment. 
De nombreuses études ont démontré les effets antioxydants des flavonoïdes sur la santé humaine 
et différents mécanismes sont connus permettant aux flavonoïdes d'exercer directement ou 
indirectement une action antioxydante. Cette action est liée à la structure du flavonoïde, en 
fonction du nombre de substituants hydroxyle qu'il présente dans sa constitution. Les flavonoïdes 
éliminent l'oxygène réactif, en particulier sous la forme d'anions superoxydes, de radicaux 
hydroxyles, de peroxydes lipidiques ou d'hydroperoxydes (Raman et al., 2016). De cette 
manière, ils bloquent l'action néfaste de ces substances sur les cellules (Martinez-Flórez et al., 
2002). De même, les flavonoïdes sont capables de stimuler l'activité de la catalase (CAT), de la 
superoxyde dismutase (SOD) et de diminuer les taux de malondialdéhyde (MDA) (Krishnasamy 
et al., 2015).  
Plusieurs flavonoïdes ont montré leur efficacité pour éliminer les processus de peroxydation 
lipidique de l'acide linoléique ou des phospholipides membranaires, la peroxydation des globules 
rouges ou l'auto-oxydation des homogénats cérébraux. À son tour, il a été démontré qu'il inhibe 
la peroxydation lipidique produite par le fer et augmente la concentration de glutathion dans la 
muqueuse intestinale des rats nourris pendant trois jours avec des flavonoïdes (Mattera et al., 
2017). De même, sa capacité à inhiber in vitro l'oxydation des lipoprotéines de basse densité 
(LDL) par les macrophages et à réduire la cytotoxicité des LDL oxydées (LDLox) (Procházková 
et al., 2011) a été démontrée. En effet, les populations qui consomment statistiquement des 
produits riches en flavonoïdes présentent des risques moindres de maladies cardiovasculaires 
(Jucá et al., 2018). Cet effet cardioprotecteur possible peut être favorisé dans les cas 
d'hypercholestérolémie où il a été observé que les flavonoïdes sont capables de réduire le 





LDL (Wang et al., 2018). Enfin, il est important de mentionner que les flavonoïdes peuvent avoir 
un effet opposé à celui décrit, c'est-à-dire pro-oxydant. Le fait que ces composés exercent un 
effet antioxydant ou pro-oxydant est déterminé par la stabilité / instabilité redox du composé 
radical formé à partir du flavonoïde d'origine. Selon certains auteurs, de tels effets pro-oxydants 
n'apparaissent que lorsque les doses de flavonoïdes utilisées sont très élevées (Da Silva et al., 
2002). Dans ce sens, pour relier l'activité antioxydante et son bénéfice concret pour la santé, il est 
nécessaire de préciser les composés à étudier et leurs effets au-delà de l'activité antioxydante 
(Andersen et Markham, 2006). 
Auparavant, des recherches antérieures ont étudié l'activité antioxydante in vitro des principaux 
flavonoïdes de triguero asparagus (Garcıa et al., 2012) et vérifié que les fractions riches en 
flavonoïdes de leurs turions sont capables d'améliorer le profil lipidique et le statut antioxydant 
chez les rats hypercholestérolémiques. 
 Action anticancéreuse 
Diverses données expérimentales ont démontré l'action antiproliférative, ainsi que le rôle de 
l'agent chimio-préventif des flavonoïdes dans les modèles cellulaires et les patients avec 
colostomie (Jaramillo et al., 2010 ; Veeramuthu et al., 2017). Des études in vivo et in vitro ont 
montré que les flavonoïdes sont capables de moduler l'activité des enzymes microsomales et 
cytosoliques, qui contrôlent la formation de métabolites cancérogènes dans ce processus. Une 
explication possible de ces effets anticancéreux pourrait être dérivée de l'augmentation de 
glutathion que certains flavonoïdes produisent dans les concentrations intracellulaires par la 
régulation de l'expression de l'enzyme limitante dans sa synthèse (Patil et Masand, 2019). 
Des expériences in vitro ont confirmé le rôle protecteur de la quercétine, le flavonol principal 
d’Asparagus, qui exerce des effets d'inhibition des cellules cancéreuses chez l’homme : dans le 
côlon (Zhang et al., 2015), glande mammaire et ovaire (Miclea et al., 2015), dans la région 
gastro-intestinale (Zhang et al., 2015) et dans la leucémie (Maso et al., 2014). En outre, en ce qui 
concerne la prévention du cancer du sein, il pourrait être dû à sa capacité puissante à inhiber 
l'activité de l'aromatase, empêchant ainsi la conversion des androgènes en œstrogènes (Miclea et 
al., 2015). 
En ce qui concerne Asparagus, Jaramillo et al. (2010) ont montré que l'isorhamnétine, l'une des 
principaux aglycones décrits dans Triguero asparagus (Fuentes-Alventosa et al., 2007), est 
capable d'inhiber la croissance cellulaire du cancer du côlon HCT-116, en arrêtant le cycle dans 





  Autres activités biologiques  
Tous les types de maladies semblent être associés au stress oxydatif, bien que l’on ne sache pas 
encore si cela apparaît comme une cause ou une conséquence. La capacité antioxydante des 
flavonoïdes, en tant qu'agent protecteur, est liée à des pathologies telles que le cancer, les 
maladies cardiovasculaires, l'artériosclérose, les maladies neurodégénératives et le vieillissement 
(Lima et al., 2015). Pour cette raison, les régimes riches en flavonoïdes sont généralement 
recommandés dans certaines pathologies telles que le diabète sucré, le cancer, les maladies 
cardiaques, les infections virales, les ulcères gastriques et duodénaux et les inflammations. 
Mentionner que l'on pense actuellement que la présence de ces composés et d'autres antioxydants 
pourrait influencer la prévention des maladies du système nerveux (Alzheimer, Parkinson ...) 
bien que d'autres études sont nécessaires pour prouver scientifiquement le mécanisme d'action 
des antioxydants dans ces pathologies (Scheltens et al., 2010 ; Jucá et al., 2018 ; Wang et al., 
2018). 
2.2 Saponines 
2.2.1  Structure et classification 
Les saponines constituent un vaste groupe d’hétérosides très fréquents chez les végétaux. Ils sont 
caractérisés par leurs propriétés tensioactives car ils se dissolvent dans l’eau en formant des 
solutions moussantes. Ils sont principalement produits par les plantes mais aussi par les 
organismes marins. Structuralement, les saponines peuvent être classés en deux groupes selon la 
nature de la génine :  
 Les saponines à génines stéroïdiques, dont l’aglycone est stéroïdien, dont la plupart sont 
présentes dans les angiospermes monocolylédones. L'aglycone peut être du type 
spirostanoïde (Figure 1.10A) ou furostanoïde (Figure 1.10B). 
 Les saponines à génines triterpéniques, dont l’aglycone est un terpène (Figure 1.10C), la 








Figure 1.10. Structure des aglycones de : A, saponine stéroïdienne, type spirostane; B, saponine 



















2.2.1.1 Les génines triterpéniques 
Les triterpènes, 4000 composés construits sur plus de 40 squelettes différents sont des composés 
en C30 issus de la cyclisation du 3S-2,3-époxy-2,3-dihydrosqualène ou, plus rarement du 
squalène lui-même. Presque toujours hydroxylés en 3, les triterpènes présentent une très forte 
unité structurale, les différences majeures étant d’ordre configurationnel et liées à la 
conformation adoptée par l’époxy-squalène (ou le squalène) avant la cyclisation. Le cation issu 
de cette cyclisation peut ensuite subir une série de déplacements 1, 2 de protons et de méthyles 
rationnalisant l’existence des différents squelettes tétra- et pentacycliques qui caractérisent ce 
groupe (Vincken et al., 2007). Les sapogénines triterpéniques de loin les plus nombreuses sont 
donc des molécules pentacycliques, les oléananes et les ursanes étant les deux squelettes les plus 
communs. 
2.2.1.2 Les génines stéroïdiques 
Les saponines stéroïdiennes comprennent deux classes principales, les spirostanols et les 
furostanols, basées sur les différences de structure de l'aglycone.  
 Les furostanols ont un aglycone pentacyclique (anneaux A – E), appelé squelette du 
furostane (Figure 1.11A), et sont bimosidiques avec un fragment glucidique attaché par 
une liaison éther au niveau du carbone C-3 et un second fragment glucidique lié par une 
liaison éther au C- 26 carbone. 
 Les spirostanols ont une structure à six cycles (anneaux A–F), appelée squelette 
spirostane (Figure 1.11B), et sont monodesmosidiques. Ils possèdent généralement un 




























2.2.1.3 Les hétérosides 
Les oses constitutifs des saponines les courants sont : D-glucose, D-galactose, L-arabinose, L-
rhamnose, D-xylose, D-fucose et à l'exception de l'acide D-glucuronique qui ne peut être enrichi 
que chez les saponines triterpéniques. Les chaînes oligosiques, linéaires ou ramifiées, 
comportent jusqu’à une dizaine d’oses qui constituent la partie sucrée de l’hétéroside. Elles 
peuvent être liées à la génine par une liaison de type O-hétéroside ou par une liaison de type 
ester. La formation de la liaison osidique implique classiquement la fonction réductrice de 
l’oligoside et l’hydroxyle secondaire qui est normalement présent en position 3, aussi bien chez 
les stéroïdes que chez les triterpénoïdes : on parle alors de monodesmoside. Assez fréquemment, 
la molécule comporte une seconde chaîne osidique liée à la génine par une liaison ester avec le 
carboxyle en 28 des génines triterpéniques : on parle alors de bidesmosides. Dans le cas des 
saponines à génine stéroïdique la deuxième chaîne osidique, quand elle existe, est liée à la 
fonction alcool primaire des furostanols. 
2.2.2 Les saponines stéroïdiennes du genre Asparagus. 
Les saponines stéroïdiennes sont principalement présentes dans les espèces du genre Asparagus 
et peuvent être classées en saponines de type spirostanol et furostanol selon leurs squelettes 
(Schwarzbach et al., 2006). Dans des études antérieures de notre laboratoire, Les hybrides 
commerciaux d'Asparagus vertes et blanches sont caractérisés comme ayant principalement un 
type unique de saponine furostanol stéroïdienne, la protodioscine, qui est un dérivé glycosidique 
de la diosgénine (Vazquez-Castilla et al., 2013b ; Lee et al., 2010). Cependant, lorsque nous 
avons étudié la composition en saponines des différents génotypes de la variété Huétor-Tájar 
(HT), nous avons trouvé que "triguero" asparagus a un profil des saponines distinct de celui des 
hybrides commerciaux (HC) (Vazquez-Castilla et al., 2013b). Les résultats obtenus ont révélé 
que, bien que HC contienne de la protodioscine comme principale saponine, le «triguero» HT 
présente un profil plus complexe. Celle-ci consiste en une combinaison de protodioscine et d'au 
moins 12 nouvelles saponines dérivées d'un aglycone stéroïdien de type furostanol avec une 
simple liaison entre C5 et C6 du cycle B. En outre, Jaramillo et al. (2017) ont montré que le 
profil des saponines provenant des turions des différentes espèces sauvages est similaire à celui 
décrit pour les différents génotypes du "triguero" asparagus HT. La structure chimique de toutes 
ces saponines a été classée par leur temps de rétention, leur poids moléculaire et leur voie de 
fragmentation, ainsi que la co-injection avec des saponines de référence authentiques 
préalablement purifiées et identifiées de "triguero" asparagus (Vazquez-Castilla et al., 2013c ; 
Vazquez-Castilla et al., 2013b). La voie de fragmentation a été étudiée à travers les spectres de 





Selon certains auteurs, les modifications de la structure des saponines peuvent entraîner des 
altérations fonctionnelles (Mimaki et al., 2001 ; Hernandez et al., 2008). Bien que Mimaki et al. 
(2001) aient systématiquement examiné les activités cytotoxiques des saponines stéroïdiennes 
principalement isolées des plantes appartenant à la famille des Liliaceae contre les cellules 
leucémiques promyélocytaires humaines HL-60 et ont trouvé plusieurs relations structure-
activité. Certaines saponines stéroïdiennes évaluées ont montré des activités cytotoxiques 
considérables, qui étaient presque aussi puissantes que celles de l'étoposide utilisé comme 
contrôle positif. Les activités se sont révélées sensibles aux monosaccharides constituant les 
fragments de sucre et leurs séquences, ainsi qu'aux structures des aglycones. Dans cette étude, ils 
ont révélé que dans le dérivé diosgényl-α-l-rhamnopyranosyl- (1 → 2) -β-d-glucopyranoside, qui 
est cytotoxique, le diglycoside existe dans une conformation orientée verticalement contre le 
plan stéroïdien. Cependant, dans le dérivé diosgényl-α-l-rhamnopyranosyl- (1 → 4) -β-d-
glucopyranoside, qui présente une conformation avec le diglycoside et le stéroïde dans le même 
plan, l'activité n'était pas pertinente. Selon nos études précédentes (Vazquez-Castilla et al., 
2013c ; Vazquez-Castilla et al., 2013b ; Jaramillo et al., 2017), les différentes saponines 
identifiées à partir des turions d'Asparagus sauvages et cultivées utilisaient la méthode décrite ci-
dessus (Tableau 1.2), présentent des différents substituants dans l’aglycone ainsi que des 
différences dans la composition, la liaison et nombre de chaînes de sucre représentant ainsi une 







Tableau 1.2. Saponines Identifiées par HPLC-MS (+/-) de Triguero Asparagus de Huétor-Tájar (Vazquez-Castilla et al., 2013a), Asparagus 
vertes (Vazquez-Castilla et al., 2013b) et les plus importantes espèces d'asparagus sauvages en Europe (Jaramillo et al., 2017) 
aTR : temps de rétention. bMasse moléculaire. cPen:Pentose. dHex : Hexose. eDoHex : Déoxyhexose.,  fInc: Inconnu, g433/431/417/415:Aglycones 
     Ion moléculaire (m/z)                                                                    Fragmentation d'ions 
Saponines TRa(min) MMb Ion Negative Ion Positive Mode Negatif Mode Positif 
Triguero Asparagus de Huétor-Tájar (partie edible: Turion) 
HTSAP-1 21.00 1052 1051[M-H]- 1075[M+Na]+ -Penc919-Hexd757-Hex595-Hex433e [-Na-H2O]1035-Hex873-Hex711-Pen579Hex417e 
HTSAP-2 22.55 920 919 [M-H]- 943 [M+Na]+ -Hex757-Hex595-Hex433 [-Na-H2O]903-Hex741-Hex579-Hex417 
HTSAP-3 25.03 1022 1021[M-H]- 1045[M+Na]+ -Pen889-Pen757-Hex595-Hex433 [-Na-H2O]1005-Pen873-Hex711-Pen579Hex417 
HTSAP-4 26.12 1046 1045[M-H]- 1069[M+Na]+ -DoHexf889-DoHex753-Incg595Hex433 [-Na-H2O]1029-Hex867-DoHex721-DoHex575Inc417 
HTSAP-5 26.74 890 889[M-H]- 913 [M+Na]+ -Pen757-Hex595-Hex433 [-Na-H2O]873-Hex711-Pen579-Hex417 
Protodioscine 27.05 1048 1047[M-H]- 1071[M+Na]+ -DoHex901-DoHex755-Hex593Hex431e [-Na-H2O]1031-Hex869-DoHex723-DoHex577Hex415e 
HTSAP-6 27.70 1036 1035[M-H]- 1059[M+Na]+ -Pen903-DoHex757-Hex595-Hex433 [-Na-H2O]1019-DoHex873-Pen741-Hex579Hex417 
HTSAP-7 29.84 890 890 [M-H]- 913[M+Na]+ -Pen757-Hex595-Hex433 [-Na-H2O]873-Hex711-Pen579-Hex417 
HTSAP-8 29.53 904 903 [M-H]- 927 [M+Na]+ -DoHex757-Hex595-Hex433 [-Na-H2O]887-Hex725-DoHex579-Hex417 
Asparagus verte (partie edible: Turion) 
HTSAP-9 22.24 1050 1049[M-H]- 1073[M+Na]+ -Pen917-Hex755-Hex593-Hex431 
-Hex887-Pen755-Hex593-Hex431 
[-Na-H2O]1033-Hex871-Pen739-Hex577-Hex415 
HTSAP-10 27.05 1048 1047[M-H]- 1071[M+Na]+ -DoHex901-DoHex755- Unk595-Hex595-Hex433 [-Na-H2O]1031-Hex869-DoHex723-DoHex577-Inc417 
[-Na-H2O]1031-DoHex885-DoHex739-Hex577-Inc417 
HTSAP-11 27.30 1034 1033[M-H]- 1057[M+Na]+ -Pen901-DoHex755-Hex593-Hex431 [-Na-H2O]1017-Hex855-Pen723-DoHex577-Hex415 
[-Na-H2O]1017-Pen885-DoHex739-Hex577-Hex415 
HTSAP-12 27.40 1050 1049[M-H]- 1073[M+Na]+ -DoHex903-DoHex757-Hex595-Hex433 [-Na-H2O]1033-DoHex887-Hex725-DoHex579-Hex417 
Asparagus Sauvage (partie edible: Turion) 




WSAP-2 27.20 1066 1065[M-H]- 1089[M+Na]+ -Hex903-DoHex757-Hex595-Hex433 [-Na-H2O]1049-DoHex903-Hex741-Hex579-Hex417 
WSAP-3 30.70 1036 1035[M-H]- 1059[M+Na+ -Pen903-DoHex757-Hex595-Hex433 [-Na-H2O]1019-DoHex873-Pen741-Hex579Hex417 





De point de vue quantitative, la teneur en saponine peut être affectée par la saison, le climat et 
l'altitude, l'organe végétal (turions, rhizomes, fruits, fleurs) et les espèces du genre Asparagus 
(Negi et al., 2011, Jaramillo-carmona et al., 2017). Dinan et al. (2001) ont indiqué qu'une 
différence considérable de teneur en saponine (principalement quantitative) pouvait être 
observée dans les organes de la plante. Cependant, Huang et al. (2006, 2008) a montré que les 
saponines stéroïdiennes étaient concentrées dans les rhizomes et les graines d'Asparagus 
officinalis L. La distribution des saponines varie selon les parties de la plante. Par exemple, les 
rhizomes et les fruits d'Asparagus racemosus (Mandal et al., 2006 ; Hayes et al., 2008) ont été 
révélés une grande accumulation de saponines. L'accumulation de saponines dans les rhizomes 
d'Asparagus racemosus a été confirmée par l'analyse du transcriptome, dont la plupart des 
enzymes connues impliquées dans la voie MVA pour la biosynthèse des triterpènes stéroïdiens 
s'exprimaient spécifiquement dans les rhizomes par rapport au transcriptome des feuilles de A. 
racemosus (Upadhyay et al., 2014).  
2.2.3  Les saponines dans l'alimentation. 
La présence de saponines a été décrite dans plus de 100 familles de plantes et dans certaines 
sources marines (Sparg et al., 2004). Comme mentionné précédemment, les saponines 
stéroïdiennes sont distribuées dans les plantes monocotylédones (Agavaceae, Dioscoreaceae, 
Liliaceae, Asparagaceae ...) et les triterpènes se retrouvent principalement dans les 
dicotylédones (Leguminosae, Araliaceae, Caryophyllaceae) (Sparg et al., 2004). 
La plupart des saponines présentes dans l'alimentation sont du type triterpène, en fait les sources 
principales sont les légumineuses (soja, pois chiches, haricots, haricots, lentilles ...). En plus des 
légumineuses, de la citrouille, de la réglisse, de la betterave, des épinards, du thé ... sont des 
sources de saponines triterpéniques. D'autre part, les saponines stéroïdiennes se retrouvent dans 
quelques aliments comme les asperges, la tomate, le yucca, l'ail ou le poireau (Güçlü-Üstündag 
et Mazza, 2007). Dans le cas des Asparagus blanches et vertes cultivées (A. officinalis), il a été 
décrit que la saponine principale qu'elles contiennent est la protodioscine à des concentrations de 
1,4 à 5 mg / 100 g de poids frais (Lee et al., 2010) et 0,024 -2,5 mg / 100g de poids frais (Wang 
et al., 2003) respectivement, en fonction de la variété. 
Il est important de mentionner que les saponines peuvent également être administrées en tant 
qu'additifs alimentaires afin d'améliorer la stabilité de la nourriture elle-même (Sogabe et al., 
2003) ou d'obtenir un effet concret au niveau fonctionnel (Organic Technologies, 2005). Ces 





exemples notamment Yucca (Mohave yucca, Yucca schidigera Roezl Fla) et Quillaja (Quillaja 
saponaria Mol Fla), qui ont été classés comme additifs alimentaires aux États-Unis sous la 
section 172.50 (Substances naturelles aromatisantes et substances naturelles utilisées en 
conjonction avec les saveurs) (US FDA, 2003). 
2.2.4  Biodisponibilité des saponines 
Contrairement à ce qui a été décrit chez les flavonoïdes, des études scientifiques sur l'absorption, 
le métabolisme et la pharmacocinétique des saponines ont montré que les saponines ne sont 
pratiquement pas absorbées après administration orale, car elles sont principalement éliminées 
par les fèces (Jaramillo et al., 2016). On sait que les saponines ont une faible absorption 
intestinale principalement en raison de leurs caractéristiques physicochimiques défavorables, 
telles qu'une masse moléculaire élevée (> 500 Da), des liaisons hydrogène abondantes (> 12) et 
une flexibilité moléculaire élevée (> 10), qui provoquent une faible perméabilité au niveau de la 
membrane. En outre, l'excrétion biliaire rapide et étendue est un autre facteur important limitant 
la biodisponibilité orale des saponines (Gao et al., 2012). Des études ont montré que la faible 
perméabilité peut être due à l'activité de l'agent tensio-actif de saponines, qui provoquent des 
micelles en solution. Ces micelles peuvent agréger pour augmenter la taille moléculaire et des 
propriétés hydrophiles qui entravent le processus d'absorption. Afin d'éviter cette agrégation, 
Xiong et al (2008) ont conçu une formulation à base de lipides. De la même manière, Gu et al. 
(2006) ont proposé une formulation micronisée et observé que la dissolution de ces 
microparticules dans les sucs intestinaux était très bonne, facilitant le transport à travers les 
cellules épithéliales. Il est important de mentionner que la compétition au niveau de l'absorption 
et du métabolisme peut avoir des résultats différents selon que l'administration de saponines est 
réalisée individuellement ou en tant que mélange de saponines d'un extrait, ainsi que son mode 
d'administration (Qui et al., 2011). Comme pour les flavonoïdes, les saponines non absorbées 
atteignent le côlon où elles sont hydrolysées par la microflore. Bien qu'ils ne soient pas absorbés, 
leur durée de vie est très élevée entre 25 et 120 heures (Li et al., 2005 ; Ren et al., 2008), ce qui 
leur permet d'exercer un effet local important sur le côlon. 
Des études sur la biodisponibilité des saponines stéroïdiennes, telles que celles trouvées dans 
Asparagus, ont montré que les saponines, telles que la dioscine et la protodioscine, ont une très 
faible absorption, atteignant des valeurs de biodisponibilité de 0,2%. Cependant, ils ont montré 
une durée de vie moyenne très élevée (120 heures) (Li et al., 2005, Ren et al., 2008). De même, 
He et al. (2006) ont observé que l'absorption de la méthylprotodioscine était supérieure à celle de 





al., 2007), de sorte que l'absorption et la biodisponibilité des saponines ne soient pas affectées 
par la nature de leur génine. 
2.2.5  Activités biologiques des saponines 
 Action hypocholestérolémiante 
L'une des principales fonctions attribuées aux saponines depuis des années est son effet 
hypolipidémiant, car il a été démontré que les régimes riches en saponines pouvaient abaisser le 
taux de cholestérol, améliorant ainsi le profil lipidique (Oakenfull et al., 1979 ; Topping et al., 
1980). En fait, il a été prouvé que l'effet hypocholestérolémiant observé dans l'ail est donné par 
ses saponines stéroïdiennes (Matsuura, 2001). 
Dans le cas d’Asparagus, il a été démontré que cette plante est capable d'améliorer le profil 
lipidique en diminuant les taux de cholestérol total, LDL et triglycérides, indiquant qu'une partie 
de cet effet pourrait être due à la présence de saponines stéroïdiennes chez les espèces du genre 
Asparagus (Vázquez-Castilla et al., 2013 ; Zhu et al., 2010 ; Zhu et al., 2011 ; García et al., 
2012).  
 Action cytotoxique et antitumorale 
De nombreuses études ont montré les propriétés cytotoxiques des saponines stéroïdiennes 
présentes dans les espèces du genre Asparagus (Kim et al., 2005 ; Huang et al., 2008 ; Liu et al., 
2009 ; Bhutani et al., 2010, Wu et al., 2010). Jaramillo et al. (2016). Ces auteurs ont suggéré que 
les saponines stéroïdiennes provenant des turions de "triguero" asparagus lorsqu'elles sont en 
contact avec les cellules humaines du cancer du côlon HCT-116 bloquent les voies de 
signalisation ERK, AKT et p70S6 (mTOR); arrêter le cycle cellulaire à la phase G0 / G1 en 
interférant l'expression des cyclines D, E et A; et induisent la mort cellulaire par la voie 
apoptotique via la caspase-3, conduisant à un clivage PARP-1 et à une fragmentation de l'ADN. 
En effet, l'effet cytotoxique de la plupart des saponines (triterpéniques et stéroïdiennes) est dû à 
sa capacité à stimuler les processus apoptotiques dans les cellules tumorales. Bien que cette 
activité cytotoxique puisse être réalisée par d'autres mécanismes non apoptotiques comme le cas 
des arrêts dans le cycle cellulaire, la stimulation de l'autophagie cellulaire, l'inhibition des 
métastases, la désintégration du cytosquelette (Podolak et al., 2010). La capacité cytotoxique des 
saponines dépend de leurs caractéristiques structurales (Oakenfull et al., 1979). En effet, certains 
auteurs (Mimaki et al., 2001 ; Hernández et al., 2008 ; Ohtsuki et al., 2004) ont montré que la 
structure des sucres dans les saponines stéroïdiennes joue un rôle très important dans la 





influence également l'effet cytotoxique (Trouillas et al., 2005, Yan et al., 2009, Yokosuka et al., 
2009). Pour cette raison, Podolak et al., (2010) indiquent qu'il serait important de continuer à 
étudier en profondeur l'isolation et la caractérisation structurale des saponines provenant des 
Asparagus sauvages pour établir des relations entre ces composés bioactifs et les activités 
bénéfiques de l'Asparagus. 
 Action antifongique 
Les saponines stéroïdiennes d’Asparagus possèdent également une activité antifongique ; 
cependant, il semble que seuls les dérivés de spirostanol soient actifs alors que les dérivés de 
furostanol sont inactifs (Sautour et al., 2007). La fraction de saponine brute obtenue à partir d’A. 
officinalis L. exerce une activité spécifique sur certains champignons tels que Candida, 
Cryptococcus, Trichophyton, Microsporum et Epidermophyton (Shimoyamada et al., 1990). Le 
mécanisme d’action antifongique des saponines n’est pas bien compris, mais on pense que 
celles-ci se complexent aux stérols présents dans la membrane cellulaire, ce qui entraîne la 
formation de pores et une perte d’intégrité de la membrane. 
 Autres activités biologiques. 
Les saponines se caractérisent par leurs propriétés antivirales (Gosse et al., 2002), 
hépatoprotectrices (Zhu et al., 2010), molluscicides (Huang et al., 2003). Cependant, parmi eux, 
les plus remarquables sont ses propriétés hémolytiques (Baumann et al., 2000, Apers et al., 
2001) et anti-inflammatoires (Navarro et al., 2001). 
2.3 Fibre diététique ou alimentaire 
La définition de la fibre diététique est souvent controversée parce que parmi les experts dans ce 
domaine il n'y a pas d'unanimité de critères. La raison est qu'il ne s'agit pas d'un seul composant 
mais qu'il comprend des polysaccharides, des oligosaccharides, des lignines et des substances 
végétales associées, entre autres. Traditionnellement, les fibres alimentaires étaient couramment 
utilisées et décrites en termes généraux comme les parties comestibles des plantes ou des 
analogues des glucides qui résistent à la digestion et à l'absorption dans l'intestin grêle (non 
digestible) avec une fermentation complète ou partielle dans le gros intestin (Trowell et al., 
1976 ; AACC : American association for clinical chemistry, 2001).Toutefois, une définition des 
fibres alimentaires a été adoptée en 2008 lors de la 30e session du Comité du Codex sur la 
nutrition et les aliments pour usages diététiques spéciaux (Codex Committee On Nutrition And 





“Il sera compris comme des fibres alimentaires les polymères de carbohydrates (1) 
contenant au moins dix unités monomères (2), qui sont hydrolysés par des enzymes endogènes 
dans l'intestin grêle humain et qui appartiennent aux catégories suivantes : 
• les polymères de carbohydrates comestibles que l'on trouve naturellement dans les aliments 
sous la forme dans laquelle ils sont consommés ; 
• les polymères de carbohydrates obtenus à partir de matières premières alimentaires par des 
moyens physiques, enzymatiques ou chimiques et dont l'effet physiologique bénéfique sur la 
santé a été démontré par les preuves scientifiques généralement accepté auprès des autorités 
compétentes ;  
• les polymères de carbohydrates synthétiques dont il a été démontré qu'ils ont un effet 
physiologiquement bénéfique sur la santé grâce à des preuves scientifiques généralement 
acceptées auprès des autorités compétentes. " 
(1) Les fibres alimentaires, si elles sont d'origine végétale, peuvent comprendre des fractions de 
lignine et / ou d'autres composés lorsqu'elles sont associées à des polysaccharides dans la paroi 
cellulaire végétale et si de tels composés ont été quantifiés par la méthode d'analyse 
gravimétrique de l'AOAC pour l'analyse des fibres alimentaires: les fractions de lignine et les 
autres composés (fractions protéiques, composés phénoliques, cires, saponines, phytates, cutines, 
phytostérols, ...) intimement "associés" aux polysaccharides végétaux sont généralement extraits 
avec des polysaccharides par la méthode 991.43. Ces substances sont incluses dans la définition 
de la fibre, elles sont donc associées à la fraction polysaccharidique ou oligosaccharidique de la 
fibre. Cependant, ils ne peuvent pas être définis comme des fibres alimentaires s'ils sont extraits 
ou même s'ils sont réintroduits dans un aliment contenant des polysaccharides non digestibles. 
Lorsqu'il est combiné avec des polysaccharides, ces substances associées peuvent exercer des 
effets bénéfiques (à l'adoption de la section sur les méthodes d'analyse et d'échantillonnage). 
(2) La décision d'inclure ou non des carbohydrates contenants entre trois et neuf unités de 
monomères devrait appartenir aux autorités nationales. 
En fonction de leurs caractéristiques chimiques, le comportement de la fibre dans le corps peut 
varier. Pour cette raison, la fibre alimentaire a traditionnellement été classée comme insoluble et 
soluble (Perry et Ying, 2016). Cette classification est arbitraire et basée uniquement sur la 
séparation chimique, le maintien de conditions contrôlées de pH et d'enzymes qui tentent de 





En ce sens, la fibre insoluble comprend des substances (cellulose, hémicellulose, lignine et 
amidon résistant) dont la capacité à retenir l'eau est très faible. Il prédomine dans les aliments 
tels que le son de blé, les grains entiers, certains légumes et en général dans la plupart des 
céréales. Les composants de ce type de fibres sont peu fermentescibles et ont tendance à résister 
à l'action des microorganismes de l'intestin. Sa fonction principale est d'augmenter le volume de 
selles, diminuer sa consistance et le temps de transit à travers le tube digestif. Pour cette raison, il 
est indiqué chez les patients souffrant de constipation (Dukas et al., 2003). 
D'autre part, les fibres solubles comprennent des composants (inuline, pectines, gommes et FOS) 
capables de retenir de grandes quantités d'eau et de former des gels visqueux. Il prédomine dans 
les légumineuses, dans les céréales (avoine et orge) et dans certains fruits. Il est très fermentable 
par les micro-organismes intestinaux, donc il produit beaucoup de gaz dans l'intestin. Être très 
fermentable favorise la création d'une flore bactérienne qui fait 1/3 du volume fécal, donc ce type 
de fibre augmente également le volume des fèces et diminue sa consistance. Les fibres solubles, 
en plus de capturer l'eau, sont capables de diminuer et de ralentir l'absorption des graisses et des 
sucres des aliments (indice glycémique), ce qui aide à réguler le taux de cholestérol et de 
glycémie (Roberfroid, 2007). 
La fibre présente dans triguero asparagus est principalement composée de fibres de type 
insoluble : cellulose, hémicellulose (xylanes et arabinoxylanes) liées aux résidus phénoliques 
(acide férulique) et à la lignine (Rodríguez et al., 2005a et 2005b). La présence de composés 
phénoliques dans la fibre fait que ces Asparagus se caractérisent par une fibre antioxydante 
bénéfique pour la prévention de certaines pathologies (cancer, colite ulcéreuse, constipation ...) 
(Saura-Calixto, 2011). Bien que dans une moindre mesure, les fibres d’Asparagus contiennent à 
leur tour des fructanes principalemen (fibres solubles) de type inuline et de type fructo-
oligosaccharide (FOS). 
2.3.1 Les fructanes 
Les fructanes sont des fibres alimentaires solubles parmi lesquelles on trouve des 
polysaccharides, des oligosaccharides et des substances végétales correspondant à la réserve 
glucidique des végétaux. Pour de très nombreuses espèces, l’amidon représente le glucide 
majoritaire de réserve, pour d’autres espèces comme la betterave (Beta vulgaris), ce rôle est 
rempli par le saccharose. Mais environ 12 à 15 % des végétaux supérieurs accumulent leurs 
glucides sous une troisième forme de réserve, les fructanes (Hendry, 1993). Les fructanes sont 





saccharose. Ces structures ont été plus particulièrement étudiées chez cinq familles de 
dicotylédones (principalement chez les Astéracées représentant environ 25000 espèces) et dans 
deux familles de monocotylédones, les Liliacées et les Poacées. 
2.3.1.1 Classification des fructanes 
Les fructanes sont classés en quatre groupes majeurs en fonction des liaisons glycosidiques 
reliant les résidus fructofuranosyles entre-eux : 
 Les fructanes de type « Inuline » : Les inulines sont des fructanes linéaires avec des 
liaisons β(2→ 1) entre les unités de fructose et leur glucose est en position terminale. 
 Les fructanes de type « Lévane » : Les lévanes sont également des fructanes linéaires 
mais constitués par l’enchaînement de résidus fructose liés en β(2→6) et leur glucose est 
en position terminale. 
 Les fructanes de type « Néoséries » : Les fructanes de ce type sont synthétisés à partir 
du 6G-kestotriose (ou néokestose), le résidu glucose se retrouve donc à l’intérieur de la 
molécule. Lorsque les liaisons entre les résidus fructosyles sont de type β(2→1), on parle 
de fructanes de type « néosérie inuline », mais si les liaisons entre les résidus fructosyles 
sont de type β(2→6), on parle alors de fructanes de type « néosérie lévane ». 
 Les fructanes de type « Graminanes » : Les fructanes de cette famille sont des 
polymères mixtes et branchés dont la structure est plus ou moins complexe. En général, 
le résidu fructose du saccharose est substitué à la fois par une chaîne de résidus fructose 
liés en β(2→6) et par une chaîne de résidus fructose liés en β(2→1). Le résidu glucose 
peut être en position terminale mais il peut être lui aussi substitué par une chaîne de 
résidus fructose liés en β(2→1).  
Chez les espèces du genre Asparagus, on peut trouver différents types de fructanes, tels que 
l'inuline et les fructo-oligosaccharides (FOS), faisant partie de la fibre alimentaire qui sont 
capable d'exercer un effet bénéfique sur la santé en agissant comme prébiotiques dans le corps 
(Sims, 2004). Ces carbohydrates de réserves sont synthétisés à partir de sucres simples 
(saccharose, glucose et fructose) produits dans les tissus photosynthétique, les fougères, et 
transférés aux racines. Ils s'accumulent dans les racines et sont hydrolysés lorsqu'ils sont 
nécessaires à la croissance de l’asperge, mise en place de la fougère ou à la croissance des 
racines et de la couronne (Shelton et Lacy, 1980). De même, de nombreuses recherches ont été 
effectuées sur les modifications de la teneur en fructane qui s’accumulent dans le système 





; Sliiomi, 1992). Par conséquence, l’accumulation des carbohydrates soluble, spécialement, les 
fructanes dans les rhizomes des différentes espèces d’Asparagus étudiées dépendent 
généralement de plusieurs facteurs tel que l’âge de la plante, les conditions environnementales, 
les changements saisonniers et de la période d’assimilation (Martin et Hartmann, 1990 ; Dogras 
et Itskos, 1992 ; Siomos et Pontikidou, 2000). 
2.3.1.2 Activités biologiques des fructanes 
Les fructanes, comme toutes les fibres alimentaires ne sont ni digérés au niveau de l’estomac ni 
adsorbés dans l'intestin grêle, mais ils sont susceptibles d'être dégradés par les micro-organismes 
du gros intestin, affectant une série de processus physiologiques et biochimiques de notre 
organisme, ce qui se traduit par une amélioration de l'état de santé et la prévention de différentes 
maladies (Schaafsma et Slavin, 2014 ;  Khanvilkar et Arya, 2015). 
Les fructanes de type inuline sont des polymères de molécules de fructose et sont connus pour 
leur capacité à améliorer l'absorption du calcium et du magnésium, à moduler le microbiote 
intestinal et le métabolisme énergétique et à améliorer la glycémie. Un grand nombre d'études 
chez les animaux montrent que l'inuline de type fructose réduit le risque de cancer du côlon 
(Rivera-Huerta et al., 2017). En effet, le butyrate est un acide gras à courtes chaînes produit de la 
fermentation des fructanes favorise l’installation d’une flore intestinale équilibrée. La création 
d’un milieu acide dans le gros intestin diminue alors les possibilités d’adhésion des substances 
carcinogènes à la surface des cellules intestinales et favorise ainsi des conditions qui ralentissent 
sérieusement le développement tumoral (Rafter et al., 2007). 
Des études récentes ont montré que l'inuline et l'oligofructose peuvent réduire les taux 
plasmatiques de cholestérol et de triacylglycérols (TG) (Beylot, 2005). De même, Aparecida dos 
Reis et al. (2015) ont été démontré qu’ils améliorent le profil lipidique par un certain nombre de 
mécanismes. Ces mécanismes comprennent :  
 La diminution de l'expression des gènes des enzymes hépatiques responsables de 
la synthèse de novo des lipides ;  
 Augmentation de l'activité enzymatique de la lipoprotéine lipase musculaire ; 
 Augmentant la production d'acides gras à chaîne courte ; 
 Altération la production de polyamines qui augmente la production de peptide 
satiogène ; 





 Augmentation de l'excrétion fécale des sels biliaires et du cholestérol et 
augmentation de la population de Bifidobacterium. 
Les auteurs soulignent l’influence positive de ces deux types de fructanes sur le contrôle de 
l’appétit (due à la modulation des peptides gastro-intestinaux) et donc sur la régulation du poids 
corporel. Ces fructanes pourraient être intéressants pour le contrôle de l'obésité (Márquez-
Aguirre et al., 2016). 
Le fructane est un autre composant bioactif dans les espèces du genre Asparagus. Comme 
d’autres plantes, les fructanes d’Asparagus possèdent un large éventail de propriétés 
pharmacologiques telles que l’amélioration de l’immunité cellulaire (Guo et al., 1995) et l’anti-
vieillissement (Ming-san et al., 2004), fonctions antioxydantes (Zhao et al., 2012) et anti-
tumorales (Zhao et al., 2012). 
2.3.2 La paroi des cellules végétales 
La paroi cellulaire d'une plante est une structure complexe qui remplit un large éventail de 
fonctions tout au long du cycle de vie de la plante. En plus de maintenir l'intégrité structurelle en 
résistant aux pressions hydrostatiques internes, la paroi cellulaire offre la souplesse nécessaire 
pour soutenir la division cellulaire, un échafaudage biochimique qui permet la différenciation et 
une barrière pathologique et environnementale qui protège du stress (Scheller et Ulvskov, 2010; 
Tucker et Koltunow, 2014). La paroi cellulaire héberge un large éventail de récepteurs, de pores 
et de canaux qui régulent le mouvement moléculaire et les réponses aux éliciteurs locaux et à 
long terme, notamment les hormones, les sucres, les protéines et les ARN. Les compositions de 
polysaccharides de paroi cellulaire de variétés végétales d'une espèce donnée sont 
essentiellement identiques. Cependant, des différences dans la composition en sucres ont été 
observées dans les parois cellulaires préparées à partir d'espèces différentes du même genre et de 
genres différents. Ce fait indique que la biosynthèse des polysaccharides de la paroi cellulaire est 
génétiquement régulée. De plus, il a été constaté que les parois cellulaires de différentes parties 
morphologiques (racines, hypocotyles, feuilles, tiges) de plantes spécifiques avaient une 
composition en sucres caractéristique (Renard et al., 1999).  
2.3.2.1 Les principaux constituants chimiques de la paroi végétale 
Les composants typiques de la paroi cellulaire comprennent la cellulose, les polysaccharides 
hémicellulosiques et pectiques, les protéines, les composés phénoliques et l'eau. Les principaux 





examinées de manière approfondie ces derniers temps (Rennie et Scheller, 2014 ; Kumar et al., 
2016). 
2.3.2.1.1  Les polysaccharides 
De nombreux polysaccharides sont présents au sein des parois des cellules végétales. Trois 
principales classes de polysaccharides peuvent être distinguées : la cellulose, les hémicelluloses 
et les pectines. 
 La cellulose 
La cellulose est la molécule la plus abondamment sur terre en représentant au moins la moitié de 
la biomasse. Elle présent dans les parois cellulaires primaires et secondaires, dont la structure 
fibreuse permet de maintenir l’intégrité structurelle. C’est aussi le polymère naturel le plus 
valorisé, que ce soit sous forme de fibres textiles, de papier ou à l’état modifié d’esters (acétates 
ou nitrates de cellulose) ou encore d’éthers. Ce homopolymère linéaire a pour unité de répétition 
le cellobiose, motif composé de deux D-glucopyranoses en conformation C4 liés par une liaison 
glucidique β (1→4) (Tashiro et Gakhutishvili, 2019).  
 Les hémicelluloses 
Les autres groupes abondants de polysaccharides sont l’hémicellulose qui joue divers rôles dans 
le soutien mécanique, le stockage en réserve et le développement. Les hémicelluloses sont une 
classe de polysaccharides hétérogènes plus ou moins ramifiés dont les unités osidiques sont de 
nature variée et reliées entre elles par des liaisons osidiques α ou β. Ces monomères 
essentiellement présents sous forme pyranose, sont des hexoses (glucose, galactose, mannose), 
des pentoses (rhamnose, xylose), des déoxyhexoses (rhamnose, fucose) et des acides uroniques 
(acide galacturonique, acide glucuronique) (Jin et al., 2019). Concernant la nomenclature des 
hémicelluloses, le suffixe " ane " désigne la nature polymérique de l’axe osidique, précédé 
directement par le nom de la chaîne principale.  
Les hémicelluloses présentes dans les parois végétales sont : les xyloglucanes, les xylanes, les 
mannanes (galacto-/glucomannanes), les glucuronomannanes et les glucanes mixtes. La structure 
des hémicelluloses dépend de leur origine variétale, du tissu ou du type cellulaire, de l’âge des 
cellules et de leur localisation dans la paroi secondaire. Les xyloglucanes sont les hémicelluloses 
majoritaires dans les parois primaires des Dicotylédones (Vincken et al., 1997) alors que chez les 
Monocotylédones se sont les arabinoxylanes (O’Neill et York, 2003). De même, dans les parois 





Gymnospermes. Les principaux hémicelluloses dans la paroi cellulaire des lances et de sous-
produits d’Asparagus officinalis (Rodriguez et al., 2005) sont : 
 Xylanes et Arabinoxylane 
Il s’agit d’un polymère linéaire formé d’unités D-xylopyranose liées essentiellement β-(1→4), et 
moins fréquemment β-(1→3), avec des branchements plus ou moins réguliers. Ces chaînes 
latérales contiennent souvent de l’arabinose (arabinoxylanes) et/ou de l-acide 4-O-méthyl-
glucuronique ou de l’acide glucuronique en quantité plus ou moins importante 
(glucuronoarabinoxylanes, glucuronoxylanes). 
Chez les végétaux, les xylanes sont exclusivement liées β-(1→4) et peuvent être classées en 
xylanes neutres formées uniquement de résidus de sucres neutres, ou xylanes acides renfermant, 
en plus des oses neutres, des acides uroniques (Timell, 1967 ; Song et Timell, 1971). 
 Xyloglucanes 
Les xyloglucanes constituent la famille prédominante des hémicelluloses chez les Dicots. Leur 
chaîne principale est formée de résidus glucose liés β-(1→4). Sur cette chaîne principale sont 
greffées des chaînes latérales contenant soit uniquement des résidus xylose, soit un disaccharide 
(xylose→galactose) soit encore un trisaccharide (xylose→galactose→fucose) (McNeil et al., 
1984 ; Takahisa, 1989).  
 Les pectines   
Les pectines existent principalement dans la paroi cellulaire primaire et la lamelle moyenne et 
jouent un rôle dans l'expansion, la résistance, la porosité, l'adhérence et la signalisation 
intercellulaire. Ce sont des polysaccharides chargés car riches en acide Dgalacturonique liés en α 
(1 →4), appelé acide polygalacturonique. Elles sont également composées de L-rhamnose, L-
arabinose et D-galactose. Les principaux constituants des pectines sont les homogalacturonanes 
(HGA), les rhamnogalacturonanes de type I (RG I) et de type II (RG II). Les arabinanes, 
galactanes et arabinogalactanes sont présents en quantités plus faibles.   
2.3.2.1.2  La lignine 
La lignine est, après la cellulose, le biopolymère le plus abondant sur terre et constitue entre 20 à 
30% du bois et de 12 à 20% des plantes annuelles. Du point de vue chimique, la lignine est 
constituée d'unités phénylpropane (C6-C3 ou C9). Les unités C9 sont reliées entre elles par des 





constitué de liaisons carbone-carbone (C-C). (Harkin, 1969.)   La lignine assure dans le bois et 
les végétaux ligneux la rigidité et la cohésion de la paroi cellulaire ainsi qu’une imperméabilité à 
l'eau. Elle est présente dans la paroi des fibres, dans la lamelle moyenne et les vaisseaux du 
xylème. Elle forme également une barrière physicochimique contre les attaques microbiennes 
(Mussatto et al., 2007).  La diversité des groupements fonctionnels de type hydroxyle 
(aliphatiques, phénoliques et carboxyliques) rend la lignine attrayante comme macromonomère 
pour la synthèse des polymères (Monteil-Rivera et al., 2013 ; Lora, 2008 ; Gandini et Belgacem, 
2008 ; Stewart, 2008 ; Doherty et al., 2011). Les groupements hydroxyles et les positions libres 
dans le cycle aromatique sont les fonctions les plus caractéristiques de la lignine, qui déterminent 
sa réactivité et constituent les sites réactifs pouvant être exploités en chimie macromoléculaire.   
2.3.2.1.3  Les composés phénoliques 
La plupart des composés phénoliques qui se trouvent dans la paroi cellulaire sont généralement 
attachés à la lignine et aux hémicelluloses par des liaisons esters et éthers. Du fait de la diversité 
des composés phénoliques présents, les méthodes utilisées dépendent de la nature de la matrice 
extraite (fruits, graines, feuilles ou tiges) et des mesures appliquées, soit pour protéger les 
composés phénoliques en raison de leur sensibilité à l’oxydation et à l’hydrolyse, soit par leur 
isolement par extraction (Xu et al., 2005 ; Tilay et al., 2008). Parmi les auteurs qui ont travaillé 
sur l’extraction des composés phénoliques liées à la paroi cellulaire des asperges blanches et 
vertes et de leurs sous-produits, Rodriguez et al. (2005) ont extrait les acides phénoliques liés à 
la paroi cellulaire d’Asparagus par des liaisons esters par hydrolyse alcaline à froid (NaOH 2 M, 
température ambiante, 24 h) et ceux liés par des liaisons éthers par hydrolyse alcaline à froid 
(NaOH 4 M, 121ºC, 2 h). L’action des bases a pour but d’hydrolyser les liaisons esters entre 
polysaccharides et acides hydroxycinnamiques principalement les acides p-coumarique et 
férulique (hydrolyse des liaisons esters entre unités S (sinapyle) et acide p-coumarique, et entre 
hémicelluloses et acide férulique), les liaisons hydrogènes entre les microfibrilles 
d’hémicelluloses et de cellulose, mais aussi de rompre les liaisons éthers entre les acides 
phénoliques et la lignine dans une étape d’hydrolyse supplémentaire et dans des conditions plus 
sévères. 
2.3.2.2 Activités biologiques des fibres pariétales 
Les parois cellulaires constituent la principale source de fibres alimentaires dans l'alimentation 
humaine. En général, les fibres alimentaires sont considérées comme bénéfiques pour la santé, 





composants de la paroi cellulaire/des fibres alimentaires (Araki Y. et al., 2002 ; Mitchell et 
Tiihonen, 2003). Les fibres alimentaires jouent un rôle essentiel dans la santé intestinale et 
semblent être associées à une diminution du développement des maladies coronariennes, des 
accidents vasculaires cérébraux, de l'hypertension, du diabète et de l'obésité (Willem et al., 
2010). Parmi les plus importantes propriétés fonctionnelles est la capacité de rétention d'eau 
(Cleary et Prosky, 2001). Dans l'estomac, la viscosité augmente et retarde la vidange gastrique, 
ce qui augmente la sensation de plénitude (Burton-Freeman, 2000). Cependant, les fibres 
insolubles de la paroi cellulaire ont un effet sur la consistance et le poids des selles en raison de 
la rétention d'eau, ce qui réduit le temps de transit intestinal (Montagne et al., 2003). Enfin, une 
fois dans le côlon, la fibre soluble est attaquée par la flore bactérienne subissant un processus de 
fermentation qui stimule la prolifération des cellules de la muqueuse colique agissant comme 
prébiotiques possibles. Ces effets préviennent l'apparition de la constipation, empêchant ainsi, 
dans une large mesure, l'apparition de maladies intestinales et l'apparition de cancers du côlon 
(Tabernero et al., 2007 ; Davis et Milner, 2009 ; Laparra et Sanz, 2010). 
2.3.3 Les fibres bioactives d’Asparagus comme source d’antioxydant 
Triguero asparagus sont caractérisés par des dérivés de l'acide férulique (DAF) liés en quantités 
significatives aux arabinoxylanes (hémicellulose) présents dans leur fibre (Rodríguez et al., 
2004 ; Rodríguez et al., 2005 ; Fuentes-Alventosa et al., 2009). Les DAF estérifiés aux fibres 
d'Asparagus sont impliqués dans les modifications de texture d’Asparagus pendant le stockage 
post-récolte (Rodríguez-Arcos et al., 2002 ; Rodríguez et al., 2004) mais le plus important est 
que la présence de ces DAF dans les fibres alimentaires donne une capacité antioxydante aux 
fibres d’Asparagus. Les DAF qui atteignent l'intestin sont libérés de la fibre grâce à l'action des 
estérases de la flore microbienne, restant disponibles pour être absorbés au niveau intestinal ou 
pour exercer leur potentiel antioxydant "in situ" sur la muqueuse (Itagaki et al., 2009). De plus, 
une activité biologique intéressante attribuée aux oligosaccharides fermentés (Wang et al., 2009 ; 
Napolitano et al., 2009), et leur présence en quantités suffisantes dans les fibres d'Asparagus 
pour pouvoir montrer sa capacité antioxydante in vitro, font de ces extraits naturels un 
magnifique ingrédient fonctionnel pour une formulation alimentaire enrichie en fibres. En effet, 
des études sur l'ajout de cette fibre dans le processus de production de yoghourt ont été réalisées 
(Sanz et al., 2008) et il a été prouvé qu'en plus d'être technologiquement compatibles, les yaourts 
ont obtenu une bonne qualification organoleptique. Dans le cas du maïs, des concentrations de 





2005), mais ces quantités sont très similaires à celles décrites dans le son de seigle (Zhao et 
Moghadasian, 2008) et dans le grain entier de blé (Bunzel et al., 2001). 
Depuis environ une décennie, un nouveau concept a commencé à être introduit dans la fibre, « 
fibre diététique antioxydante », qui pourrait être considérée comme un ingrédient fonctionnel 
puissant (Saura-Calixto, 1998). Comme dans les fibres alimentaires, on sait que les composés 
phénoliques sont de puissants antioxydants qui empêchent le développement de maladies 
cardiovasculaires et de cancers (Mainai et al., 2009) principalement. L'union de ces deux 
composants pourrait améliorer la qualité de la fibre produisant un effet synergique important. En 
fait, de nombreuses études ont actuellement associé des fibres alimentaires antioxydantes à la 





















Matériel & méthodes 
1 Matériel végétal 
Le materiel végétal utilisé dans cette étude correspond aux feuilles, tiges, fruits et rhizomes de 
quatre espèces spontanées du genre Asparagus, Asparagus albus L., Asparagus acutifolius L., 
Asparagus stipularis L. et Asparagus asparagoides L. La collecte d’A. acutifolius, d’A. stipularis 
et d’A. asparagoides a été effectuée durant le mois de janvier 2015 dans la région de Borj Cedria 
(Figure 2.1). Egalement, une collecte a été réalisée pour A. albus dans la région de Borj Touil 
durant la même période (Figure 2.1).  
 La région de Borj Touil du Gouvernorat de l’Ariana, située à environ 25 kilomètres au 
nord-est de Tunis. Cette zone appartient au sous étage bioclimatique Semi-aride 
Supérieur. La moyenne pluviométrique est de 450 mm par an.  
 La région de Borj Cédria du Gouvernorat de Ben Arous, située à 25 kilomètres au sud-est 
de Tunis. Cette zone appartient au sous étage bioclimatique Semi-aride Supérieur. La 











Figure 2.1.  Les quatre espèces d’Asparagus étudiées 
Matériel & méthodes 
Asparagus albus L. Borj Touil Asparagus acutifolius L. Borj Cedria 




Afin de préserver au maximum l’intégrité des molécules, le matériel végétal est sèche à une 
température ambiante et à l’abri de la lumière jusqu’à l’obtention d’une masse de matière sèche 
stable. Il a été ensuite broyé en poudre fine dans un moulin électrique.  
2  Préparation de l’extrait éthanolique 
L'extraction éthanoïque a été réalisée par traitement du matériel végétal (1g) avec 40 mL 
d’éthanol : eau (80 :20, v / v) dans un Ultraturrax (Ultra-Turrax T25, Janke & Kunkel / IKA 
Labortechnik) pendant 2 min au maximum vitesse et filtré à travers le papier filtre. Le résidu a 
été extrait à nouveau dans les mêmes conditions (Figure 2.2). Les extraits éthanoliques ont été 











Figure 2.2. Les différentes étapes de l’extraction éthanolique 
3 Extraction des acides phénoliques 
Les acides phénoliques libres de différents organes de différentes espèces d’Asparagus ont 
été étudiés. Les méthodes d'extraction ont été adaptées par Weidner et al. (1996) et Sosulski et 
al. (1982) avec les modifications suivantes : 20 ml d'extraits d'éthanol à 80% contenant des 
composés phénoliques solubles ont été concentrés à sec en utilisant un évaporateur rotatif à 35 ° 
C et 5 ml d'eau distillée ont été ajoutés. Ces solutions aqueuses ont été ajustées à pH 2 et filtrées 
à travers du papier Whatman n °. 1.  Les échantillons ont été extraits trois fois avec de l'acétate 
d'éthyle. La phase d'acétate d'éthyle a été séchée et dissoute dans 1 ml d’ethanol 80%. Les 
extraits finaux ont été conservés à -18 ° C avant l'analyse. 
Matière sèche  
Le résidu (1) Extrait éthanolique (1) 
Le résidu (2) Extrait éthanolique (2) 




Ajout de 40 ml d'éthanol 80% 
Ajout de 40 ml d'éthanol 80% 




3.1 Analyse des acides phénoliques par HPLC-MS 
L’appareil utilisé pour la séparation et la quantification des acides phénoliques est un 
chromatographe Alliance 2695 (waters) (Manchester, U.K.) comprenant une pompe quaternaire, 
un injecteur automatique et un détecteur multi-longueur d’onde à barrette de diodes Waters 996 
(Waters 996, Millipore, Manchester, U.K.). La séparation a été effectuée sur une colonne 
MEDITERRANEA SEA C18 (25 cm longueur × 4.6 mm diamètre interne., 5 μm taille des 
particules ; Teknokroma, Barcelona) à travers laquelle les solvants circulent à un débit de 1 
mL/min. Le solvant A utilisé est de l’eau milliQ à 1% d’acide formique alors que le solvant B est 
constitué d’acétonitrile à 1% d’acide formique. Ces deux solvants permettent de séparer et 
quantifier les acides phénoliques grâce à un gradient d’élution adapté (Tableau 2.1). Les 
analyses HPLC-MS sont réalisées en utilisant une source d’ionisation électrospray (ESI) en 
modes positif et négatif. Les conditions d’ionisation ont été optimisées et les paramètres suivants 
ont été retenus : l'énergie d'ionisation de 70eV, la tension de capillaire était de 3kV, la 
température de désolvatation de 120 ° C, la température de source de 80 ° C, la tension de cône 
de 12Vet et fenêtre de scan de 100-1000 m/z. 
La solution étalon de chaque composé (acide gallique, acide p-hydroxybenzoïque, acide 
vanilique, p-hydroxybenzaldéhyde, vanilline, acide caféique, acide protocatéchuique, acide 
syringique, acide p-hydroxyphénylacétique, acide p-coumarique, acide férulique, acide 
sinapique) a été préparé en dissolvant 10 mg d'étalon analytique dans 10 mL d'éthanol 80%. 
Toutes les solutions ont été stockées à 4°C. Une solution intermédiaire contenant tous les 
composés standards (62,5 μg mL-1) a été préparée dans 80% d'éthanol et les dilutions de cette 
solution ont été effectuées à différents niveaux (20, 25, 30, 35, 40, 45, 50, 55 et 60 µg/mL). La 
quantification de chaque acide phénolique ainsi que celle du témoin interne, l’acide p-
hydroxyphénylacétique, est effectuée avec un détecteur de masse grâce à l’équation de 
régression linéaire de la gamme étalon. L’acide p-hydroxyphénylacétique, acide shikimique, 
acide gallique, acide p-hydroxybenzoïque, acide vanilique, p-hydroxybenzaldéhyde, vanilline, 
acide caféique, acide protocatéchuique, acide syringique, acide p-coumarique, acide férulique, 
acide sinapique et l’acide O-coumarique sont quantifiés respectivement à m/z = 123, 173, 169, 
137, 167, 121, 151, 179, 153, 197, 163, 193, 223 et 163. Les limites de détection et de 








Tableau 2.1. Gradient d’élution HPLC-MS pour l’analyse des acides phénoliques 
 
Temps (min) 
% Solvant A 
Eau milliQ à 1% 
d’acide formique 
% Solvent B 




0.00 100 0 1 
10.00 85 15 1 
15.00 85 15 1 
20.00 85 15 1 
30.00 80 20 1 
35.00 80 20 1 
40.00 0 100 1 
45.00 0 100 1 
50.00 100 0 1 
55.00 100 0 1 
 
3.2  Validation de la méthode 
Des aliquotes de 20 µL du mélange de 14 composés standards à une concentration de 60 µg. mL-
1 ont été injectés en HPLC-MS. La figure 2.3 illustre les résultats obtenus après l’analyse avec la 
source d’ionisation (ESI) en mode négatif. L’enregistrement est fait en mode full scan. Les 








Figure 2.3. Analyse HPLC-MS des standards de composés phénoliques détectés chez les extraits 
de différentes espèces d’Asparagus. 1. ASh – acide shikimique (m / z = 174) ; 2. AG – acide 
gallique (m / z = 169); 3. AP – acide protocatechique (m / z = 153); 4. A4HB – acide 4-
hydroxbenzoïque (m / z = 137);  5. ACh – acide chlorogénique ; 6. AV – acide vanilique (m / z = 
137); 7. AC – acide caféique  (m / z = 179); 8. A-OH-B– acide OH-benzaldéhyde (m / z = 121); 
9. ASy – acide syringique (m / z = 197); 10. V– Vanilline (m / z = 151); 11. AP-C – acide P-
coumarique (m / z = 163); 12.  AT-F – acide T-ferulique (m / z = 193); 13. ASi– acide sinapique 
(m / z = 223); 14. AO-C– Acide O-coumarique (m / z = 163) 




La méthode LC – ESI – MS / MS a été développée et validée pour la quantification simultanée 
de 14 acides phénoliques dans différents organes d’Asparagus. Les paramètres de validation tel 
que le temps de rétention (TR), la masse moléculaire (MW), l’ion pseudo-moléculaire en mode 
négative (m/z) [M-H]-, l’équation de régression linéaire et la  linéarité (R2), la limite de détection 
(LOD) et la limite de quantification (LOQ) des standards sont résumés dans le tableau 4. Toutes 
les courbes d’étalonnages présentent des coefficients de corrélation (R2)> 0,96 et indiquent une 
linéarité dans les plages adoptées pour tous les composés phénoliques analysés. Les valeurs de 
LOQ et LOD obtenues dans cette étude allaient de 0,19 à 3,58 μg mL -1 et de 0,56 à 10.73 μg mL 






















Tableau 2.2. Paramètres de validation temps de rétention (R.t.), masse moléculaire (MW), ion pseudo-moléculaire en négative mode (m/z) [M-



















(μg mL−1 ) 
LOQ 
Mean ± SD 
(μg mL−1) 
1 Acide shikimique 4,42 174 169[M_H]- 20-60 y = 3,1347x + 0,1268 R² = 0,9733 0,19 0,56 
2 Acide gallique 10,15 170 169[M_H]- 20-60 y = 0,8358x + 0,3228 R² = 0,9639 0,29 0,88 
3 Acide protocatéchuique 13,1 154 153[M_H]- 20-60 y = 0,8103x + 0,0702 R² = 0,9903 3,58 10,73 
4 Acide p-hydroxybenzoïque 16,35 138 137[M_H]- 20-60 y = 1,0267x + 0,0699 R² = 0,99 3,18 9,53 
5 Acide chlorogénique 16,51 354 353[M_H]- 20-60 y = 1,7478x - 0,0161 R² = 0,9947 0,48 1,44 
6 Acide vanilique 18,37 168 167[M_H]- 20-60 y = 6,9518x - 0,0438 R² = 0,992 0,37 1,12 
7 Acide caféique 19,14 180 179[M_H]- 20-60 y = 0,7328x - 0,0176 R² = 0,9907 0,41 1,24 
8 P-hydroxybenzaldéhyde 19,76 122 121[M_H]- 20-60 y = 0,4242x + 0,0443 R² = 0,9922 1,39 4,17 
9 Acide syringique 19,45 198 197[M_H]- 20-60   y = 8,3778x - 0,128 R² = 0,9818 0,96 2,88 
10 Vanilline 23,33 152 151[M_H]- 20-60 y = 2,2785x + 0,0659 R² = 0,9935 0,23 0,68 
11 Acide p-coumarique 27,67 164 163[M_H]- 20-60 y = 0,8074x - 0,0275 R² = 0,9839 1,33 4,00 
12 Acide férulique 30,92 194 193[M_H]- 20-60 y = 1,2556x + 0,1885 R² = 0,979 0,20 0,60 
13 Acide sinapique 31,85 224 223[M_H]- 20-60 y = 1,1314x + 0,0367 R² = 0,9922 0,64 1,93 
14 Acide O-coumarique 36,81 164 163[M_H]- 20-60   y = 0,694x + 0,0126 R² = 0,9929 1,61 4,84 




4 Déterminations des aglycones 
Les aglycones (flavonoïdes libres) ont été libérés par hydrolyse acide comme suit : 2,5 g de 
matière sèche ont été extraits avec 80 ml d’EtOH à 80% comme décrit ci-dessus. Vingt 
millilitres d'HCl 6 M ont été ajoutés et la solution a été incubée pendant 2 h, à 90 ° C. L'extrait a 
été filtré sur du papier filtre et complété à 100 ml avec de l'éthanol à 80%. Les extraits ont été 
stockés à -20 ° C jusqu'à l'analyse. 
5 Analyse des flavonoides glycosylés par HPLC-DAD et HPLC-MS 
5.1. Quantification des flavonoides par HPLC-DAD 
Des analyses de flavonoïdes ont été réalisées en utilisant un système de chromatographie liquide 
Jasco (LC Net II / ADC) équipé d'un détecteur à barrette de diodes (DAD). Les flavonoïdes ont 
été séparés en utilisant une colonne analytique en phase inverse MEDITERRANEA SEA C18 
(25 cm de longueur x 4,6 mm de diamètre interne, taille de particules de 5 μm, Teknokroma, 
Barcelone, Espagne). Le solvant A utilisé correspond à de l’eau milliQ à 1% d’acide formique 
alors que le solvant B est d’acétonitrile à 1% % d’acide formique. Le gradient d’élution adapté 
est donné dans le tableau 2.3. Le débit était de 1 ml / min et la température de la colonne était de 
30°C. Les spectres de tous les pics ont été enregistrés dans la gamme de 200 à 600 nm et les 
chromatogrammes ont été acquis à 360 nm pour les flavonoïdes glycosylés et 370 nm pour leurs 
aglycones. 
Tableau 2.3. Gradient d’élution HPLC-DAD et LC-MS pour l’analyse des flavonoïdes 
 
 
L'évaluation quantitative de la teneur en flavonoïdes a été réalisée comme décrit par Fuentes-
Alventosa et al. (2007). La quantification des flavonoïdes monoglycosides (Q-3-O-gluc), des 
flavonoïdes diglycosides (rutine, nicotiflorine, narcisine) et des flavonoides triglycosides (Q-
 
Temps (min) 
% Solvant A 
Eau milliQ à 1% 
d’acide formique 
% Solvent B 




0.00 100 0 1 
20.00 80 20 1 
28.00 79 21 1 
30.00 79 21 1 
40.00 70 30 1 
45.00 0 100 1 
50.00 0 100 1 
55.00 100 0 1 
60.00 100 0 1 




triglycoside (755[M-H]-), Q-triglycoside (771[M-H]-), IR-triglycoside (769[M-H]-)  a été réalisée 
directement par HPLC-DAD en utilisant une courbe de régression en huit points dans l'intervalle 
de 0 à 250 μg. La solution étalon de chaque type de flavonoides sont de plusieurs sources : 
standards commerciaux (Q-3-O-gluc, rutine, nicotiflorine, narcisine) et composés isolés au 
laboratoire d’autres extraits de Triguero asparagus (Q-triglycoside (755[M-H]-), Q-triglycoside 
(771[M-H]-), IR-triglycoside (769[M-H]-).  
5.2 Caractérisation des flavonoïdes par HPLC-DAD-MS. 
La spectrométrie de masse a été mise en œuvre en couplage avec une séparation en HPLC, en 
vue d’obtenir des informations structurales sur les flavonoides présentes dans l’extrait. 
L’identification des composés est réalisée en analysant les ions formés par fragmentation. La 
séparation de ces flavonoïdes glycosylés a été réalisée dans les mêmes conditions de HPLC 
décrites précédemment et identifiés par leurs données de masse d’impact électronique collectées 
sur un analyseur de masse quadrupolaire (ZMD4, Micromass, Waters Inc., Manchester, U.K.). 
Les spectromètres de masse à ionisation electrospray ont été obtenus à des énergies d'ionisation 
de 50 et 100 eV (mode négatif) et 50 eV (mode positif), avec des balayages MS de m / z 100 à 
1000. La tension capillaire était de 3 kV ° C, la température de la source était de 100 ° C et la 
tension de cône de était de 12 V. Le débit était maintenu à 1 ml min-1. L'identification de ces 
composés a été réalisée en utilisant leurs temps de rétention (TR) et les données spectroscopiques 
et de spectrométrie de masse. 
6 Analyse des saponines par HPLC-MS 
La méthode d'analyse de la saponine a été développée par notre groupe de recherche et a été 
décrite précédemment en détail par V'azquez-Castilla et al. (2013a). L’appareil utilisé pour la 
séparation et la quantification des saponines est un système HPLC Alliance 2695 (waters) 
(Manchester, U.K.) équipé d'une colonne analytique en phase inverse de type Mediterranea sea 
C18 (25 cm longueur × 4.6 mm diamètre interne. 5 μm taille des particules ; Teknokroma, 
Barcelona). Le solvant A utilisé correspond à de l’eau milliQ à 1% d’acide formique alors que le 
solvant B est d’acétonitrile à 1% % d’acide formique. Le gradient d’élution adapté est donné 
dans le tableau 2.4. La fin de la colonne était connectée directement à un détecteur à barrette de 
diodes (DAD) (diode array detector) (Waters 996, Millipore, Manchester, U.K.), et ensuite, le 
flux dans la MS a été régulé en utilisant un split (débit: 0,3 ml / min).  












saponines ont été détectées en utilisant leurs données de masse d'impact électronique collectées 
sur un analyseur de masse quadrupolaire (ZMD4, Micromass, Waters Inc., Manchester, U.K.). 
Les spectromètres de masse à ionisation electrospray ont été obtenus à des énergies d'ionisation 
de 50 et 100 eV (mode négatif) et 50 eV (mode positif), avec des balayages MS de m / z 400 à 
1500. La tension capillaire était de 3 kV ° C, la température de désolvatation était de 200 ° C; la 
température de la source était de 100 ° C et Tension de l'extracteur de était de 12 V.  
La quantification des saponines stéroïdiennes a été réalisée par la méthode de l'étalonnage 
externe. Parmi les différentes saponines qui ont été décrites chez Asparagus, les deux seuls 
standards que nous avons pu trouver sur le marché sont la protodioscine, saponine stéroïdienne 
de type furostanol dérivée de la diosgénine et la châtavarine IV, saponine stéroïdienne de type 
spirostanol dérivée de la sarsasapogénine. Leur pureté était supérieure à 98% et a été contrôlée 
par HPLC-ELSD, HPLC-UV et RMN conformément au certificat d’analyse du vendeur. 
Pour chaque standard, 10 dilutions de 0 à 500 μg / mL ont été préparées et injectées dans le 
système LC-MS. leurs chromatogramme ionique sélectionné correspondant à son ion 
moléculaire en mode négatif à 100 V a été intégré et la surface du pic a été tracée en fonction de 
la concentration et soumise à une analyse de régression.  
La protodioscine et la shatavarine représentent deux composés structurellement différents. 
Cependant, il est remarquable que, dans les conditions de travail, ils ont le même facteur de 
réponse. Étant donné que les nouvelles saponines détectées dans les différents organes des 
différentes espèces d’Asparagus sont structurellement liées aux deux standards utilisees, il 
semble raisonnable d’expecter le même facteur de réponse pour tous les pics de saponine trouvés 
dans les extraits des différentes espèces d’Asparagus. 
 
Temps (min) 
% Solvant A 
Eau milliQ à 1% 
d’acide formique 
% Solvent B 




0.00 80 20 1 
30.00 70 30 1 
60.00 0 100 1 
70.00 0 100 1 
75.00 80 20 1 
80.00 80 20 1 




Pour les deux standard, la limite de détection (LOD) a été définie comme concentration 
d'échantillon la plus faible pouvant être détectée (rapport signal sur bruit = 3). La limite de 
quantification (LOQ) a été définie comme la concentration d'échantillon la plus faible pouvant 
être déterminée quantitativement avec précision et exactitude (rapport signal sur bruit = 10).  
6.1 Caractérisation chimique des saponines  
6.1.1  Purification et isolement des saponines 
10 mL de l’extrait éthanolique des diffèrent organes des différentes espèces d’Asparagus ont été 
évaporées par un évaporateur rotatif et redissout dans 1 ml d'eau Milli-Q et chargé dans une 
cartouche Sep-Pak C-18 préalablement activée avec 10 ml d'EtOH à 96% et lavé avec 10 ml 
d'eau Milli-Q. La cartouche a été éluée avec des pourcentages croissants d'éthanol dans un 
mélange eau : eau (20 ml), EtOH à 20% (20 ml), EtOH à 40% (20 ml) et EtOH à 96% (20 ml). 
La fraction à 40% d'EtOH, qui contient des saponines, a été lyophilisée et stockée à -20 ° C 
jusqu'à une analyse ultérieure. La fraction de saponines a été soumise de manière répétée à une 
chromatographie liquide à haute performance en phase inverse préparative, sur une colonne de 
ODS (Shimadzu Prep K, 2,0 x 25,0 m), éluée avec du rapport ACN : H2O (1 : 1 v / v) à un débit 
de 20 ml min-1 pour l’isolement des différentes saponines. 
6.1.2 Détermination de la nature de l’aglycone. 
6.1.2.1 Hydrolyse acide des fractions saponines 
1 mg de la fraction saponine sont hydrolysés par 2 ml d’une solution d’acide sulfurique 1M en 2-
propanol 70% dans un tube en verre scellé pendant 2 heures à l’étuve à 100°C. Apres Hydrolyse, 
de cholestérol (50 µg) a été ajouté en tant qu'étalon interne. L’aglycone libéré est extrait à 3 ml 
H2O et à 3 reprises par 10 ml de dichlorométhane. Le mélange a ensuite été centrifugé et le 
surnageant a été collecte dans un nouveau tube en verre. La phase dichlorométhane a été lavée 2 
fois avec 1 ml NH4OH. Le dichlorométhane collecté a été évaporé à sec dans un évaporateur 
rotatif, et les échantillons ont été dissous dans 200 µl de dichlorométhane (Figure 2.4).  
Les échantillons ont été analysés par GC-MS en comparaison avec des échantillons authentiques 






















Figure 2.4. Les différentes étapes de l’hydrolyse acide des fractions saponines 
 





Matériel & méthodes 
100ºC,2h 
Traitement avec 2 ml de H2SO4 1M en 2-
propanole 70% 
On ajoute 3 ml H2O + (3 ml CH2Cl2 ˟ 3 fois) 
On prend CH2Cl2 phase (6 ml) 
On ajoute (1 ml NH4OH 1M ˟ 2 fois) 
On prend CH2Cl2 phase  
On ajoute 1 ml CH2Cl2 
GC-MS 





6.1.2.2 Détermination de la nature des sucres 
La composition glycosidique des différentes saponines isolées a été déterminée par hydrolyse 
acide avec de l'acide trifluoroacétique 2 N (Sigma-Aldrich, Chemie GmbH, Steinheim, 
Allemagne) (121 ° C, 1 h) (Ruiter et Burns, 1987), dérivatisation en acétates d'alditol et 
identification par chromatographie en phase gazeuse (Englyst et Cummings, 1984). L-rhamnose 
(Rha), D-fucose (Fuc), L-arabinose (Ara), D-xylose (Xyl), D-mannose (Man), D-galactose (Gal) 
et D-glucose (Glc) ont été identifiés. Le myo-inositol a été utilisé comme étalon interne. 
7 Fractionnement et purification des extraits éthanoliques des rhizomes d'Asparagus 
Les composés bioactifs solubilisés dans l'extrait éthanolique sont fractionnés par 
chromatographie d'adsorption sur une colonne PVC, remplie d'une résine échangeuse d'ions, 
dans ce cas Amberlite XAD-16. Les dimensions de la colonne ont été de 10 cm de haut x 3.5 cm 
de diamètre interne donc le volume de colonne est de 100 mL. Suite à cette conception à l'échelle 
pilote, 400 mL de l’extrait éthanoïque des rhizomes des différentes espèces d’Asparagus avec 
une concentration finale de 12.5 mg/mL ont été évaporées. Après évaporation de l’éthanol, 
l’extrait aqueuse restant a été chargé dans une colonne de résine XAD16, préalablement activée 
avec de l’éthanol 96% et équilibrée avec de l'eau, puis séparés en fonction de leur polarité 
différente. Après l'injection de l'échantillon, la première étape de fractionnement consiste en un 
lavage avec 200 mL d'eau (deux volumes de colonne), en mesurant la concentration en composés 
phénoliques et en saponines pour chaque 50 mL d'élution, et en vérifiant leur conservation dans 
la colonne. Il s’agit de la fraction aqueuse FOS. 
La deuxième étape implique l'élution des composées phénoliques, en utilisant 400 mL (4 
volumes de colonne) d’éthanol : eau 20% (Il s’agit de la fraction FAP), et aussi, l’élution des 
saponines avec 400 mL (4 volumes de colonne) d’éthanol : eau 80% (il s’agit de la fraction FS).  
La fraction aqueuse FOS contient des fructo-oligosaccharides (FOS), tandis que la fraction FAP 
contient les acides phénoliques et la fraction FS contient les saponines. 
7.1 Estimation enzymatique de la teneur en fructanes 
La quantité totale de fructanes dans la fraction FOS obtenue à partir des rhizomes des différentes 
espèces d'Asparagus a été déterminée en utilisant un kit Megazyme (K-Fruc). Le protocole du 
Kit de dosage a été suivi sans aucune autre modification. Les détails pour le protocole sont 
disponibles sur http://www.megazyme.com/downloads/en/data/K-FRUC.pdf.  




La teneur totale en fructane dans la fraction FOS exprimé en g/100g (%) a été déterminée par 
cette méthode. 
7.2  Quantification des acides phénoliques et des saponines 
Les teneurs en acides phénoliques dans la fraction F2 ont été déterminées comme décrit 
précédemment dans la section 3.1. Les saponines stéroïdiennes dans la fraction F3 ont été 
quantifiées en utilisant la méthode décrite par Fuentes Alventosa et al. (2013a et b). 
8  Etude des activités biologiques 
8.1 Détermination de l’activité antioxydante  
Le pouvoir antioxydant ne peut être mesuré qu’indirectement à partir de ses effets. La 
plupart des méthodes de mesure de l’activité antioxydante sont basées sur l’utilisation de 
systèmes générant des radicaux très variés. Ce sont principalement des méthodes dites 
«d’inhibition» dans lesquelles une espèce chimique capable de générer des radicaux libres est 
utilisée avec une substance capable de détecter ces espèces. L’échantillon dont on souhaite 
mesurer son pouvoir antioxydant est capable d’inhiber la génération des radicaux. 
8.1.1  Mesure du pouvoir anti-radicalaire par le test DPPH• (2,2-diphenyle-1-
picrylhydrazyle) 
L’activité anti-radicalaire vis-à-vis du radical 2,2-diphényl-1-picrylhydrazyl (DPPH•) a 
été évaluée à l’aide d’une méthode colorimétrique. En effet, à température ambiante et en 
solution, le radical DPPH• présente une coloration violette intense dont le passage à la forme non 
radicalaire, après saturation de ses couches électroniques, s’accompagne de la disparition de la 








Figure 2.6. Mécanisme réactionnel intervenant lors du test DPPH• entre l‘espèce radicalaire 








La diminution de l’intensité de la coloration est suivie par spectrophotométrie à λ = 490 nm. Elle 
rend, ainsi, compte du pouvoir piégeur des molécules étudiées vis-à-vis du DPPH (Rodríguez et 
al., 2005) 
 Préparation de la solution DPPH 
Le DPPH, est solubilisé dans du MeOH absolu pour en avoir une solution mère de 3.8 mg/50 
mL, la solution a été stockée dans l'obscurité avant l'utilisation. 
 Test DPPH• des extraits 
Pour la détermination de l'activité antiradicalaire des extraits, un lecteur de microplaque 
(modèle 550 de Bio-Rad, Hercules, CA) a été utilisé (Rodríguez et al., 2005a). Des aliquotes de 
5 μL de chaque extrait et leurs dilutions et 195 μL de la solution de DPPH• ont été placés dans 
chaque puits de la microplaque en triple exemplaire. Pour chaque échantillon, un blanc avec du 
méthanol au lieu de la solution de DPPH • a été inclus. Le 100% d'oxydation est faite avec du 
solvant d’extraction et de la solution de DPPH•.  Les mélanges réactionnels sont incubés pendant 
30 min à température ambiante dans l'obscurité. La lecture de l’absorbance a été faite à 490 nm. 
Pour chaque extrait, la diminution de l'absorbance (exprimée en pourcentage de l'absorbance 
initiale) a été tracée en fonction de la concentration de la solution antioxydante dans le mélange 
réactionnel. La concentration efficace CE50, qui représente la quantité d'antioxydant nécessaire 
pour diminuer l'absorbance initiale de 50%, a été calculée à partir d'une courbe d'étalonnage par 
régression linéaire pour chaque solution antioxydante. La CE50 a été exprimée en termes de 
concentration d'extrait (mg / ml). Plus la CE50 est faible, plus la capacité antiradical est élevée, 
pour des raisons de clarté, l'activité a été exprimée en millimoles de capacité antioxydante 
équivalente de Trolox (TEAC) par kilogramme d'échantillon au moyen d'une courbe dose-
réponse pour Trolox. 
8.1.2 Mesure du pouvoir anti-radicalaire par le test ABTS+• 
Le radical cation ABTS+• (l’acide 2,2’-azinobis (3-éthylbenzothiazoline-6sulfonique)) est 
stable sous sa forme libre. L’addition d’un antioxydant à une solution de ce radical cation 
entraîne sa réduction et une diminution de l’absorbance (Figure 2.7). Cette diminution dépend 
















Figure 2.7. Réaction de réduction d’ABTS (MARC et al., 2004). 
 Préparation de la solution radicalaire ABTS+•  
Le cation ABTS+• est généré en mélangeant 5 mL de 7 mM de sel ABTS (19.2 mg en eau 
milliQ) avec 2.45 Mm (16.6 mg) de persulfate de potassium (K2S2O8) dans 25 ml d'eau distillée 
suivi d’une incubation 16h à température ambiante. 200 µL de la solution radicalaire ABTS+• est 
diluée en 8 mL d’EtOH 80% pour obtenir une absorbance de 0.7 ± 0.02 à 734 nm.87 
 Test ABTS°+ des extraits 
Le test ABTS a été réalisé selon la méthode de Gonçalves et al. (2009). Ce test est basé sur le 
piégeage du radical ABTS (ABTS•+) par des antioxydants par rapport à la puissance 
antioxydante de Trolox qui est utilisée comme standard (water-soluble α-tocopherol analogue). 
Des aliquotes de 13 μL de chaque extrait et de leurs dilutions ont été ajoutées à 187 μL de la 
solution ABTS•+ dans une microplaque de 96 puits en triple exemplaire. Pour chaque échantillon, 
un blanc contenant de l'éthanol 80% au lieu de la solution ABTS• + a été inclus. 100% 
d'oxydation est faite avec du solvant d’extraction et de l'ABTS.  Les mélanges réactionnels sont 
incubés pendant 6 min à température ambiante dans l'obscurité. La lecture de l’absorbance à 750 
nm se fait grâce à un lecteur de microplaque. Les résultats ont été exprimés comme la moyenne 
des rapports des pentes des droites obtenues pour chaque échantillon avec Trolox. Les résultats 
ont été exprimés en termes de millimoles de capacité antioxydante équivalente (TEAC) de 
Trolox par kilogramme d'échantillon. 
 




8.1.3 Mesure du pouvoir antioxydant par le test FRAP 
Le pouvoir antioxydant des échantillons est déterminé grâce au test FRAP (Ferric 
Reducing Antioxidant Power). Une modification de Psarra et al. (2002) méthode a été utilisée. 
FeCl3 a été utilisé comme oxydant. L'ion Fe2+ produit à partir de la réaction d'oxydo-réduction 
forme un produit coloré avec le 2,2'-dipyridyle. Pour la détermination du pouvoir réducteur des 
extraits, un lecteur de microplaques a été utilisé. Dix microlitres de chaque extrait, et de leurs 
dilutions et 10 µl de FeCl3 (6 mM : 24.5 mg/ 25 mL de l’acide citique) préparé dans une solution 
de l'acide citrique (5 Mm : 26.2 mg/100 mL eau distillée) ont été placés dans chaque puits de la 
microplaque en triple exemplaire. Pour chaque échantillon, un blanc contenant 10 µL de l’acide 
citrique au lieu de la solution FeCl3 a été inclus. En plus, 100% d'oxydation est faite avec du 10 
µL du solvant d’extraction et de 10 µL FeCl3. Après la dosification, la microplaque a été incubée 
pendant 20 min à 50 ° C dans un four. Ensuite, 180 µL de solution de dipyridyle à (5 g / L : 0.5g/ 
100 mL de l'acide trichloroacétique) préparé dans une solution de l'acide trichloroacétique à 
1,2% (1.2g/ 100 mL eau distillée) ont été ajoutés à chaque puits. Par la suite, Les mélanges 
réactionnels sont incubés pendant 30 min à température ambiante dans l'obscurité et la lecture de 
l’absorbance a été programmée à 490 nm.  
Les résultats obtenus sont exprimés en millimoles équivalent de Trolox par kilogramme 
de matière sèche (mmolTrolox /Kg de MS) en utilisant l’équation de la régression linéaire de la 
courbe d’étalonnage de Trolox. 
8.2 Effet anticancéreux  
8.2.1 Conditions de la culture cellulaire 
Afin d’évaluer l’activité anticancéreuse des extraits, des cellules normales et 2 lignées de 
cellules tumorales sont utilisées : 
 Les cellules normales (cellules mononuclées du sang périphérique (PBMC)). 
 HepG2, lignée cellulaire du cancer hépatique (human hepatoma cell line). 
 HCT-116, lignée cellulaire d’adénocarcinome du colon (human colon adenocarcinoma 
cells). 
Ces cellules se développent régulièrement dans une atmosphère saturée en humidité contenant 5 
% de CO2 à 37°C et dans un milieu de culture McCoy’s 5A, pour HCT-116, DMEM (Dulbecco's 
Modified Eagles Medium), pour HepG2 et RPMI-1640 pour PBMC. Le milieu de culture utilisé 
pour le développement de HepG2 et HCT-116 doit contenir 10 % du Sérum de veau fœtal  (SVF) 




inactivé pendant 1 heure dans un bain-marie à 56°C. Les deux milieux contiennent également de 
la 100 de streptomycine. (100 µg/ml) et de la pénicilline (100 U/ml). 
8.2.2 Isolement et culture des cellules PBMC  
La cytotoxicité des extraits sur les cellules cancéreuses a également été évaluée vis a vis 
des cellules mononuclées du sang périphérique humain (PBMC) isolées à partir du sang 
périphérique des donneurs de sang sains. L'échantillon de sang a été dilué avec le même volume 
de phosphate Buffer saline PBS. La séparation des cellules sanguines a été réalisée en utilisant 
une centrifugation par densité. En bref, l’échantillon de sang dilué a été soigneusement déposé 
sur Ficoll-Paque Plus. Le mélange a été centrifugé à 400 x g pendant 40 min à une température 
de 18 à 20 ° C. La couche de lymphocytes non perturbée a été soigneusement transférée dans un 
nouveau tube Falcon. Les lymphocytes ont été ensuite lavés 2 fois avec PBS (3 fois le volume de 
lymphocytes). Enfin, les lymphocytes obtenus ont été suspendus avec un milieu de culture 
RPMI-1640 qui contient successivement 10 % du Sérum de veau fœtal (SVF) inactivé pendant 1 
heure dans un bain-marie à 56°C, de streptomycine. (100 µg/ml) et de la pénicilline (100 U/ml). 
Le comptage des cellules et l’évaluation de la cytotoxicité a été déterminé selon les méthodes 
décrites en 8.2.5 et 8.2.6. Les concentrations des fractions phénols, saponines et FOS utilisées en 
MTT test sont illustrées dans le Tableau 2.5. 
Tableau 2.5. Les différentes concentrations des fractions actives utilisées pour MTT test sur les 





8.2.3 Congélation/Décongélation des lignées tumorales 
Les cellules cancéreuses sont conservées dans un milieu de conservation dans une 
ampoule qui contient 1 ml de la suspension cellulaire. Le milieu de conservation est composé de 
40 % (V/V) de milieu de culture complet, 50 % (V/V) de SVF et 10 % de DMSO (V/V), utilisé 
pour son effet cryoprotecteur. Ensuite, l’ampoule est conservée à - 80°C pendant 48 heures, puis 
dans l’azote liquide à - 196°C.   
 
 Concentration µg/mL 
Les acides phénoliques 0 25 50 75 100 150 200 
Les saponines 0 25 50 75 100 150 200 
Les FOS 0 25 50 75 100 150 200 




La décongélation des cellules cancéreuses commence par l’incubation de l’ampoule dans un 
bain-marie à 37°C pour une décongélation rapide car la décongélation lente provoquera un 
contacte lent avec le DMSO qui est cytotoxique à température ambiante. Ensuite, le contenu de 
l’ampoule est transféré vers un tube de 15 ml contenant 7 ml de milieu de culture complet froid 
et est homogénéisé délicatement. Puis, une centrifugation est pratiquée pendant 5 minutes à 1000 
rpm et les cellules sont suspendues dans 5 ml du milieu de culture complet. Un léger tapotage du 
fond du tube est effectué pour remettre en suspension le culot. Les cellules sont transférées vers 
des flacons de culture, et incubées à 37°C dans une atmosphère saturée en humidité contenant 5 
% de CO2. 
8.2.4  Passage des lignées tumorales 
Après 24 heures de culture des cellules, un contrôle quotidien de leur état est nécessaire afin de 
s’assurer que la culture n’a pas été contaminée durant le processus de congélation/décongélation, 
ainsi que pour vérifier leur confluence et leur viabilité. Si leur confluence est adéquate un 
passage des cellules est réalisé avec une fréquence de 72 heures pour HepG2 et MCT-116. 
Le passage des cellules doit se faire sous la hôte et il consiste à l’aspiration de l’ancien milieu de 
culture et lavage des cellules par 6 mL du PBS (phosphate Buffer saline). Puis, le milieu contient 
l’ABS est aspire et 3 mL de la trypsine sont additionnés et les cellules sont incubées pendant 5 à 
7 minutes à 37°C. Après détachement des cellules de la surface de la boite de culture, un volume 
de 6 ml du milieu de culture est ajouté et une homogénéisation est pratiquée pour bien séparer les 
cellules encore en agrégats. Après comptage et dilution convenable, les cellules sont transférées 
dans un nouveau flacon. Une homogénéisation est pratiquée pour répartir uniformément les 
cellules. Le reste des cellules est centrifugé, le milieu est éliminé, puis 1 ml du milieu de 
congélation est ajouté. Ensuite, les ampoules sont congelées rapidement à - 80°C pendant 48 
heures puis dans l’azote liquide à - 196°C. Les cellules cancéreuses doivent subir 2 passages 
avant d’être utilisées dans les expérimentations.      
8.2.5 Comptage des cellules 
La détermination du nombre cellulaire est une étape nécessaire qui précède chaque expérience. 
La méthode du bleu de trypan a été utilisée pour faire le dénombrement des cellules cancéreuses. 
Cette méthode permet de distinguer entre les cellules vivantes qui apparaissent claires entourées 
d’un halo bleu, et les cellules mortes qui apparaissent totalement bleues. Pratiquement, un 
volume de 20 µl de la suspension cellulaire est mélangé avec 20 µl de la solution du bleu de 
trypan 0,4 %.  




Puis, les 2 chambres de l’hémocytomètre sont remplies et les cellules sont comptées à l’aide d’un 
microscope à phase inverse sous un objectif X10. Le nombre de cellules est déterminé selon la 
formule suivante :   
Concentration cellulaire par ml = nombre de cellules par carré Х facteur de dilution Х104 
8.2.6 Evaluation de la cytotoxicité : Test de viabilité par MTT 
Le test est basé sur la transformation d’un sel de tetrazolium [3-(4,5-diméthylthiazol-2-





En bref, le cycle tétrazolique, que le MTT contient, est réduit par la succinate 
déshydrogénase mitochondriale des cellules vivantes actives, en formazan. La couleur du milieu 
passe alors du jaune au bleu violacé. L’intensité de cette coloration est proportionnelle au 
nombre de cellules vivantes présentes lors du test mais aussi à leur activité métabolique. 
Les cellules de cancer du côlon humain HCT-116 et des cellules du cancer hépatique 
HepG2, ont ensemencées au jour J0 dans des plaques de 96 puits dont 200 µL de suspension 
cellulaire par puit (à raison de 12 000 cellules / mL de milieu de culture) et incubées durant 24 
heures pour assurer une adhésion adéquate des cellules. Apres 24h, l’ancien milieu de culture est 
aspiré et la préparation des différentes concentrations à partir d’une solution mère. Les extraits 
éthanolique, les fractions FOS, phénols et saponines ont été ainsi mis en contact avec les cellules 
à différentes concentrations illustre dans les tableaux 2.6, 2.7, 2.8 et 2.9, et remises en 
incubation pendant 24 et 48 heures pour les extraits éthanoliques et les fractions FOS et phénols. 
Alors que pour les fractions saponines, les périodes de traitement sont de 4h, 8h, 16h et 24h. 
Le rangée 1 de la plaque ont servi de contrôles et ne contenaient donc que des cellules vivantes. 
Après incubation, MTT dissout dans du PBS à une concentration de 0,5 mg/mL est introduit 
dans les 96 puits (100 µL) après avoir versé le surnageant. Les plaques ont été incubées pendant 
3 heures puis débarrassées de leur surnageant. 100 µL de DMSO ont été introduits dans les puits 
 




afin de dissoudre les cristaux de Formazan. Les plaques ont été agitées pendant environ 30 
minutes puis lues au spectrophotomètre à 570 nm et une longueur de référence de 630.  
Tableau 2.6. Les différentes concentrations des extraits éthanoliques utilisées pour MTT test sur 
la lignée de cellule HCT-116 
 
Tableau 2.7. Les différentes concentrations des différentes fractions purifiées pour les 
différentes espèces d’Asparagus pour MTT test sur la lignée de cellule HCT-116 
 
Concentration µg/mL 
FOS 0 25 75 100 150 200 
Les acides phénoliques 0 25 75 100 150 200 





  Concentration µg/mL 
A. albus Rhizome 0 10 20 30 50 100   
Feuille 0 30 62.5 150 312 469 625 938 
Fruit 0 30 62.5 150 312 469 625 938 
Tige 0 30 62.5 150 312 469 625 938 
A. acutifoluis Rhizome 0 30 60 150 300 600   
Feuille 0 30 60 150 300 600   
Fruit 0 30 60 150 300 600   
Tige 0 30 60 150 300 600   
A. stipularis Rhizome 0 10 20 30 50 100   
Feuille 0 30 62.5 150 312 469 625 938 
Fruit 0 30 62.5 150 312 469 625 938 
Tige 0 30 62.5 150 312 469 625 938 
A. asparagoides Rhizome 0 30 62.5 150 312 469 625 938 
Feuille 0 10 20 30 50 100   
Tige 0 30 62.5 150 312 469 625 938 




Tableau 2.8. Les différentes concentrations des extraits éthanoliques utilisées pour MTT test sur 
la lignée de cellule HepG2 
 
Tableau 2.9. Les différentes concentrations des différentes fractions utilisées pour MTT test sur 
la lignée de cellule HepG2. 
 
Concentration µg/mL 
FOS 0 25 75 100 150 200 
Les acides phénoliques 0 25 75 100 150 200 




 Concentration µg/mL 
A. albus Rhizome 0 10 20 30 50 100 
Feuille 0 10 20 30 50 100 
Fruit 0 10 20 30 50 100 
Tige 0 10 20 30 50 100 
A. acutifoluis Rhizome 0 30 60 150 300 600 
Feuille 0 30 60 150 300 600 
Fruit 0 30 60 150 300 600 
Tige 0 30 60 150 300 600 
A. stipularis Rhizome 0 10 20 30 50 100 
Feuille 0 10 20 30 50 100 
Fruit 0 10 20 30 50 100 
Tige 0 10 20 30 50 100 
A. asparagoides Rhizome 0 10 20 30 50 100 
Feuille 0 10 20 30 50 100 
Tige 0 10 20 30 50 100 




8.3 Traitement de l’obésité par l’inhibition de la lipase pancréatique 
Les lipases sont des estérases qui se trouvent principalement dans le suc pancréatique. 
Elles sont spécialisées dans la transformation des triglycérides (composés de trois molécules 
d’acides gras reliés à une molécule de glycérol) en glycérol et en acides gras. En effet, La 
digestion des lipides requiert l’intervention des acides biliaires et de leurs sels pour émulsionner 
les gouttelettes de lipides qui seront ensuite hydrolysées principalement par le suc pancréatique 
et à moindre mesure par les lipases présentes dans le suc gastrique. Parmi diverses lipases, la 
















Figure 2.8. Mécanisme d’action de l’orlistat (Faure, 2014). 
Le glycérol et l’acide gras libérés après l’hydrolyse de graisses par la lipase pancréatique 
pourront être absorbés par l’intestin grêle et utilisés par l’organisme pour lui fournir de l’énergie. 
Une cible importante pour le traitement de l'obésité comprend le développement d'inhibiteurs de 
la digestion et de l'absorption des nutriments (Foster-Schubert et Cummings, 2006). L'inhibition 
de la lipase pancréatique (LP) et la réduction associée de l'absorption des lipides constituent une 




approche intéressante pour la découverte d'agents puissants dans le traitement de l'obésité (Slanc 
et al., 2009). L'orlistat est le seul médicament commercialisé pour le traitement de l’obésité. Il 
est un inhibiteur spécifique des lipases gastro-intestinales. C’est un dérivé hydrogéné et stabilisé 
de la lipstatine, bloqueur naturel des lipases. En effet, l’orlistat forme une liaison covalente avec 
le site sérine actif des lipases pancréatiques. Cette liaison irréversible ralentit la catalyse de 
l’hydrolyse des triglycérides alimentaires. L’activité des lipases se trouve bloquée pour un temps 
supérieur au temps de transit physiologique des lipides dans la lumière intestinale. L’activité de 
l’orlistat est périphérique. Elle se limite à la paroi gastro-intestinale. Sa résorption digestive très 
faible explique l’absence d’action de l’orlistat sur les lipases autres que pancréatiques et 
gastriques. L’excrétion de l’orlistat est fécale à 97%, dont 83% sous forme inchangée. Pour 
trouver de nouveaux composés ayant une activité inhibitrice du PL, plusieurs espèces de plantes, 
bactéries, champignons et espèces marines ont été criblées (Liu et al., 2006 ; Bitou et al., 1999). 
La figure 2.8 illustre le mode d’action de l’orlistat comme un agent anti-obésité. 
 Effet inhibiteur de l’activité de la lipase pancréatique. 
La lipase pancréatique joue un rôle important dans le métabolisme des lipides. Elle est l’un 
des modèles les plus utilisés pour l’évaluation de l’efficacité de produits naturels en tant 
qu’agents anti-obésité (Lee et al., 2011). La mesure de l’activité inhibitrice de la lipase 
pancréatique par les différents extraits étudiés ainsi que l’orlistât (le contrôle positif) est réalisée 
avec 200 µl de volume réactionnel. La P-NPP (p-nitrophénylpalmitate) a été utilisée comme 
substrat avec un tampon de réaction de 100 mM Tris-HCl, CaCl2 5 mM à pH = 7. Puis des 
concentrations croissantes de divers extraits et de l’orlistât ont été mélangées avec l'enzyme 
lipase (20 mg / ml dans du tampon TRIS) et incubées pendant 30 minutes à 37 ° C. Puis 20 μL 
de la solution de substrat [p-NPP 10 mM (p-nitrophénylpalmitate) préparé dans du 
diméthylformamide] ont été ajoutés. L’activité de la lipase pancréatique a été déterminée en 
mesurant l'hydrolyse de p-NPP en p-nitrophénol à 415 nm en utilisant un lecteur ELISA. 
Le pourcentage d’inhibition de l’activité de la lipase pancréatique est calculé en utilisant la 
formule suivante : 
%I = (A – B) / A x 100 
 
 





- %I : Pourcentage d’inhibition de la lipase ; 
- A : Activité de la lipase dans la solution de réaction sans l’extrait ; 
- B : Activité de la lipase incubée avec l’extrait. 
 
Les mesures ont été effectuées en triple et la CI50 (concentration inhibitrice à laquelle 50% 
d'inhibition de l'activité enzymatique se produit) a été déterminée en effectuant l'essai comme ci-
dessus avec des concentrations variables des extraits. Les valeurs de CI50 ont été déterminées à 
partir des courbes de pourcentage d'inhibition en fonction de concentration. 
9  Isolement et caractérisation des parois cellulaires des rhizomes des différentes espèces 
d’Asparagus 
9.1  Isolement  
Pour préserver la paroi cellulaire des rhizomes nous avons utilisé la méthode décrite par 
Rodriguez et al. (2005) avec quelques modifications pour l’isolement de la paroi cellulaire 
(CWM) des rhizomes de différentes espèces d’Asparagus. Pour cela, 10 g de rhizomes secs 
d’Asparagus étant mélangé avec 150 ml de 50 mmol L-1 de tampon phosphate de sodium, pH 7, 
contenant 5 mmol L-1 de Na2S2O5 pendant 5 min à 4 ° C. L'homogénat a été filtré à travers un 
filtre en nylon et le résidu a été lavé exhaustivement dans de l'eau, puis mélangé pendant 3 
minutes à 4 °C avec 1000 ml de dodécylsulfate de sodium (SDS) 15 gL-1 contenant 5 mmol L-1 
de Na2S2O5. Le mélange a été filtré et le résidu, après avoir été lavé avec de l'eau, a été mélangé 
pendant 18 h à 4 ° C avec 5 gL-1 de SDS, contenant 3 mmol L-1 de Na2S2O5. Le résidu obtenu a 
été encore extrait avec de l'éthanol chaud pour éliminer tout composé phénolique soluble dans 
l'alcool, lavé trois fois avec de l'acétone et ensuite séché à l'air libre. Cette méthode nous permet 
d’obtenir la paroi cellulaire exempte de contamination cytoplasmique, avec une dégradation 





























Figure 2.9. Schéma suivi pour la préparation du matériau de la paroi cellulaire (CWM) à partir 
du rhizome de différentes espèces d'Asparagus. 
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9.2 Analyse de polysaccharides 
9.2.1 Détermination des monosaccharides constitutifs de la paroi cellulaire 
La composition glycosidique de la paroi cellulaire des rhizomes des différentes espèces 
d’Asparagus, a été déterminée selon les méthodes décrites par Ruiter et Burns, (1987) et Englyst 
et Cummings, (1984). Pour le faire, trois étapes ont été suivis : 
Hydrolyse 
A 2 mg de la paroi cellulaire isolée en présence de 25 µg de myo-inositol utilisé comme étalon 
interne, sont ajoutés 250 µl de TFA 2 N. Puis le tube est fermé et placé dans un bain à sec porté à 
120°C pendant 2 heures. Le surnageant est ensuite récupéré avec une pipette pasteur et filtrer à 
travers une petite quantité de laine de verre. Le résidu est lave trois fois avec du méthanol. Les 
filtrats sont mélangés avec le surnageant initial. Le surnageant est ensuite évaporé sous azote. 
Réduction 
Aux tubes secs provenant de l'hydrolyse de polysaccharides, on ajoute 200 µl d'hydroxyde 
d'ammonium 2N, puis autres 200 µl d'hydroxyde d'ammonium 2N contenant 10 mg / ml de de 
borohydrure de sodium.  La solution est agitée au vortex puis portée à 40°C pendant 60 minutes. 
Après refroidissement du tube, de l'acide acétique glacial est additionné goutte à goutte jusqu'à 
l'arrêt de l'effervescence. Les agents réducteurs sont alors éliminés par 3 co-distillations avec le 
mélange méthanol:acide acétique (1 :9) suivies de 3 co-distillations avec du méthanol. 
O-acétylation  
120 µl de N-méthylimidazole et 600 µl d'anhydride acétique sont ajoutés à l'échantillon. Le tube 
est laisse réagir 10 minutes à température ambiante. La réaction est arrêtée en ajoutant 2 ml de 
dichlorométhane et 5 ml d'eau distillée, le mélange est agité et centrifugé et la phase aqueuse est 
jetée. L'opération de lavage à l'eau est répétée deux fois.  Après évaporation de la phase 
dichlorométhane sous jet d'azote, les acétates d'alditol partiellement méthylés sont repris dans 1 
ml de dichlorométhane pour quantification des monosaccharides par GC. 
Chromatographe en phase gazeuse de Hewlett Packard, modèle 6890 Plus GC, équipé d'une 
colonne capillaire de 30 m, 250 µm, 0,20 mm (SP-2330, Supelco, Bellefonte, PA) a été utilisé. 
Le gaz porteur était de l'hélium avec un débit constant égal à 2,2 ml / min, pression 21,5 psi 
(148,24 kPa). Les injections sont réalisées en mode splitless. La température du four a été 
maintenue à 50 ° C pendant 2 min après l'injection, puis programmées à 180 à 35 ° C / min, 




maintenu à 180 ° C pendant 5 min, puis immédiatement augmenté à 220 à 5 ° C / min, et 
maintenu à 220 ° C pendant 22 min. La durée totale était de 40,7 min. La température de 
l'injecteur était de 250ºC, détecteur à ionisation de flamme (FID), 300º C. Les sucres neutres 
(SN), L-rhamnose (Rha), D-fucose (Fuc), L-arabinose (Ara), D-xylose (Xyl), D-mannose (Man), 
D-galactose (Gal) et D-glucose (Glc) ont été identifiés. Le myo-inositol a été utilisé comme 
standard interne. 
Les acides uroniques (AU) ont été quantifiés par la méthode au m-hydroxybiphényle 
(Blumenkrantz et Asboe-Hansen, 1973). Les valeurs d'absorbance des étalons et des échantillons 
ont été mesurées à 540 nm, respectivement, dans un lecteur de microplaques (MPM 600 ; Bio-
Rad Laboratories, Inc., Hercules, CA). 
9.2.2  Détermination de la nature des liaisons osidiques 
 Technique de méthylation des oses neutres. 
 Principe de la méthylation 
La position des liaisons glycosidiques est déterminée par analyse en chromatographie en 
phase gazeuse couplée à un détecteur de masse (GC/MS) des acétates d’alditols partiellement 
méthylés (AAPM). Le principe de cette technique consiste à méthyler les fonctions hydroxyles 
libres en milieu basique par l’iodure de méthyle, puis à hydrolyser le polysaccharide méthylé 
afin de libérer les fonctions hydroxyles engagées dans des liaisons glycosidiques. L’analyse des 
oses partiellement méthylés formés permet de déterminer les sites de liaison. Ceci est fait par 
GC/MS après réduction (transformation en alditol) et acétylation.  
La technique de méthylation utilisée est une modification de la méthode d'Hakomori, (1964). 
Elle emploie comme base le carbanion du méthylsulfinyl de lithium (Blakeney et al. 1983), issu 
de l'action du butyllithium (BuLi) sur le diméthylsulfoxyde (DMSO) : 
CH3SOCH3 + BuLi → CH3SOCH2- Li+ + BuH 
La mise sous forme acide du polysaccharide grâce à l'utilisation d'une résine échangeuse de 
cations vise à faciliter sa solubilisation dans le diméthylsulfoxyde. Le carbanion est formé in situ 
grâce à l'addition directe du BuLi sur le polysaccharide dissous dans le DMSO (Kvernheim, 
1987). Les composés méthylés sont isolés et purifiés de tout composé polaire grâce à une 
extraction en phase solide par chromatographie en phase inverse (Waeghe et al., 1983). 




La fragmentation des PMAA en spectrométrie de masse est insensible aux différences 
stéréochimiques. La chromatographie en phase gazeuse permet de distinguer les dérivés des 
résidus de même nature (hexoses, pentoses, déoxyhexoses…) qui ne possèdent pas les mêmes 
temps de rétention relatifs. En revanche la fragmentation de chaque type de PMAA est 
caractéristique de la position des groupements méthyle et acétyle. 
Le spectre de masse issu de la fragmentation de chaque PMAA permet de localiser les 
groupements méthyles et acétyles et d’en déduire pour le résidu correspondant la position des 
carbones engagés dans les liaisons glycosidiques (Figure 2.10). Dans le cas particulier d’un 
résidu d’hexose lié en position 6 ou d’un résidu de pentose lié en position 5, la réduction 
deutérée des résidus glycosidiques en acétates d’alditols élimine toute symétrie structurale en 
différenciant le carbone anomérique de celui du groupement hydroxyle primaire non méthylé. 
Les liaisons dues à d’éventuelles substitutions par différents groupements peuvent également être 
mises en évidence lorsque ces derniers résistent à la procédure de méthylation. 
Les liaisons engageant des acides uroniques sont identifiées par cette méthode lorsque leurs 
groupements carboxyliques sont réduits. Cette réduction intervient entre les étapes de 
méthylation et d’hydrolyse, l’utilisation d’un agent deutéré permet alors de différencier les 






Figure 2.10. Schéma de fragmentation d’acétates d’alditols partiellement méthylés. 
 Mode opératoire 
L'analyse de la méthylation a été réalisée sans réduction des acides uroniques. Les échantillons 
ont été méthylées selon une modification de la méthode de Hakomori, (1964): 0,1 ml de butyl-
lithium (BuLi) (2,5 M dans l'hexane, Aldrich) a été ajouté aux échantillons dissous dans 0,4 ml 
de diméthylsulfoxyde (Sigma). Le mélange a ensuite été agité pendant 1 heure (Kvernheim, 
1987).  




Après que les échantillons aient été congelés, 0,2 ml d’iodométhane (Fluka) a été ajouté et les 
échantillons ont été laissés décongeler à température ambiante et ensuite agités pendant 1 h. Les 
polysaccharides perméthylés ont été séparés et purifiés par chromatographie en phase inverse en 
utilisant un Sep-Pak C18 (Varian). Les polysaccharides ont été hydrolysés, réduits et acétylés 
(York et al., 1985). Les acétates d'alditol partiellement méthylés ont été séparés par GC / 
spectrométrie de masse (GC / MS) dans un instrument Hewlett-Packard 5890 série II, qui a été 
couplé à un détecteur de masse sélectif Hewlett-Packard 5972 avec une colonne capillaire de 
silice fondue (30 m x 0,25 m)., SPTM 2330, Supelco) en mode sans division (splitless). Le 
programme de température du four était le même que celui utilisé par York et al. (1985). Pour la 
quantification, des facteurs de réponse molaires efficaces ont été utilisés (Carpita et Shea, 1989). 
9.3 Quantification de la lignine Klason 
La lignine de Klason a été calculée comme décrit par Theander et Westerlund, (1986) avec 
quelques modifications. Les résidus d'Asparagus, la paroi cellulaire (CWM) et d'α-cellulose, 
préparés comme expliqué précédemment, ont été analysés. Un échantillon broyé (100 mg) a été 
pesé dans un tube de verre (50 ml) et 1,5 ml de H2SO4 à 72% a été ajouté. Le mélange a été 
incubé à température ambiante pendant 2 h et secoué souvent. Après avoir ajouté 56 ml d'eau 
distillée, la suspension a été mélangée et incubée à 100 ° C pendant 3 heures. Le mélange 
d'hydrolyse a été filtré à travers un filtre en verre Pyrex nr 2 et le résidu a été lavé avec de l'eau 
jusqu'à ce qu'il soit exempt d'acide. Le filtre en verre, contenant le matériau filtré, a été séché 
jusqu'à poids constant, et la lignine Klason a été déterminée par gravimétrie selon l’équation 
suivante : 
% lignine Klason= (L*100)/S 
L : Poids des résidus après hydrolyse 
S : Poids initiale de l'échantillon 
9.4 Extraction de composés phénoliques insolubles de la paroi cellulaire 
9.4.1  Extraction des composés phénoliques estérifiés 
Les phénols saponifiés totaux ont été libérés par hydrolyse alcaline de la paroi cellulaire (CWM). 
Des échantillons (200 mg) ont été extraits avec du NaOH 2 M (20 ml) pendant 16 h à 25 ° C 
sous azote a l'obscurité. La suspension a été filtrée à travers du papier en fibres de verre et de 
l'acide trans-cinnamique (10 pg) a été ajouté en tant qu'étalon interne. Le filtrat a ensuite été 
acidifié à pH <2 avec HCl concentré et extrait trois fois avec de l'acétate d'éthyle (20 ml). Les 




extraits ont été évaporés à sec dans un évaporateur rotatif et les échantillons ont été dissous dans 
1 ml de méthanol aqueux à 50% (v / v). 
9.4.2  Extraction des composes phénoliques éthérifiés 
Les résidus après extraction séquentielle avec NaOH 2 M à température ambiante sont lavés avec 
de l'eau et rincés avec un courant d'azote pour éliminer le résidu d'éther diéthylique. Les 
échantillons ont été placés dans des flacons en téflon et extraits avec du NaOH 4 M dans un 
autoclave à 140 ° C pendant 2 h. Après refroidissement, les échantillons ont été transférés dans 
des tubes à essai, acidifiés et extraits avec de l'acétate d'éthyle pour isoler les monomères d'acide 
hydroxycinnamique et les dimères qui étaient attachés à la lignine par des liaisons éther 
hydrolysables. 
9.5 Analyse des phénols insolubles par HPLC 
Les composés phénoliques insolubles ont été détectés et quantifiés par HPLC, comme décrit par 
Waldron, (1996), avec quelques modifications. La séparation des composés phénoliques a été 
effectuée en utilisant une colonne analytique en phase inverse (25 cm de longueur x 4,6 mm de 
diamètre interne, taille de particules de 4 μm, Teknokroma, Barcelone, Espagne). Le profil de 
gradient pour la séparation des monomères et dimères des composés phénoliques liés à la paroi 
cellulaire a été formé en utilisant le solvant A (acétonitrile aqueux à 10% (v / v) avec 2 ml/ L 
d'acide acétique) et le solvant B (40% méthanol, 40% acétonitrile, 20% eau, avec 2 ml/L d'acide 
acétique). Le gradient d’élution adapté est donné dans le Tableau 2.10.  
Tableau 2.10. Gradient d’élution HPLC-DAD pour l’analyse des composés phénoliques 
estérifiés et éthérifiés 
 
Temps (min) 
% Solvant A 
acétonitrile aqueux à 
10% (v / v) avec 2 
ml/ L d'acide 
acétique 
% Solvent B 
40% méthanol, 40% 
acétonitrile, 20% 




0.00 90 10 1 
17.00 57.5 42.5 1 
23.00 57.5 42.5 1 
40.00 0 100 1 
45.00 90 10 1 
50.00 90 10 1 
 




Le débit a été maintenu à 1 ml min-1. Les dérivés féruliques ont été détectés en utilisant un 
système de chromatographie liquide Jasco (LC Net II / ADC) équipé d'un détecteur à barrette de 
diodes (DAD) et d'une Vanne d'injection Rhéodyne (boucle de 20 μL). La quantification a été 
réalisée par intégration des aires des pics à 280 nm, en référence aux étalonnages réalisés avec 
des quantités connues de composés purs. Des standards phénoliques ont été achetés auprès de 
Sigma (St. Louis, MO). 
9.6 Analyse des dérivés férulique par HPLC avec détection par spectrométrie de 
masse (HPLC-MS). 
Les monomères et dimères d'acide férulique ont été séparés par HPLC comme décrit ci-dessus et 
identifiés par leurs données de masse par impact électronique collectées sur un analyseur de 
masse quadripolaire (ZMD4, Micromass, Waters Inc., Manchester, Royaume-Uni). Les analyses 
CLHP-MS sont réalisées en utilisant une source d’ionisation électrospray (ESI) en modes positif 
et négatif. Les conditions d’ionisation ont été optimisées et les paramètres suivants ont été 
retenus : l'énergie d'ionisation de 70eV, la tension de capillaire était de 3kV, la température de 
désolvatation de 120 ° C, la température de source de 80 ° C, la tension de cône de 12 V et 
fenêtre de scan de 50-1000 m/z. 
9.7 Activité antioxydante de la paroi cellulaire. 
L'activité antioxydante a été déterminée à partir du CWM par la méthode DPPH • comme décrit 
par Fuentes-Alventosa et al. (2009). Entre 3 et 20 mg de CWM a été transféré dans un tube 
Eppendorf (pour poids inférieur à 3 mg, les fibres ont dû être dilués avec de la cellulose en tant 
que matériau inerte), et la réaction a été déclenchée par addition de 1 ml de la DPPH • réactif 
(3,8 mg / 50 ml de méthanol). Après 30 min d'agitation continue, les échantillons ont été 
centrifugés et l'absorbance des surnageants clarifiés a été mesurée (en triple exemplaire) à 490 
nm. L'activité antioxydante a été exprimée en millimoles de capacité antioxydante équivalente à 
Trolox par kilogramme d'échantillon au moyen d'une courbe dose-réponse pour Trolox. 
9.8 Activité antioxydante des composés phénoliques estérifiés et éthérifiés de la 
paroi cellulaire. 
L'activité antioxydante des composés phénoliques estérifiés et éthérifiés extrait de la paroi 
cellulaire des rhizomes de différentes espèces d’Asparagus ont été déterminée par la méthode de 
DPPH comme décrit dans la section 8.1.1. 
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Composés phénoliques des organes des différentes espèces d’Asparagus : analyse quantitative et 
qualitative 
Résumé. La composition quantitative et qualitative en composés phénoliques, notamment les 
acides phénoliques et les flavonoïdes des extraits éthanoliques des feuilles, des tiges, des fruits et 
des rhizomes des différentes espèces d’Asparagus a été étudiée. Les composés phénoliques ont 
été analysés par chromatographie liquide à haute performance couplée à un détecteur UV-Vis à 
barrette de diode et à un spectromètre de masse (HPLC/DAD/MS). Les teneurs totales en acides 
phénoliques et en flavonoïdes, calculées comme la somme des composés individuels, ont été 
déterminées et varient de 122 à 1054 mg / kg de MS pour les acides phénoliques et de 405 à 
25464 mg / kg de de MS pour les flavonoïdes. Un total de 22 composés phénoliques comprenant 
12 acides phénoliques et 10 flavonoïdes ont été identifiés. Les flavonoïdes chez les différentes 
espèces d’Asparagus principalement du type flavonols à diverses aglycones (quercetine, 
keampférol, et isorhamnetine) et sous forme de composés mono-, di-, tri-ou tétra-glycosidiques. 
L’acide caféique, l'acide hydroxybenzoïque, l'acide protocatéchuique, l'acide férulique, l'acide 
coumarique et l'hydroxybenzaldéhyde sont les principaux acides phénoliques identifiés, tandis 
que la rutine et l'isorhamnetine tétra-glucoside sont les flavonoïdes majoritaires. Les extraits de 
feuilles contiennent les quantités les plus élevées en flavonoïdes chez toutes les espèces étudiées, 
mais aucun flavonoïde n’a été détecté dans les rhizomes. Les acides phénoliques se trouvent 
principalement dans les tiges d’A. albus et d’A. acutifolius et les rhizomes d’A. stipualris et d’A. 
asparagoides. Nos résultats représentent des informations précieuses pouvant être utiles pour 
valoriser ces espèces en tant que sources de composés phénoliques.  
1 Introduction 
Les plantes médicinales jouent un rôle vital dans la préservation de notre santé. Le genre 
Asparagus se compose d'herbes et d'arbustes répandus dans le monde entier. Il représente des 
espèces végétales de grande valeur ayant une importance thérapeutique et nutraceutique, en plus 
d'être consommées comme aliment (Bast, 2005 ; Rodriguez et al., 2005 ; Guillen et al., 2008 ; 
Jaramillo et al., 2016). Par exemple, A. racemosus (connu sous le nom de Shatavar) est l’une des 
plantes médicinales importantes largement utilisée par les praticiens traditionnels en Inde pour sa 
valeur médicinale (Bopana et Saxena, 2007), tandis qu’A. officinalis est une espèce végétale de 
grande valeur nutraceutique, alors qu’A. plumosus, A. densiflora myersii et A. springeri ont à la 
fois des valeurs horticoles et ornementales. Bien que le genre Asparagus représente des espèces 
végétales de grande valeur ayant une importance thérapeutique et nutraceutique en plus d'être 
consommé comme aliment dans de nombreux pays, ce genre est en fait peu utilisé et peu étudié 
en Tunisie.  




Les composés phénoliques notamment les acides phénoliques et les flavonoïdes sont largement 
répandus dans les plantes et jouent un rôle important dans de nombreux processus biologiques. 
Le genre Asparagus est une source alimentaire riche en composés phénoliques (Giullen et al., 
2008). Cependant, très peu de rapports ont été publiés sur le profil métabolique complet et la 
diversité naturelle de ces composées dans différents tissus de différentes espèces d’Asparagus. 
Le travail de recherche, objet de ce chapitre, s’intéresse à l’étude de différents composés 
phénoliques dans les différents organes des quatre espèces d’Asparagus largement répandues en 
Tunisie notamment A. albus, A. acutifolius, A. stipularis et A. asparagoides. En tant que méthode 
puissante, la HPLC-MS a été utilisée avec succès pour la détection spécifique des composés 
phénoliques et la caractérisation de nouveaux flavonoïdes chez Asparagus. 
2 Rappel du protocole expérimental 
Les profils chromatographiques des extraits éthanoliques de différentes espèces d’Asparagus ont 
été effectués grâce à des analyses par chromatographie liquide haute performance couplée à un 
détecteur UV-Vis à barrette de diode et à un spectromètre de masse (HPLC/DAD/MS). Ces 
premiers tests ont permis de mettre en place la stratégie de séparation.  Afin de visualiser une 
large gamme de composés phénoliques, les profils chromatographiques ont été comparés à 
plusieurs longueurs d’onde (210, 280, 370 nm).  Les composés phénoliques ont été identifiés en 
comparant leur temps de rétention (TR), les spectres UV-VIS et les spectres de masse avec ceux 
obtenus à partir des composés standards disponibles. Dans le cas contraire, il y a aussi des 
composés qui ont été identifiés provisoirement en comparant les informations obtenues avec les 
données disponibles rapportées par la littérature. Pour une analyse quantitative, une courbe 
d'étalonnage pour chaque composé phénolique disponible a été construite en fonction du signal 
UV.  Quant aux composés phénoliques identifiés pour lesquels le standard commercial n'était pas 
disponible, la quantification a été effectuée par la courbe d'étalonnage d'un autre composé à 
partir du même groupe phénolique. Les résultats ont été exprimés en mg par Kg de matière 
sèche. 
3 Résultats  
3.1 Analyse quantitative et qualitative des acides phénoliques chez les différentes 
espèces d’Asparagus 
Les analyses quantitatives des acides phénoliques dans les extraits examinés sont présentées dans 
les tableaux (3.1, 3.2, 3.3, 3.4). En particulier, 11 composants ont été reconnus comme acides 
phénoliques. La quantification de chaque acide phénolique ainsi que celui du témoin interne, 




l’acide p-hydroxyphénylacétique, est effectuée avec un détecteur de masse grâce à l’équation de 
régression linéaire de la gamme étalon (Tableau 2.2 voir Matériel et méthodes). L’acide 
shikimique, acide gallique, acide p-hydroxybenzoïque, acide vanilique, p-hydroxybenzaldéhyde, 
vanilline, acide caféique, acide protocatéchuique, acide syringique, acide p-coumarique, acide 
férulique, acide sinapique et l’acide O-coumarique sont quantifiés respectivement à m/z = 173, 
169, 137, 167, 121, 151, 179, 153, 197, 163, 193, 223 et 163. 
Tableau 3.1. Composition en acides phénoliques des extraits éthanoliques des différents organes 
; feuilles, tiges, fruits et rhizomes, d'A. Albus 
 Teneurs en acides phénoliques mg/Kg MS 
Les acides phénoliques Feuilles Tiges Fruits Rhizomes 








Acide protocatéchuique 11,8±0,3a  
(7%) 






Acide p-hydroxybenzoïque 20,4±0,2a  
(11%) 
78,9± 0,6c  
(8%) 
21,7±0,6a (7%) 31,5±0,5b 
 (6%) 
Acide vanilique 0± 0a  
(0%) 














P-hydroxybenzaldéhyde 14,6±0,2b  
(8%) 






Acide syringique 0± 0 a  
(0%) 






Vanilline 0± 0 a  
(0%) 






Acide p-coumarique 54,9±0,3d  
(30%) 






Acide férulique 34,1±1,0b  
(18%) 






Acide sinapique 0± 0 a  
(0%) 






Acides phénoliques totaux 181,9±1,5 a 1045,5 ±17,6d 305,6± 3,33b 510,2± 8,5c 
Les données exprimées en mg / kg de Matiére séche sont la moyenne de trois réplicats. 
Les résultats correspondent à la moyenne ± écart type de trois réplicats. 
Différentes lettres dans la même ligne signifient qu'il y a des différences significatives (p <0,05). 
D’après le tableau 3.1, les tiges d’A. albus présentent les plus fortes teneurs en acides 
phénoliques totaux soit 1046 mg/kg MS comparée à celles de teneurs des rhizomes, des fruits et 
des feuilles. Les teneurs totales en acides phénoliques dans les autres organes rhizomes, fruits et 
feuilles sont plus faibles que celles des tiges mais restent toujours importantes et oscillent entre 
510,2 dans les rhizomes d’A. albus et 181.9 mg/Kg MS dans les feuilles de cette même plante 




(Tableau 3.1). L’acide caféique représente l’acide phénolique majeur dans les trois organes, 
tiges, rhizomes et fruits, tandis que l’acide p-coumarique est l’acide phénolique majeur dans les 
feuilles et représente 30% de la teneur totale. L’acide caféique représente environ 70%, 73% et 
42% de la teneur totale des acides phénoliques respectivement des tiges, des rhizomes et des 
fruits. A côté de l'acide caféique, l’acide férulique, l’acide coumarique, l’acide protocatéchuique 
et l’acide hydroxybenzoique ont également été détectés en quantités importantes dans les 
différents organes dont leurs distributions variaient de maniére significative d'un organe à l'autre. 
D’autres acides phénoliques quantifiés dans les différents organes ont des teneurs relativement 
faibles tels que l’acide syringique dans la tige, l’acide sinapique dans les rhizomes, la vanilline 
dans les tiges et les rhizomes.  
Tableau 3.2. Composition en acides phénoliques des extraits éthanoliques des différents organes 
; feuilles, tiges, fruits et rhizomes, d'A. acutifolius 
Les données exprimées en mg / kg de Matiére séche sont la moyenne de trois réplicats. 
Les résultats correspondent à la moyenne ± écart type de trois réplicats. 
Différentes lettres dans la même ligne signifient qu'il y a des différences significatives (p <0,05). 
Pour A. acutifolius, on a trouvé presque la même composition en acides phénoliques et la même 
distribution entre les différents organes, avec de très petites différences comparées à l’A. albus. 
 Teneurs en acides phénoliques mg/Kg MS 
Les acides phénoliques Feuilles Tiges  fruits Rhizomes 
Acide gallique 36,6 ± 0,5b 
 (18%) 
0,0 ± 0,0a  
(0%) 
36,2 ± 0,1b  
(17%) 
36,8 ± 0,7b  
(12%) 
Acide protocatéchuique 14,6 ± 0,1a  
(7%) 
25,9 ± 0,3d  
(6%) 
18,6 ± 0,1c  
(9%) 
16,5 ± 0,1b  
(5%) 
Acide p-hydroxybenzoïque 23,5 ± 0,04b  
(11%) 
15,3 ± 0,1a  
(4%) 
25,1 ± 0,1c  
(12%) 
36,7 ± 0,2d  
(12%) 
Acide vanillique 8,9 ± 0,1b 
 (4%) 
10,6 ± 0,1c  
(3%) 
3,7 ± 0,1a  
(2%) 
41,1 ± 0,02d  
(13%) 
Acide caféique 39,4 ± 0,1a  
(19%) 
297,1 ± 5,9d  
(71%) 
67,8± 0,3c  
(31%) 
48,8 ± 0,3b  
(16%) 
P-hydroxybenzaldéhyde 11,4 ± 0,1b  
(6%) 
10.0 ± 0,2a  
(2%) 
12,3 ± 0,1c  
(6%) 
17,7 ± 0,1d  
(6%) 
Acide syringique 9,4 ± 0,1c 
 (5%) 
0,7 ± 0,1b  
(0.1%) 
0,0 ± 0,0a  
(0%) 
38.0 ± 0,2d  
(12%) 
Vanilline 13,9 ± 0,1c  
(7%) 
12,1 ± 0,1b  
(3%) 
0,0 ± 0,0a  
(0%) 
12,8 ± 0,7b  
(4%) 
Acide p-coumarique 2,9 ± 0,2a  
(1%) 
6,8 ± 0,1b  
(2%) 
13,6 ± 0,1c  
(6%) 
15,3 ± 0,1d  
(5%) 
Acide férulique 34,7 ± 0,1c  
(17%) 
27,5 ± 0,02a  
(7%) 
30,1 ± 0,1b  
(14%) 
34,9 ± 0,2c  
(11%) 
Acide sinapique 9,7 ± 0,1b  
(5%) 
9,1 ± 0,04a  
(2%) 
9,6 ± 0,2b  
(4%) 
13,2± 0,1c  
(4%) 
Acides phénoliques totaux 205,2±  1,3a 415.0 ± 6,9d 216,9 ± 1,3b 311,8 ± 1,2c 




Les résultats dans le tableau 3.2 montrent que les teneurs totales en acides phénoliques dans les 
tiges d’A. acutifolius comme pour A. albus sont plus élevées que dans les rhizomes, les fruits et 
les feuilles. De même Dans les différents organes de la plante, l'acide caféique est l’acide 
phénolique prédominant, il représente 71% de la teneur totale des acides phénoliques dans les 
extraits des tiges, 31% dans les extraits des fruits, 19% dans les extraits des feuilles et 16% dans 
les extraits des rhizomes. En plus de l'acide caféique, l’acide férulique, l'acide p-
hydroxybenzoïque et l'acide protocatéchuique ont été également détectés dans les différents 
organes d’A. acutifolius. En ce qui concerne l’acide gallique, il est détecté dans les feuilles, les 
fruits et les rhizomes et absent dans les tiges. Les teneurs en acide syringique et en acide 
vanilique sont en quantités importantes dans le rhizome comparées à celles des autres organes.  
Tableau 3.3. Composition en acides phénoliques des extraits éthanoliques des différents organes 
; feuilles, tiges, fruits et rhizomes, d'A. stipularis. 
Les données exprimées en mg / kg de Matiére séche sont la moyenne de trois réplicats. 
Les résultats correspondent à la moyenne ± écart type de trois réplicats. 
Différentes lettres dans la même ligne signifient qu'il y a des différences significatives (p <0,05). 
D’après le tableau 3.3, et contrairement aux résultats qu’on a trouvé dans A. albus et A. 
acutifolius, les rhizomes d’A. stipularis présentent les plus fortes teneurs en acides phénoliques 
soit 930 mg/kg MS comparées à celles des teneurs des fruits, des tiges et des feuilles qui sont 
 Teneurs en acides phénoliques mg/Kg MS 
Les acides phénoliques Feuilles Tiges Fruits Rhizomes 








Acide protocatéchuique 14,1± 0,6a  
(11%) 
13,7± 0,3a  
(6%) 




Acide p-hydroxybenzoïque 23,3± 0,3c  
(19%) 






Acide vanilique 6,7± 0,4b  
(5%) 






Acide caféique 32,7± 1,1b  
(26%) 






P-hydroxybenzaldéhyde 12,2± 1,0b  
(11%) 






Acide syringique 0± 0a  
(0%) 






Vanilline 0± 0a  
(0%) 






Acide p-coumarique 8,3± 0,2c 
(7%) 






Acide férulique 25,0± 0,3a  
(21%) 






Acide sinapique 0± 0a  
(0%) 






Acides phénoliques totaux 122,3± 1.0a 218,7 ± 0,9b 289,5 ± 2.0c 930,2 ± 4,3d 




respectivement 290, 219, 122 mg/kg MS. L’acide caféique est l’acide phénolique majeur des 
tiges et des feuilles dont les teneurs sont respectivement 26% et 43% de la teneur totale en acides 
phénoliques. L’acide protocatechuique est l’acide phénolique majeur du fruit avec 60% de la 
teneur totale en acides phénoliques totaux. Pour les rhizomes, les trois acides, l’acide férulique, 
l’acide p-hydroxybenzoïque et l’acide p-coumarique représentent respectivement 17% et 14 % 
de la teneur totale en acides phénoliques.  
Pour l’acide gallique, les teneurs sont de l’ordre de 16%, 13% et 7% respectivement pour les 
tiges, les fruits et les rhizomes, mais il est absent dans les tiges. L’acide syringique et l’acide 
vanillique ont été bien représentés dans les rhizomes d’A. stipularis avec des teneurs de l’ordre 
de 9 % de la teneur totale en acides phénoliques. Les autres acides phénoliques représentent les 
pourcentages entre 1% et 9% des teneurs des acides phénoliques totaux. 
Tableau 3.4. Composition en acides phénoliques des extraits éthanoliques des différents organes 
; feuilles, tiges, et rhizomes, d'A. asparagoides 
 Teneur en acide phénoliques mg/Kg MS 
Les acides phénoliques  Feuilles  Tiges Rhizomes 
Acide gallique 0± 0a  
(0%) 




Acide protocatéchique 10,5± 0,1a  
(8%) 




Acide p-hydroxybenzoïque 26,2± 0,5a  
(19%) 




Acide chlorogénique 3,9± 0,3c  
(3%) 




Acide vanilique 0± 0a  
(0%) 




Acide caféique 8,8± 0,3a  
(6%) 




P-hydroxybenzaldéhyde 12,4± 0,1a  
(9%) 








Vanilline 13,9± 0,3b  
(10%) 




Acide p-coumarique 15,1± 0,2b  
(11%) 




Acide férulique 41,3± 0,8b  
(30%) 




Acide sinapique 5,9± 0,4b  
(4%) 




Acide phénolique totale 138.0± 3.0a 124,2 ± 3,8a  309.0± 4,7b  
Les données exprimées en mg / kg de Matiére séche sont la moyenne de trois réplicats. 
Les résultats correspondent à la moyenne ± écart type de trois réplicats. 
Différentes lettres dans la même ligne signifient qu'il y a des différences significatives (p <0,05). 




Les résultats dans le tableau 3.4 montrent que les teneurs totales en acides phénoliques dans les 
rhizomes d’A. asparagoides sont plus élevées que dans les tiges, et les feuilles, cette teneur est 
de 309 mg/Kg MS comparée à celles des tiges (124,2 mg/Kg MS) et des feuilles (138 mg/Kg 
MS).  
L’acide férulique suivi par l’acide p-hydroxibenzoique sont les acides phénoliques majeurs des 
feuilles, leurs teneurs représentent 30% et 19% de la teneur totale en acides phénoliques. Pour les 
tiges, l’acide caféique, l’acide férulique et l’acide p-hydroxibenzoique représentent 
respectivement 22% et 19% des teneurs des acides phénoliques totaux. L’acide p-
hydroxbenzoïque est l’acide phénolique majeur des rhizomes et représente à lui seul 34% de la 
teneur totale en acides phenoliques. En plus de cet acide phénolique, l’acide caféique et p-
hydroxybenzaldéhyde représentent respectivement 18% et 15% de la teneur totale en acides 
phénoliques. Pour l’acide coumarique, les teneurs représentent respectivement 11%, 9% et 7% 
pour les feuilles, les tiges et les rhizomes. En ce qui concerne l’acide protocatéchique, les teneurs 
représentent respectivement 11%, 8% et 4% des teneurs totales des tiges, des feuilles et des 
rhizomes. Les autres acides phénoliques représentent des pourcentages faibles. 
3.2 Identification et caractérisation des flavonoïdes chez les quatre espèces du genre 
Asparagus 
3.2.1 Identification des flavonoïdes chez les différentes espèces d'Asparagus. 
Les extraits éthanoliques et les standards choisis parmi ceux disponibles au sein de notre unité de 







Figure 3.1. Profil chromatographique acquis par HPLC-DAD (360 nm) des standards et les 
principaux composés détectés chez triguero asparagus : 3 : Quercétine -3-O-
rhamnosylrutinoside, 4 : Quercétine -3-O-glucosyl-rutinoside, 5 : Isorhamnétine -3-O-
rhamnosyl-rutinoside, 6 : Rutine, 7 : Quercétine -3-O-glucoside, 8. Isorhamnétine-triglycoside, 9 
: Nicotiflorine, 10 : Narcissine, 11. Isorhamnétine-3-O-glucoside.  











Ces standards sont de plusieurs sources : standards commerciaux, composés isolés au laboratoire 
ou composés majoritaires déjà identifiés dans d’autres extraits de triguero asparagus. Leurs 
temps de rétention (tR), spectres UV et spectres de masse ont été directement comparés à ceux 
des composés présents dans les extraits. Le profil des flavonoïdes des extraits éthanoliques des 
feuilles, des tiges, des fruits et des rhizomes d’A. albus, d’A. acutifoluis, d’A. stipularis et d’A. 
asparagoides a été étudié. Les flavonoïdes présents chez les différentes espèces d’Asparagus 
sont généralement des flavonoides glycosides, surtout de type flavonol avec trois principaux 
aglycones, la quercétine (252, 267sh, 372), le kaempférol (264, 296sh, 364) et l'isorhamnétine 
(252, 268sh, 368). À notre connaissance, aucune donnée n'a été rapportée sur les flavonoïdes 



















Figure 3.2. Spectres UV des composés 3 (A), 4 (B), 5 (C), 6 (D), 7 (E),8(F) 9 (G), 10 (H), 11 (I) 
effectués dans les conditions d’analyse CLHP-UV 
  
    
    
    










Le profil des flavonoïdes des standards est représenté sur la figure 3.2 et leurs spectres UV-
visibles sont résumés dans la figure 3.2. La plupart des flavonoïdes identifiés et quantifiés dans 
les quatre organes, feuilles, tiges, fruits et rhizomes des différentes espèces d’Asparagus étudiées 
dans le présent travail étaient auparavant trouvés chez Triguero asparagus (Fuentes-Alventosa et 
al., 2008, Fuentes-Alventosa et al., 2007). 
Cependant, deux nouveaux flavonoïdes tetraglycosides dans les feuilles et les tiges d'A. 
Stipularis ont été détectés pour la première fois chez les espèces du genre Asparagus (Figure 
3.3). De même, deux nouveaux flavonoïdes ont été trouvés dans les extraits des fruits d'A. albus 
et d'A. stipularis identifiés comme Q-3-O-glucoside et Q-3,4'-diglucoside (Figure 3.4), dont la 














Figure 3.3. Profil chromatographique acquis par HPLC-DAD (360 nm) des extraits 
éthanoliques des feuilles (A) et des tiges (B) d’A. stipularis et les principaux composés détectés : 
1 : Quercétine -tetraglycoside, 2 : Isorhamnétine-tetraglycoside, 3 : Quercétine-3-O-
rhamnosylrutinoside, 4 : Quercétine -3-O-glucosyl-rutinoside, 5 : Isorhamnétine-3-O-
rhamnosyl-rutinoside, 6 : Rutine 
 
 




















Figure 3.4. Profil chromatographique acquis par HPLC-DAD (360 nm) des extraits 
éthanoliques des fruits d’A. albus (A) et d’A. stipularis (B) et les principaux composés détectés : 
3 : Quercétine -3-O-rhamnosylrutinoside, 6 : Rutine, 7 : Quercétine-3-O-glucoside, 8 : 
Quercétine 3,4’-diglucoside, 9 : nicotiflorine, 10 : narcissine. 
Comme les spectres UV de tous les flavonols glycosides sont très similaires, ils ne sont pas très 
utiles pour l'identification. La spectrométrie de masse a été utilisée pour obtenir plus 
d'informations sur leurs masses moléculaires et les caractéristiques structurelles de ces 
composés. Le tableau 3.5 montre les caractéristiques structurelles obtenues pour chacun des 
composés détectés (numérotés de 1 à 10 suivant leurs temps de rétention).  
Cinq flavonoïdes ont été détectés et identifiés dans les extraits d'A. Albus. Le principal pic (6) 
détecté est la rutine, qui a également été décrit comme le flavonoïde le plus abondant dans 
triguero asparagus (Fuentes-Alventosa et al., 2008 ; Wang et al., 2003 ; Makris et Rossiter, 
2001). 
 







Tableau 3.5. Numéros de pic, temps de rétention (TR), UV et principaux ions observés lors de l'analyse HPLC-DAD-MS et assignation des 

















Ions (ESI+) (m/z) Assignation des structures 
1 19.1 256,308sh,352 917 919 757,611,465,303 Quercétine -3-glucosyl-(1->4) -rhamnoside-7-rutinoside 
2 20.4 252,288sh,352 931 933 771,625,479,317 Isorhamnétine-3-glucosyl-(1->4)-rhamnoside-7-rutinoside 
3 25.3 255,267sh,352 755 757 611,465,303 Quercétine -3-O-rhamnosylrutinoside 
4 27.1 256,267sh,354 771 773 627,465,303 Quercétine -3-O-glucosyl-rutinoside 
5 27.5 254,268sh,355 769 771 625,479,317 Isorhamnétine-3-O-rhamnosyl-rutinoside 
6 29.7 255,267sh,355 609 611 465,303 Quercétine -3-O-rhamnoglucoside (rutine) or rutinoside 
7 31.1 256,320sh,350 463 465 303 Quercétine -3-O-glucoside 
8 32.6 244-269sh-350 623 625 463,301 Quercétine 3,4’-diglucoside 
9 34.7 264,296sh,348 593 595 449,287 Kaempférol-3-O-rhamnoglucoside (nicotiflorine) 
10 35.8 252,268sh,356 623 625 479,317 Isorhamnétine-3-O-rhamnoglucoside (narcissine) 




La rutine est accompagnée de petites quantités de deux autres flavonols di-glycosides, pics 9 et 
10, correspondant respectivement à la nicotiflorine et à la narcissine. Ce profil de flavonoïde est 
en accord avec celui trouvé dans plusieurs génotypes de triguero asparagus, comme l'ont 
rapporté par Fuentes-Alventosa et al. (2007). En plus de ces trois flavonols di-glycosides, des 
quantités significatives de deux autres pics ont été détectées, pics 7 et 8, qui n'avaient pas été 
précédemment décrites chez les espèces du genre Asparagus et ont été identifiées comme dérivés 
de quercétine (Q), au moyen d'une combinaison de TR, UV, et les spectres de masse obtenus par 
HPLC-DAD-MS.  
 L’analyse du spectre de masse en mode négatif [M-H] - du composé 7 permet d’observer le pic 
de l’ion quasi-moléculaire à m / z 463 et le pic de l’ion pseudo-moléculaire de l’aglycone, ce qui 
montre qu’il s’agit d’un flavonol monoglycoside (Figure 3.5A). Les données du spectre de masse 
en mode positif de ce flavonoides ont montré l’ion quasi-moléculaire ([M + H] + à m/z 465 et un 
ion pseudo-moléculaire à m / z 303 correspondant à la perte d’un hexose (glucose). Le pic 
observé à m / z 303 correspondant à l’ion pseudo-moléculaire de l’aglycone quercétine (Figure 
3.5B). Ces résultats suggèrent que le composé 7 est Q-3-O-glucoside. Ce flavonol mono-
glycosides, qui n'avait pas été précédemment décrit chez les espèces du genre Asparagus, a été 
confirmé par la comparaison des tR, UV et de spectres de masse en modes positif et négatif ([M 
+ H] + et [M-H] -) à ceux de standard commercial. 
 




















La figure 3.6A a montré le spectre de masse en mode négatif du composé 8 qui présente un ion 
pseudo-moléculaire à m / z 623 et un ion à m / z 299 correspondant à l'aglycone déprotoné et le 
schéma de fragmentation est cohérent avec un dérivé diglycosylé de la quercétine. Il est bien 
établi que la plupart des dérivés de flavonols provenant de tissus végétaux sont des flavonoïdes 
3-O-glycosylés et / ou 7-O-glycosylés et qu'ils sont habituellement liés à des résidus de glucose 
et de rhamnose (Ferreres et al., 2004). Le spectre d'ions positifs des flavonoïdes glycosides a 
fourni des informations supplémentaires sur les sucres liés aux aglycones. Les spectres de masse 
en mode positif (Figure 3.6B) ont montré l'ion pseudo-moleculaire [M + H] + du composé (8) à 
m / z 625 et un ion principal à m / z 301 correspondant à deux pertes successives de résidus de 
sucre. La première perte correspond à un résidu d'hexose, probablement du glucose (162 μ) 
donnant l'ion majeur à m / z 463. La perte de l'autre résidu hexose (162 μ) génère l'ion majeur à 
m / z 301, correspondant à l’ion pseudo-moléculaire de l'aglycone quercétine. Ce schéma de 
fragmentation peut être compatible avec un Q-3,4'-diglucoside. 
 
Figure 3.6. Spectres ESI de la Quercétine - 3,4'-diglucoside en mode négatif (A) et positif (B). 
 




Les trois flavonoides glycosides trouvés dans l’extrait d'A. asparagoides sont également des 
flavonoides O-glycosylés de type flavonol, classe la plus fréquemment rencontrée chez les 
espèces du genre Asparagus. L'identification de ces composés a été confirmée par une analyse de 
spectre de masse et des données disponibles dans la littérature sur triguero asparagus (Fuentes-
Alventosa et al., 2008). Les pics 3 et 4, ont été provisoirement identifiés comme des dérivés 
glycosylés de quercétine, montrent les spectres UV λmax à 352 et 354 nm, et des ions 
moléculaires [M-H] - à m / z 755 et 771, respectivement. L’analyse du spectre de masse en mode 
positif du composé 3 montre le pic de l’ion quasi-moléculaire [M+H] + à m / z 757. D’autres 
ions fragments ont été observé à m/z 611,465 et 303 correspondants à la perte d’un déoxyhexose 
(rhamnose), d’un déoxyhexose (rhamnose) et d’un hexose (glucose) respectivement. Le pic 
observé à m / z 303 correspondant à l’ion pseudo-moléculaire de l’aglycone quercétine. Ce 
schéma de fragmentation est compatible avec un quercétine-3-O-rhamnosylrutinoside (Tableau 
3.5) (Fuentes-Alventosa et al., 2008). 
L’analyse du spectre de masse en mode positif du composé 4 permet d’observer le pic de l’ion 
quasi-moléculaire [M+H] + à m / z 773. D’autres pics des ions fragments ont été observé à m/z 
623,465 et 303 correspondants à la perte d’un déoxyhexose (rhamnose), d’un hexose (glucose) et 
d’un hexose (glucose) respectivement. Le pic observé à m / z 303 correspondant à l’ion pseudo-
moléculaire de l’aglycone quercétine (Tableau 3.5). Ces résultats suggèrent que le composé 4 
est un quercétine-3-O-glucosyl-rutinoside (Fuentes-Alventosa et al., 2008). La rutine est 
également le principal composé dans les différents organes d’A. Asparagoïdes. 
Seulement deux pics dans les extraits d’A. acutifoluis ont été identifiés ; la rutine et la narcissine. 
Barros et al. (2011) ont montré que le principal flavonoïde détecté dans le turion (jeunes tiges) 
d'A. Acutifoluis du nord-est du Portugal était la rutine, en plus de deux autres flavonoïdes 
mineurs identifiés comme la narcissine et la nicotiflorine. Cependant, aucun flavonol rutinoside 
n'a été signalé dans le turion d’A. acutifoluis de Sicile (Salvatore et al., 2005), où l'aglycone Q 
était décrit comme le composé principal, avec des faibles teneurs d'IR, de K et de myricétine. 
Sept pics ont été identifiés dans les extraits d’A. stipularis, deux d'entre eux sont également 
présents dans les extraits d’A. asparagoides, Q-3-O-rhamnosylrutinoside (3) et Q-3-O-glucosyl-
rutinoside (4), et deux autres dans A. albus, rutine (6) et Q-3,4'-diglucoside (8). Le pic 5 a été 
provisoirement identifié comme un dérivé glycosylé d’isorhamnétine (IR). Le spectre de masse 
en mode négatif du composé 5 a donné un ion pseudo-moléculaire [M-H] - à m / z 769 et un ion à 
m / z 315 correspondant à l'aglycone déprotoné notamment l’isorhamnétine. L'information 




complémentaire du spectre de masse en mode positif a révélé que le schéma de fragmentation de 
ce flavonoïde glycoside est similaire à celui du composé (3), mais l'aglycone est l’IR au lieu de 
la Q (Tableau 3.5). Le composé (5) a été provisoirement identifié comme IR-3-O-rhamnosyle -
rutinoside (Fuentes-Alventosa et al., 2008). 
De plus, il y avait deux pics majoritaires (pics 1 et 2) sur le chromatogramme des extraits 
éthanoliques des feuilles et des tiges qui ont été provisoirement identifiés comme flavonoïdes 
glycosides, car leurs spectres UV sont similaires à ceux de la rutine (Figure 3.7). 
 
Figure 3.7. Profil chromatographique acquis par HPLC-DAD (360 nm) des extraits 
éthanoliques des feuilles et des tiges d’A. stipularis et les spectres UV des pics (1) et (2) effectués 
dans les conditions d’analyse CLHP-UV. 
Après hydrolyse acide des extraits éthanoliques des feuilles et des tiges, deux aglycones 
différents ont été détectés (Figure 3.8). Les aglycones ont été identifiés par une comparaison des 
informations de TR, DAD et de co-injection avec des standards. L'analyse de l'hydrolysat d'A. 
stipularis a révélé que l'IR est le composant majoritaire (Figure 3.8). 





Figure 3.8. HPLC-DAD Chromatogramme à 370 nm de l'extrait d'hydrolysat de feuille et de tige 
d’A. stipularis. Q : Quercétine ; IR : Isorhamnétine 
Ces résultats révèlent une différence avec tous les autres échantillons étudiés, dans lesquels la 
rutine représentait plus de 50% du flavonoïde total, et confirment que A. stipularis est une bonne 
source de glycosides d’IR qui ne sont pas trouvés dans la plupart des espèces d'Asparagus. 
Comme les spectres UV des composés 1 et 2 sont très similaires, ils ne sont pas très utiles pour 
l'identification. MS modèles de fragmentation de ces composés ont été utilisés pour obtenir plus 
d'informations sur leurs masses moléculaires et leurs caractéristiques structurelles 
Le spectre de masse en mode negatif du composé 1 a donné un ion moléculaire [M-H] - à m / z 
917 et un ion à m / z 301 correspondant à l'aglycone notamment de la Q (Figure 3.9A). 
L’analyse du spectre de masse en mode positif du composé 1 permet d’observer le pic de l’ion 
quasi-moléculaire [M+H] + à m / z 919. D’autres pics des ions fragments ont été observé à m/z 
757,611, 465 et 303 correspondants à la perte d’un hexose (glucose), d’un déoxyhexose 
(rhamnose), d’un déoxyhexose (rhamnose) et d’un hexose (glucose) respectivement. Le pic 
observé à m / z 303 correspondant à l’ion pseudo-moléculaire de l’aglycone quercétine (Figure 
3.9B) 
 





Figure 3.9. Spectres ESI de la quercétine tétraglycoside en mode négatif (A) et positif (B). 
Ces analyses montrent que ce composé est un tétraglycoside contenant deux glucoses et deux 
rhamnoses. A partir des spectres de masse en mode d’ion négatif et positif, nous avons trouvé 
que ce composé est similaire au composé 3 identifié comme Q-3-rhamnosylrutinoside, mais il 
contient un ensemble de fragments supplémentaires correspondant à un quatrième fragment de 
sucre (162u). Ces résultats suggèrent que ce composé est un Q-tétraglycoside (Q-3-glucosyl- (1-
> 4) -rhamnoside-7-rutinoside). Ce flavonol tétraglycoside avec [M + H] + à m / z 919 n'était pas 
décrit précédemment chez les espèces du genre Asparagus, mais il a été identifié dans d'autres 
plantes, telles que les feuilles de Myrsine africana (Manguro et al., 1996).  
 
 




Le spectre de masse en mode negatif du composé 2 (Figure 3.10A) a donné un ion pseudo-
moléculaire [M-H]- à m / z 931 et un ion à m / z 315 correspondant à l'aglycone notamment l’IR. 
 
Figure 3.10. Spectres ESI de l’IR-tétraglycoside en mode négatif (A) et positif (B). 
Des informations complémentaires du spectre d'ions positifs ont révélé que le modèle de 
fragmentation de ce dérivé glycosylé d’IR est similaire à celui du composé 5, mais avec une 
fraction de sucre supplémentaire (162u). Le composé 2 a été provisoirement identifié comme 
étant un tétraglycoside d’IR (IR-3-glucosyl- (1-> 4) -rhamnoside-7-rutinoside) (Figure 3.10B). 
Auparavant, cet IR-tétraglycoside n'a pas été décrit ni chez les espèces du genreAsparagus ni 
dans aucune autre plante. D'après les résultats décrits ci-dessus et compte tenu du fait que ce 
tétraglycoside d’IR est le principal flavonoïde des feuilles d'A. stipularis, cette plante pourrait 
être une source de flavonoïdes d'intérêt pharmaceutique. 




3.2.2 Quantification des flavonoïdes 
Le tableau 3.6 montre les résultats de la quantification des flavonoïdes détectés dans les extraits 
analysés. Aucun flavonoïde glycosides n'a été détecté dans les rhizomes de différentes espèces 
d'Asparagus.  
Tableau 3.6. Quantification des flavonoïdes trouvés dans les espèces d’Asparagus étudiées 
 
Les résultats correspondent à la moyenne ± déviation standard de trois répétitions. Aucun 
flavonoïde glycoside n'a été détecté dans les rhizomes ; - non détecté ; n.a. non analysé ; Q. 
quercétine, IR. Isorhamnétine, K, kaempférol ; MS. Matière sèche 
D’après le tableau 3.6, Parmi les différents organes, les flavonoïdes sont concentrés dans 
les feuilles de presque toutes les espèces d’Asparagus : A. asparagoides est l’espèce la plus riche 
en flavonoïdes comparée à ceux des autres espèces. En effet, les feuilles d’A. asparagoïdes 
présentent les plus fortes teneurs en flavonoïdes soit 25464 mg / kg de MS et les tiges aussi soit 
Flavonoïdes glycosyles Quantification (mg/kg, MS) 
 Feuilles Tiges Fruits 
Asparagus albus L. 
rutine 5293±38 405±76 1679±89 
Q-3-O-glucoside - - 552±1 
Q-3,4’-diglucoside - - 331±10 
Nicotiflorine 354±18 - 86±6 
Narcissine 380±20 - 111±8 
Total flavonoids 6027±76 405±76 2759±113 
Asparagus acutifoluis L. 
Rutine - 316±31 - 
Narcissine - 154±6 - 
Total flavonoids - 470±24 - 
Asparagus asparagoides L. 
Q-3-O-rhamnosylrutinoside 891±39 198±13 n.a 
Q-3-O-glucosyl-rutinoside 5221±526 2048±125 n.a 
Rutin 16352±1188 2974±57 n.a 
Total flavonoids 25464±1754 5220±196 n.a 
Asparagus stipularis L. 
Q-3-glucosyl-(1->4)-rhamnoside-7-
rutinoside 
519±48 236±5 - 
IR -3-glucosyl-(1->4)-rhamnoside-
7-rutinoside 
1343±93 570±38 - 
Q-3-O-rhamnosylrutinoside 621±60 250±3 370±25 
Q-3-O-glucosyl-rutinoside 296±18 - - 
IR-3-O-rhamnosyl-rutinoside 619±40 1095±41 - 
Rutine 337±27 - 925±72 
Q-3,4’-diglucoside - - 303±4 
Total flavonoids 3734±287 2151±88 1598±94 




5220 mg / kg de MS. La teneur totale en flavonoïdes dans les feuilles est cinq fois plus élevée 
que dans les tiges. Dans ces deux organes, la rutine est le principal flavonoïde glycoside et sa 
valeur est de 64% de la teneur totale en flavonoïdes dans les feuilles et de 57% dans les tiges. Le 
Q-3-O-glucosylrutinoside représente 20% et 39% des flavonoïdes totaux dans les feuilles et les 
tiges respectivement. Le Q-3-O-rhamnosylrutinoside a également été détecté comme un composé 
mineur dans les feuilles et les tiges avec des teneurs respectivement 3% et 4% de la teneur totale 
en flavonoïdes. 
A. acutifoluis contenait moins de flavonoïdes que les autres espèces. Des quantités 
mineures de rutine soit 316 mg / kg de MS et de narcissine soit 154 mg / kg de MS ont été 
quantifiées dans les extraits des tiges et aucun flavonoïde n'a été détecté dans les feuilles et les 
fruits. Nos résultats sont similaires à ceux de Barros et al. (2011), qui ont rapporté que le profil 
de flavonoïdes des jeunes tiges d’A. acutifoluis du Portugal était composé de la rutine (263 mg / 
kg de poids frais), de la narcissine (16 mg / kg de poids frais) et de la nicotiflorine (22 mg / kg de 
poids frais). 
A. albus et A. stipularis présentent la plus grande variété de flavonoïdes parmi les espèces 
d'Asparagus étudiées. Les feuilles d'A. albus présentent les plus fortes teneurs en flavonoïdes 
totaux soit 6027 mg / kg de MS comparée à celles des teneurs des fruits soit 2759 mg / kg de MS 
et des tiges soit 405 mg / kg de MS. Dans les trois organes de cette espèce, la rutine est le 
principal flavonoïde, elle représente environ 88%, 61% et 100% de la teneur totale des 
flavonoïdes respectivement pour les feuilles, les fruits et les tiges. La narcisine et la nicotiflorine 
n’ont été trouvés que dans les feuilles et le fruit. La narcisine représente respectivement 6% et 
4% dans les extraits des feuilles et des fruits des teneurs totales en flavonoides. Pour la 
nicotiflorine les teneurs sont respectivement 6% et 3% pour les feuilles et les fruits. En ce qui 
concerne le Q-3,4'-diglucoside et le Q-3-O-glucoside, ces deux flavonoïdes n’ont été identifiés 
que dans les fruits et sont en quantité importante soient respectivement 12% et 20% des teneurs 
des flavonoïdes totaux.  
La composition en flavonoïde chez A. stipularis est différente des autres espèces où la rutine est 
le principal flavonoïde dans les différentes parties de la plante. Dans ce cas, l'IR-O-tétraglycoside 
est le flavonoïde majeur des feuilles avec 36% de la teneur totale en flavonoïdes. Le IR-3-O-
rhamnosyl-rutinoside est le flavonoïde principal de la tige avec 51% de la totale en flavonoides. 
Pour les fruits, la rutine représente 58% de la teneur totale en flavonoides. Six flavonoïdes ont 
été détectés dans les feuilles, quatre dans les tiges et trois dans les fruits. Parmi ces composés, 




deux d'entre eux (Q-O-tétraglycoside et IR-O-tétraglycoside) ont été détectés pour la première 
fois dans les espèces du genre Asparagus, comme il a été expliqué ci-dessus. Ils étaient présents 
en quantités significatives à la fois dans la feuille (14% et 36% respectivement) et dans la tige 
(11% et 26% respectivement). Les autres flavonoïdes identifiés dans les différents organes d'A. 
Stipularis ont déjà été décrits chez Triguero asparagus (Fuentes-Alventosa et al., 2007, 2008). Le 
Q-3-O-rhamnosyl-rutinoside a été identifié dans les différents organes d’A. stipularis et les 
teneurs sont de l’ordre de 23%, 17% et 12% respectivement pour le fruit, les feuilles et la tige. 
Le Q-3-O-glucosyl-rutinoside n’est représenté que dans les extraits des feuilles soit 8% de la 
teneur totale en flavonoïdes et absent dans les autres organes. L'IR-3-O-glucosyl-rutinoside est 
présent en quantité importante dans les feuilles et la tige, il représente environ 17% et 51% de la 
teneur totale en flavonoïdes respectivement. Le Q-3,4’-diglucoside n’a été détecté que dans le 
fruit, représentant 19% de la teneur totale en flavonoïdes.  
4 Discussion  
Dans de nombreux pays, les espèces du genre Asparagus ont été traditionnellement utilisées 
comme aliments ou produits pharmaceutiques. En Tunisie, malgré l’importance de ce genre, il 
demeure insuffisamment étudié à la fois sur le plan phytochimique et biologique. A cet effet, et 
dans le cadre de la valorisation de la flore Tunisienne, nous nous sommes intéressées à des 
espèces spontanées du Nord Est du genre Asparagus à caractère médicinal. Il s'agit d’Asparagus 
albus, d’A. acutifolius, d’A. stipularis et d’A. asparagoides dont la composition en acides 
phénoliques n'a pas eu, jusqu’à présent, l’attention qu’elle mérite. La caractérisation 
phytochimique des tous les organes de ces différentes espèces (feuilles, tiges, fruits et rhizomes) 
a montré une forte variabilité qualitative et quantitative.  
Nos résultats ont montré que les acides phénoliques varient de manière significative en fonction 
de l’espèce et de l’organe. En effet, les tiges d’A. albus (1045.5 mg/Kg MS) et d’A. acutifolius 
(415 mg/Kg MS) ainsi que les rhizomes d’A. stipularis (930.2 mg/Kg MS) et d’A. asparagoides 
(309 mg/Kg MS) ont présenté des teneurs en acides phénoliques plus élevées que les autres 
organes. Dans ce contexte, Bourgou et al. (2008) ont trouvé que la partie aérienne de Nigella 
Sativa (1893 mg/Kg MS) a présenté des teneurs plus élevées que celles des racines (1267 mg/Kg 
MS). De même, des fortes teneurs en acides phénoliques ont été également détectées dans les 
fleurs de Myrtus communis (2340 mg/Kg MS) par rapport à celles des feuilles (1400 mg/Kg MS) 
et de la tige (1170 mg/Kg MS) (Aidi Wannes et al., 2010). 




Cette variabilité de l’accumulation des acides phénoliques entre les espèces et au sein de la 
même espèce a été également observée chez d’autres plantes Tunisiennes sahariennes à caractère 
médicinale notamment Calligonum comosum L (Gasmi et al., 2019) et Calligonum azel Maire 
(Bennour et al., 2017). Dans ces deux espèces, les teneurs en acides phénoliques sont variables 
en fonction de l’organe et de l’espèce. En effet, Gasmi et al. (2019) ont montré que les feuilles 
(651.9 mg/Kg MS) de Calligonum comosum L. ont présenté les teneurs les plus élevées en acides 
phénoliques que celles des tiges (377.2 mg/Kg MS) et des racines (150.6 mg/Kg MS). Alors que 
pour Calligonum azel Maire (Bennour et al., 2017), la plus forte teneur en acides phénoliques a 
été détectée dans la tige soit 3527 mg/kg MS par rapport à celles des feuilles et des racines 
respectivement 1697 mg/kg MS et 1340 mg/kg MS. 
Il est important de signaler que les différentes espèces d’Asparagus ont été collectées à la même 
période, ainsi les différences significatives des teneurs en acides phénoliques entre les espèces et 
au sein de la même espèce pourraient être attribuées à des facteurs génétiques. En effet, le 
facteur génétique est l’un des principaux facteurs à l’origine de la forte variabilité qualitative et 
quantitative des teneurs en composés phénolique chez les plantes (Liang et al., 2011). Dans le 
même contexte, Muráriková et al. (2015) ont trouvé que les teneurs en ces composés varient 
significativement entre 37 espèces du   genre Salvia. 
Nous avons également trouvé que l'acide caféique est le composé principal dans tous les organes 
d’A. albus et d’A. acutifolius. Nos résultats sont conformes à ceux obtenus dans les études de 
Salvatore et al. (2005) et de Guillén et al. (2008). Ces derniers ont montré que l'acide caféique 
était le principal acide phénolique chez A. acutifolius et A. officinalis. L'acide caféique est l'un 
des acides hydroxycinnamiques les plus répandus dans les tissus végétaux. Ce polyphénol est 
présent dans de nombreuses sources alimentaires, notamment le café, les myrtilles, les pommes 
et le cidre (Clifford, 2000). L'acide caféique est également présent dans plusieurs médicaments 
d'usage courant, principalement à base de propolis (Lustosa et al., 2008). Outre son activité 
antioxydante puissante, l'acide caféique a démontré une activité antimicrobienne et pourrait être 
prometteur dans le traitement des maladies de la peau (Magnani et al., 2014). 
L’acide p-férulique, l'acide p-coumarique, l'acide p-hydroxybenzoïque, l'acide protocatéchuique, 
l'hydroxybenzaldéhyde et l'acide syringique sont aussi détectés dans les différents organes d'A. 
albus et d'A. acutifolius. Ces composés ont également été observés dans les parties aériennes 
d’A. acutifolius et d'A. officinalis (Salvadore et al., 2005 ; Ferrara et al., 2011). 




Pour A. stipularis et A. asparagoides, à côté de l’acide caféique, dans certains organes, il existe 
des teneurs assez importantes d’acide protocatechique surtout dans les fruits d’A. stipularis. 
L’acide protocatechique est généralement détecté dans de nombreux fruits, tels que les prunes 
(Prunus domestica L.) (Kayano et al., 2002); les groseilles (Li et al., 1993); les raisins (Vitis 
vinifera) (Li et al., 1993); et les noix, telles que les amandes (Prunus amygdalus) (Sang  et al., 
2002). Ce composé fait partie des composants biologiquement actifs de certaines plantes 
médicinales, y compris celles utilisées en médecine naturelle, telles que la roselle (Hibiscus 
sabdariffa L.) (Tseng et al., 1998 ; Ali et al., 2005), le ginkgo japonais (Ginkgo biloba L.) 
(Ellnain-Wojtaszek, 1997) et Millepertuis (Hypericum perforatum L.) (Jürgenliemk et 
Nahrstedt, 2002). L’acide protocatechique a été connu pour ses différentes activités biologiques 
telles que l'activité antioxydante, l'activité antibactérienne, l'activité anticancéreuse, l'activité 
antiulcéreuse, l'activité antidiabétique, l'activité anti-âge, l'activité anti-fibrotique, l'activité 
antivirale, l'activité anti-inflammatoire et l'activité analgésique (Masella et al., 2012 ; Kakkar et 
Bais, 2014). 
Également, des teneurs élevées en acide p-hydroxybenzoïque (p-AHB) ont été détectées dans 
presque tous les organes des deux espèces mais essentiellement au niveau des rhizomes. De 
nombreuses études ont démontré que le p-AHB est une molécule clé directement impliquée dans 
les mécanismes de résistance à divers agents pathogènes chez différentes espèces y compris A. 
officinalis L (Kenton et al., 2000). Ce p-AHB qui est un analogue de l'acide salicylique 
fonctionne comme phytoalexine (He et al., 2002 ; He et Wolyn, 2005). Son accumulation dans la 
plante est associée à une activité antimicrobienne (Cho et al., 1998) et à une fongitoxicité 
(Chong et al., 2009). D'autres études ont également montré que le p-AHB est un antioxydant 
important (Tomas-Barberan, 2000). Chez ces deux espèces, l’acide p-coumarique et p-
hydroxybenzaldéhyde sont bien représentés par des teneurs assez importantes. Ces deux acides 
phénoliques jouent également un rôle primordial dans les mécanismes de défense de la plante 
(Sircar and Mitra, 2009 ; Sachan et al., 2010). 
Généralement, les espèces d’Asparagus contiennent un large éventail des acides phénoliques 
appartenant aux dérivés des acides benzoïques et cinnamiques qui sont des antioxydants majeurs 
(Rodriguez et al., 2005 ; Salvador et al., 2005 ; Ferrara et al., 2011 ; Guillen et al., 2008). Les 
dérivés de l’acide hydroxycinnamique (AHC), en particulier l’acide férulique, sont les acides 
phénoliques les plus abondants chez le genre Asparagus et se trouvent estérifiés ou éthérifiés à 
des composants de la paroi cellulaire (Jaramillo et al., 2007 ; Rodriguez et al., 2005). 
Récemment, ces acides phénoliques ont attiré l'attention en raison de leurs propriétés anti-




oxydantes puissantes (Liao et al., 2015), de leurs effets protecteurs contre les dommages 
oxydatifs de l'ADN, de leurs propriétés anti-inflammatoires (Xiao et al., 2015), de leur propriétés 
antimutagènes et anticarcinogènes ainsi que de leur capacité à moduler certaines fonctions 
enzymatiques clés dans les cellules (Albishi et al., 2013 ; John et Shahidi, 2010). 
De plus, nos résultats ont montré qu’A. asparagoides (25464 mg/Kg MS) contient plus de 
flavonoïdes qu’A. albus, A. stipularis et A. acutifolius. Cette différence entre les espèces a 
également été démontrée chez les espèces de Mesembryanthemum, dont M. edule possède des 
teneurs en flavonoïdes supérieures a celles de M. crystallinum et M. nodiflorum (Falleh et al., 
2009). 
Les teneurs en flavonoïdes présentées dans les feuilles des différentes espèces d’Asparagus 
surtout A. asparagoides sont supérieures à celles trouvées chez d’autres plantes médicinales 
telles que Mesembryanthemum edule, Calligonum comosum L. et Rosmarinus officinalis L. dans 
lesquelles les teneurs en flavonoïdes sont respectivement 3513 mg / kg MS et 3320 mg / kg de 
MS et 1800 mg/Kg de MS (Falleh et al., 2009 ; Gasmi et al., 2019 ; Hcini et al., 2013). 
Les résultats ont montré qu’indépendamment de l’espèces, les flavonoïdes sont concentrés dans 
les feuilles de presque toutes les espèces d'Asparagus. Généralement, les composés phénoliques 
sont des intermédiaires de la voie des phénylpropanoïdes (Chang et al., 2009). Leur production 
est régulée par l'expression différentielle des gènes basiques et un processus fortement ordonné 
par rapport au stade de développement d'une plante et aux facteurs écologiques. Par conséquent, 
l'accumulation différentielle des flavonoïdes totaux et individuels dans les feuilles pour les 
quatre espèces d'Asparagus testées est liée aux activités cytologiques et physiologiques 
différentielles au sein des organes. L'augmentation des phénols totaux de la tige aux feuilles et 
aux fruits est le résultat d’une interaction étroite entre ces organes et un processus différent de 
biosynthèse / dégradation et de transport impliqué dans la distribution de ces composés au niveau 
de la plante (Hudaib et al., 2002). 
Au sein de la même espèce, on a remarqué une grande différence entre les teneurs en flavonoïdes 
dans les feuilles, les fruits, les tiges et les rhizomes. Cela montre que dans chaque plante, la 
production des flavonoïdes est régulée selon l’organe. Selon Dick et al. (2011), l'accumulation 
différente de flavonoïdes dans les organes de la plante a été considérée comme un caractère 
qualitatif. Toutes ces données sont conformes aux études de Lahmar et al. (2017) et Gasmi et al. 
(2019) sur des plantes spontanées tunisiennes, notamment Pergularia tomentosa L. et 




Calligonum comosum L., ces auteurs ont constaté une différence significative de la teneur totale 
en flavonoïdes entre les feuilles, les tiges, les fruits et les racines a été constatée. 
En vue d’obtenir des informations structurales plus complètes sur les flavonoïdes glycosylés 
présentés dans les extraits d’Asparagus, nous avons entrepris un certain nombre d’analyses par 
LC-MS. Grâce à cette technique, une deuxième classe de molécules a pu être identifiée dans les 
extraits d’Asparagus ; ce sont des dérivés de flavonols. Ces composés ont été précédemment 
identifiés chez triguero asparagus (Fuentes-Alventosa et al., 2007, 2008).  Pour A. albus, A. 
asparagoides et A. acutifolius, la rutine représente plus de 60% de la teneur totale en 
flavonoïdes. Guillén et al. (2008) ont montré que les principaux composés phénoliques 
d’Asparagus sont les flavonoïdes, en particulier les flavonols glycosylés tels que la rutine, 
flavonoïde principal dans les asperges d’A. officinalis qui correspond 55 à 98% de la teneur 
totale en composés phénoliques (Fuentes-Alventosa et al. 2008, 2007 ; Wang et al., 2003). 
Les dérivés de la quercétine tels que Q-3-O-rhamnosylrutinoside, Q-3-O-glucosyl-rutinoside, Q-
3-O-glucoside et Q-3,4’-diglucoside sont trés étudiés chez beaucoup des plantes jusqu'ici.  Parmi 
les dérivés de la quercétine présents dans les diffèrentes espèces d’Asparagus étudiées, Q-3-O-
glucoside et Q-3,4'-diglucoside ont été identifiés pour la première fois dans les fruits d’A. albus 
et d’A. stipularis. Ces glycosides de quercétine sont largement métabolisés dans notre organisme 
(Hollman, 2004) et certains de ces métabolites pourraient jouer un rôle important dans la 
prévention des maladies liée aux stress oxydatifs, tels que les maladies cardiovasculaires et 
tumorales (Manach et al., 1998). Il a été démontré que le Q-3-O-glucoside présente plus d'effets 
biologiques que les autres dérivés de Q. En effet, Il présente des propriétés anti-histaminiques, 
anti-inflammatoires et anti-cancérigènes et peut également aider à réduire les symptômes tels que 
la fatigue, la dépression, l'anxiété, les maladies coronariennes et le cancer (Wolffram et al., 
2002). En raison de son activité antioxydante élevée, le Q-3-O-glucoside peut être considéré 
comme un agent anti-cancérigène naturel et pourrait avoir des effets importants sur la 
chimioprévention du cancer. Il a été démontré que les propriétés cytotoxiques du Q-3-O-
glucoside in-vitro interfèrent dans plusieurs étapes menant au développement de tumeurs 
malignes, notamment la protection de l'ADN contre les dommages oxydatifs, l'inhibition des 
carcinogènes et l'activation des systèmes détoxifiants (Galati et O'Brien, 2004). On considère 
généralement que les propriétés chimiopréventives des flavonoïdes reflètent leur capacité à 
piéger les espèces réactives de l'oxygène endogènes (ROS). 




De même, Q-3,4'-diglucoside, a été déjà identifié dans d'autres plantes appartenant à la famille 
de Liliaceae, comme les oignons dont le Q-3,4'-diglucoside est le flavonol principal (Nemeth et 
Piskuła, 2007 ; Lu et al., 2011). Ce flavonol et son aglycone, connus pour être de puissants 
agents anti-radicalaires et antioxydants, sont considérés comme protecteurs contre les maladies 
cardiovasculaires. Ils contribuent également à la prévention des cancers colorectaux chez 
l'homme (Caridi et al., 2007, Bonaccorsi et al., 2008). 
Pour A. stipularis, les résultats révèlent une différence avec tous les autres échantillons étudiés, 
dans lesquels la rutine représente plus de 50% du flavonoïde total. En effet, A. stipularis est une 
bonne source de glycosides d’IR qui n’ont pas été trouvés dans la plupart des espèces 
d'Asparagus. Parmi les deux nouveaux flavonols tetra-glucoside, IR-tetra-glycoside (IR-3-
glucosyl-(1-4)-rhamnoside-7-rutinoside) détectés chez A. stipularis, n'a jamais été décrit 
auparavant chez le genre Asparagus ni dans d’autres plantes. D'après les résultats décrits ci-
dessus et compte tenu du fait que cet IR-tétraglycoside est le principal flavonoïde dans les 
feuilles d'A. stipularis, cette plante pourrait être une source de flavonoïdes d'intérêt 
pharmaceutique. En effet, Jaramillo et al. (2010) ont montré que l'IR présente des effets 
cytotoxiques sur les cellules cancéreuses du colon humain HCT-116. Ces résultats suggèrent que 
l'isorhamnétine pourrait induire l'inhibition de la croissance cellulaire par la perturbation de la 
progression du cycle cellulaire conduisant à la mort apoptotique et nécrotique. Ces effets 
antiprolifératifs, apoptotiques et nécrotiques suggèrent que l'IR pourrait avoir des capacités 
thérapeutiques et chimiopréventives cliniquement significatives. 
En outre, le Q-tetra-glycoside (Q-3-glucosyl-(1-4)-rhamnoside-7-rutinoside), n’a jamais décrit 
chez le genre Asparagus. Mais il a été identifié dans d'autres plantes, telles que les feuilles de 
Myrsine africana (Manguro et al., 1996). D’autres auteurs Krasteva et al. (2015) ont montré que 
Q-tétraglycoside isolé d'Astragalus monspessulanus possède des activités hépatoprotectrices et 
antioxydantes significatives dont ces effets sont comparables aux effets de la silymarine, un 
capteur de ROS bien connu.  
5 Conclusion 
En conclusion, nos résultats ont montré que les teneurs en composés phénoliques dépendent de 
l’espèce et de l’organe. En effet, on a constaté une variabilité considérable des teneurs en 
composés phénoliques selon les différentes espèces d'Asparagus et selon les organes de la même 
espèce. Dans l'ensemble, cette étude nous a permis d’avoir des données sur l'accumulation des 




composés phénoliques notamment les acides phénoliques et les flavonoïdes et leur variation intra 
et interspécifique. 
Nos resultats ont montre qu’A. asparagoides a les teneurs en flavonoïdes les plus élevées 
comparees aux autres espèces d'Asparagus étudiées. Chez toutes les espèces, les feuilles 
contiennent les teneurs les plus élevées en flavonoïdes comparées aux autres organes (tiges et 
fruits) alors que les rhizomes n’en contiennent pas. Nos espèces Tunisiennes d'Asparagus 
contiennent, en plus des flavonoïdes déjà connus chez d’autres especes europeennes dont la 
rutine est le composé majoritaire, quatre flavonols nouvellement détectés : deux tetra-glycoside 
le Q-O-tétra-glycoside et l’IR-O-tétra-glycoside trouvés dans les feuilles et la tige d’A. stipularis, 
un mono-glycoside le Q-3-O-glucoside détecté dans le fruit d’A. albus et le di-glycoside Q-3,4'-
diglucoside détecté dans le fruit d’A. albus et A. stipularis. 
Nos résultats ont montre aussi que les tiges d’A. albus et d’A. acutifolius et les rhizomes d’A. 
stipularis et d’A. asparagoides sont les plus riches en acides phénoliques. Pour A. albus et A. 
acutifolius, l’acide caféique est l’acide phénolique le plus représenté dans tous les organes. Pour 
A. stipularis, les acides phénoliques les plus représentés sont l’acide caféique dans les feuilles et 
les tiges, l’acide protocatéchique dans les fruits et les acides hydroxybenzoique et férulique dans 
les rhizomes. Pour A. asparagoides les acides phénoliques majoritaires sont l’acide férulique 
dans les feuilles et les tiges et l’acide hydroxybenzoique dans les rhizomes. 
Ces travaux nous ont permis d’avoir des renseignements importants sur la richesse des différents 
organes en flavonoides et en acides phénoliques chez les différentes espèces étudiées. La 
richesse de ces éspèces en composés phénoliques a beaucoup d’importance dans les différentes 
domaines agroalimentaire, cosmétique et mệme taxonomique. 
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Identification et caractérisation des saponines stéroïdiennes des organes de différentes espèces 
d’Asparagus 
 
Résumé. L’intérêt des substances d’origine naturelle, potentiellement anti-cancérigène nous a 
amené à nous intéresser aux saponines stéroïdiennes de plantes issues de la biodiversité 
Tunisienne de la famille des Liliacées. Le but principal de cette étude est de déterminer les 
profils des saponines de différents organes de quatre espèces d’Asparagus et de les comparer à 
des différents génotypes de triguero asparagus. La détermination structurale des saponines se 
déroule en deux étapes : premièrement une analyse chimique préliminaire par l’intermédiaire 
d’hydrolyses acides et alcalines, permettant d’obtenir des informations sur la nature de 
l’aglycone et des sucres. Puis des méthodes spectroscopiques (spectrométrie de masse) 
permettent d’attribuer la structure provisoire de ce composé. L’analyse des résultats a révélé 
que toutes les saponines identifiées sont des dérivés d'un aglycone stéroïdien de type furostane. 
Quatre aglycones stéroïdiens isolés de la fraction saponine des feuilles, des tiges, des fruits et 
des rhizomes des différentes espèces d’Asparagus ont été examinés par chromatographie en 
phase gazeuse sur colonne capillaire à spectrométrie de masse. La sarsapogénine est le seul 
principal aglycone dans les différents organes d’A. Albus et d’A. acutifolius, alors que pour A. 
stipularis, on a détecté la diogénine et de la sarsapogénine dans les feuilles, les tiges et les fruits 
et seulement la sarsapogénine dans les rhizomes. Cependant, chez A. asparagoides, trois 
aglycones ont été détectés, dont deux parmi eux ont été identifiés comme étant des aglycones 
inconnus présentant un spectre de masse et un schéma de fragmentation très similaire et le 
troisième aglycone mineure a été identifié comme étant la diogénine. Le type de liaison 
glycosidique a également été analysé. Les monosaccharides obtenus après hydrolyse ont été 
identifiés comme étant le glucose (hexose), l’arabinose (pentose) et le rhamnose (désoxyhexose) 
chez les saponines isolées d’A. albus. Cependant, le glucose (hexose), le xylose (pentose) et le 
rhamnose (désoxyhexose) sont présents dans les saponines d’A. acutifoluis et d’A. stipularis. 
Finalement, la composition en monosaccharides de l'hydrolysat des différentes saponines isolées 
d'A. asparagoides révèle la présence de glucose et de rhamnose. Généralement, les saponines 
sont les composés principaux chez les différentes espèces d’Asparagus qui représentaient plus de 
70% de la teneur totale en composés identifiés.  Ces composés ont été accumules principalement 
dans les rhizomes et dans certains cas, dans les fruits. 
1  Introduction 
Les saponines sont des métabolites secondaires largement distribués dans le règne 
végétal. Elles agissent comme une barrière chimique dans le système de défense des plantes pour 
lutter contre les agents pathogènes et herbivores (Augustin et al., 2011). Par conséquent, on les 
trouve dans les tissus végétaux les plus vulnérables aux attaques fongiques ou bactériennes ou à 
la prédation par les insectes (Wina et al., 2005). Les saponines sont divisées en deux grandes 
classes qui sont des glycosides triterpénoïdes et stéroïdiens dont la caractérisation de la structure 




varie en fonction du nombre d'unités sucrées attachées à différentes positions (Hostettmann et 
Marston, 1995). La classification et l'apparition des saponines dans le règne végétal sont 
examinées en détail par Vincken et al. (2007). 
Les saponines stéroïdiennes sont une classe importante de produits naturels, qui sont des 
glycosides constitués d'un aglycone et de plusieurs fragments glycosylés. Les sucres les plus 
communs rencontrés dans les saponines sont les pentoses (arabinose, xylose, etc.), les hexoses 
(glucose, galactose, etc.) et le 6-désoxyhexose (rhamnose, etc.). 
La découverte des activités biologiques des saponines ne se limite pas seulement aux utilisations 
traditionnelles, mais plus récemment aussi dans les applications pharmaceutiques (Güçlü-
Üntündağ et Mazza, 2007 ; Sparg et al., 2004). Des saponines ont été trouvées ayant des 
propriétés pharmaceutiques de type hémolytique, molluscicide, anti-inflammatoire, antifongique 
ou anti-levure, antibactérienne ou antimicrobienne, antiparasitaire, antitumorale et antivirale 
(Sparg et al., 2004). Elles servent de point de départ pour la semi-synthèse de médicaments 
stéroïdiens dans l'industrie pharmaceutique. 
Dans cette étude, quatre espèces du genre Asparagus notamment, A. albus, A. acutifoluis, A. 
stipularis et A. asparagoide ont été analysées pour leur composition en saponines dans les 
extraits éthanoliques des feuilles, de la tige, du fruit et du rhizome. Une caractérisation détaillée 
des saponines stéroïdiennes de ces espèces par l’intermédiaire d’hydrolyses acides et alcalines, 
permettant d’obtenir des informations sur la nature de l’aglycone ainsi que leurs glycosides que 
nous étudierons ensuite par GC-MS. Puis des méthodes spectroscopiques (spectrométrie de 
masse) permettent d’attribuer la structure provisoire de ces composés. 
2 Rappel du protocole expérimental 
Après une extraction éthanolique, la fraction de saponines des différents organes des différentes 
espèces d’Asparagus a été purifiée par une cartouche Sep-Pack C-18. La cartouche a été éluée 
avec des pourcentages croissants d'éthanol dans un mélange eau : eau (20 ml), EtOH à 20% (60 
ml), EtOH à 40% (20 ml) et EtOH à 96% (20 ml). La fraction 40% d'EtOH contient des 
saponines. La détermination structurale des saponines se déroule en deux étapes : premièrement 
une analyse chimique préliminaire par l’intermédiaire d’hydrolyses acides et alcalines des 
fractions saponines des organes de différentes espèces d’Asparagus, permettant d’obtenir des 
informations sur la nature de l’aglycone et des sucres qui ont été identifiées par GC-MS. Puis des 
méthodes spectroscopiques (spectrométrie de masse) permettent d’attribuer la structure 




provisoire du composé. L'identification des saponines a été faite par la méthode développée 
précédemment par V'azquez-Castilla et al. 2013a. Cette méthode est basée sur l’analyse du 
spectre de masse en mode négatif et en mode positif par l'application d'une chromatographie 
liquide-spectrométrie de masse (LC-MS). Cette méthodologie a permis la détection de plusieurs 
pics, classifiés selon leur temps de rétention, leur masse moléculaire et leur schéma de 
fragmentation, ainsi que la co-injection avec des saponines de référence authentiques 
préalablement purifiées et identifiées à partir de triguero asparagus (V'azquez-Castilla et al., 
2013a, b). Le schéma de fragmentation a été étudiée à travers les spectres de masse obtenus en 
modes négatif (100 V-) et positif (50V +) et a montré que le profil des saponines des espèces 
spontanées de la Tunisie est similaire à celui décrit dans le turion des différents génotypes de 
triguero asparagus (V'azquez-Castilla et autres2013a, b) et les différentes Asparagus sauvages 
telles que Asparagus pseudoscaber Grecescu, Asparagus maritimus (L.) Mill., Asparagus 
brachiphyllus Turcz., Asparagus prostrates Dumort., et Asparagus officinalis (Jaramillo et al., 
2017).  
3  Résultats 
3.1  Caractérisations des saponines stéroïdiennes des extraits éthanoliques des 
organes des différentes espèces d'Asparagus. 
3.1.1  Détermination structurale 
La détermination structurale des saponines se déroule en deux étapes : premièrement une analyse 
chimique préliminaire par l’intermédiaire d’hydrolyses acides et alcalines, permettant d’obtenir 
des informations sur la nature de l’aglycone et des sucres. Puis des méthodes spectroscopiques 
(spectrométrie de masse) permettent d’attribuer la structure provisoire du composé.  
 Détermination de la nature de l’aglycone. 
Afin de confirmer les aglycones des saponines décrites dans notre étude, une méthode 
spectroscopique (La chromatographie en phase gazeuse couplée à la spectrométrie de masse GC 
/ MS) a été utilisée. Les aglycones stéroïdiens ont été isolés par hydrolyse acide des saponines 
brutes obtenues à partir des différents organes des différentes espèces d'Asparagus ainsi que la 
co-injection avec des aglycones de référence authentique tel que smilagénine, sarsapogénines et 
diosgénine. Le EI-MS des aglycones stéroïdiens obtenus lors de l'analyse par GC / MS a été 
caractérisé par l'apparition d'ions moléculaires (M+ amu) et d'un ion à m / z 139 (pic de base)  




Plusieurs autres ions diagnostiques ont également été observés. Les schémas de fragmentation 
des aglycones stéroïdiens ont été décrits précédemment dans les travaux de Faul et Djerassi, 








Figure 4.1. Chromatogrammes provenant de l'analyse par GC / MS des standards de l’aglycone 














Figure 4.2. Chromatogrammes provenant de l'analyse par GC / MS des standards de l’aglycone 
(A) et des hydrolysats des saponines provenant des feuilles (B), de la tige (C), des fruits (D) et de 














Les saponines ont été purifiées par une méthode en deux étapes. Dans le premier cas, une 
fraction riche en saponine a été préparée par une cartouche Sep-Pack C-18, puis des saponines 
individuelles ont été purifiées par chromatographie préparative de HPLC en phase inverse. Les 
aglycones stéroïdiens ont été obtenus par hydrolyse alcaline des saponines brutes et analysées 
par GC-MS.  
Un seul aglycone a été détecté dans les saponines des différents organes d’A. albus et d’A. 
acutifolius et il a été identifié comme étant la sarsapogénine (Figure 4.1 B et C). Les figure 4.2 
B, C et D montrent l’identification de la sarsapogénine (Pic 2, M 416 amu) et de la diosgénine 
(Pic 3, M 414 amu) en tant qu’aglycone dans l’hydrolysat des saponines brutes des feuilles, des 
tiges et des fruits d’A. stipularis. Cependant, un seul pic a été détecté dans l'hydrolysat des 
saponines brutes du rhizome, correspondant à la sarsapogénine (Pic 2, M 416 amu) (Figure 4.2E 
et Figure 4.3). L’identification de ces aglycones dans les différents organes d’A. albus, d’A. 
acutifolius et d’A. stipularis a été réalisée, en comparant le temps de rétention et le spectre de 




Figure 4.3. Assignation de spectre de masse et de fragmentation des (Pic 2) et (Pic 3) 
Pic 2 Pic 3 




Les trois pics détectés dans l’hydrolysat des saponines brutes des différents organes d’A. 
asparagoides, correspondant à la diosgénine (Pic 3, M+ 414 amu) et deux autres pics qu’ont été 
éluées à 22,27 et 23,68 min (Pic 4 et Pic 5, M+ 412 amu) (Figure 4.4 B) respectivement qui ne 
correspondant à aucun des standards d’aglycones et leurs spectres de masses ont été montrés 

















Figure 4.4. Chromatogrammes provenant de l'analyse par GC / MS des étalons de sapogénine 
(A) et des hydrolysats des saponines provenant de (B) A. asparagoides et assignation de spectre 
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Le poids moléculaire des deux principaux aglycones d'A. asparagoides qui pourraient être des 
isomères, est de 412 Da, ce qui différait de celui de la diosgénine (414 Da) (Figure 4.5A). La 
différence de masse de 2 Da entre la diosgénine et les deux aglycones identifiés implique la 
présence de deux hypothèses possibles, la première hypothèse suggérait que les saponines d’A. 
asparagoides pourraient être considérées comme des saponines stéroïdiennes de type furostane 
(cycle F ouvert), qui possède une double liaison en position C22-C23 et un groupement C20-OH 
sur sa structure, a donné un ion caractéristique pour l’aglycone [aglycone + H] + (m / z 413) 
(Figure 4.5B). Ce type de composé a été élucidé précédemment dans la saponine stéroïdienne 
RS-7 isolée de Dioscorea et la structure de ce composé a été confirmée par spectrométrie de 
masse et des analyses spectroscopiques par RMN 1H et 13C (Wang et al., 2015). La différence 
entre les structures de protodioscine et RS-7 a été conforme avec ceux de saponines d’A. 





Figure 4.5. La différence entre les structures de l’aglycone de protodioscine (A) et de RS-7 (B)  
(Wang et al., 2015) 
Alors que la deuxième hypothèse se proposait que les saponines d’A. asparagoides pourraient 
être considérées comme des saponines stéroïdiennes de type spirostane qui pouvaient être 
considérées comme des saponines avec C27-hydroxy diosgényl. Selon Ju et al. (1994), Juan et 
Jia, (1993) et Liang et al. (2015), les saponines de type C27-hydroxy diosgényle ont été 
également détectées  chez les espèces du genre Smilax. Par rapport aux fragments diagnostiques 
à m / z 433 et 415 dans les saponines de diosgényle (Figure 4.6A), il est raisonnable de déduire 
que les saponines d’A. asparagoides peuvent avoir un substituant hydroxyle en position C-27 




Figure 4.6. La différence entre les structures de l’aglycone de dioscine (A) et de saponines 








 Détermination de la nature des sucres 
Le type de liaison glycosidique a également été analysé pour obtenir plus d'informations sur la 
structure caractéristique des saponines identifiées. Les monosaccharides obtenus après hydrolyse 
des saponines isolées des différentes espèces d’Asparagus ont été identifiés comme étant le 
glucose (hexose), l’arabinose (pentose) et le rhamnose (désoxyhexose) chez A. albus. Cependant, 
le glucose (hexose), le xylose (pentose) et le rhamnose (désoxyhexose) sont présents dans les 
saponines d’A. acutifoluis et A. stipularis. Finalement, la composition en sucres de l'hydrolysat 
des différentes saponines isolées d'A. Asparagoides a montré la présence du glucose et du 
rhamnose. L’identification des monosaccharides dans les saponines de différentes espèces 
d'Asparagus a été confirmée par comparaison avec des standards commerciaux. 
 Détermination de la structure provisoire des saponines 
Les résultats phytochimiques sont obtenus après extraction et quantification par les 
méthodologies décrites dans les pages précédentes. Ainsi que pour l’élucidation structurale des 
composés qui ont été réalisés par l’interprétation des spectres de spectrométrie de masse. Les 
saponines identifiées dans ce travail sont énumérées sous forme de code en fonction de leurs 
espèces respectives. Par exemple, la dénomination ALBSAP-1 représente la première saponine 
interprétée de l’espèce Asparagus albus L.  
 Asparagus albus L. (ALBSAP) 
Les saponines stéroïdiennes sont principalement présentes dans les espèces d'Asparagus et 
peuvent être classées en saponines dérivées d'un aglycone stéroïdien de type spirostanol et/ou 
furostanol s selon leurs squelettes (Vincken et al., 2007). Dans des études antérieures de notre 
laboratoire, un total de douze saponines a été provisoirement identifiées chez les turions d’A. 
officinalis de Huétor-Tájar nommé "Triguero" asparagus (Vázquez-Castilla-Castilla et al., 2013a 
et b) et quatre saponines chez les turions des espèces sauvages d'Asparagus, collectées de 
différents pays en Europe (Jaramillo et al., 2017). Ces saponines ont été identifiées en se basant 
sur leur temps de rétention, leur masse moléculaire et leurs données de modèle de fragmentation 
en mode d’ion negatif et positif et les données présentes dans la littérature.  
La dénomination HTSAP-1 représente la première saponine interprétée chez “Triguero” 
asparagus et WSAP-1 correspond à la première saponine caractérisée chez les Asparagus 
sauvages distribuées en Europe




Tableau 4.1. Saponines identifiées par HPLC-MS (+/-) des extraits éthanoliques des différents organes d’A. albus. 
     Ion moléculaire (m/z)                                                      Schéma de fragmentation 
Saponines TRa(min) MWb Ion Neg  Ion Pos  Mode Neg Mode Pos 
 








ALBSAP-3 19.92 1184 1183[M-H]- 1207[M+Na]+ -Pen1051-Hex889-Pen757-Hex595-Hex433 [-Na-H2O]1167-Hex1005-Pen873-
Pen741-Hex579-Hex417 
















26.43 920 919[M-H]- 943  [M+Na]+ -Hex757-Hex595-Hex433 [-Na-H2O]903-Hex741-Hex579-Hex417 
HTSAP-11 32.01 1050 1049[M-H]- 1073[M+Na]+ -DoHex903-DoHex757-Hex595-Hex433 [-Na-H2O]1033-DoHex887-Hex725-
DoHex579-Hex417 




32.94 904 903[M-H]- 927  [M+Na]+ -DoHex757-Hex595-Hex433 [-Na-H2O]887-Hex725-DoHex579-
Hex417 
ALBSAP-8 37.43 1034 1033[M-H]- 1057[M+Na]+ -Pen901-Hex739-Hex577-Unk433 [-Na-H2O]1017- DoHex871-Hex709-
Unk579-Hex417 
ALBSAP-9 37.74 1048 1047[M-H]- 1071[M+Na]+ -DoHex901-DoHex755-Unk595-Hex433 [-Na-H2O]1031-Hex869- DoHex723- 
DoHex577-Unk417 
ALBSAP-10 42.85 1034 1033[M-H]- 1057[M+Na]+ -Pen901-Hex739-Hex577-Unk433 [-Na-H2O]1017- DoHex871-Hex709-
Unk579-Hex417 




aTR : temps de rétention. bMasse moléculaire. cPen:Pentose. dHex : Hexose. eDoHex : Déoxyhexose.,  fInc: Inconnu, g433/431/417/415:Aglycones. 




46.42 872 871[M-H]- 895[M+Na]+ nd [-Na-H2O]855-DoHex709-Pen577-
Unk417 




Dans le présent travail, seize saponines distinctes ont été identifiées à partir des différents 
organes de la plante d'A. albus, trois d'entre elles, HTSAP-1, HTSAP-2 et HTSAP-11, ont été 
précédemment identifiées chez Triguero asparagus (Vázquez-Castilla-Castilla et al., 2013a et b) 
et une, WSAP-2, a été détecté dans les turions d’Asparagus sauvages (Jaramillo et al., 2017). 
Les douze saponines restantes correspondent à de nouvelles saponines mineures, ALBSAP-1 à 
ALBSAP-12, (Tableau 4.1). Les nouvelles saponines détectées chez A. albus ont été identifiées 
selon leur temps de rétention, leur masse moléculaire et leur modèle de fragmentation et 
comparés avec notre bibliothèque de spectres de saponines isolés de triguero asparagus. On a 
choisi ALBSAP-1 comme un modèle pour analyser leur spectre de masse en mode négatif et en 
mode positif. 
L’analyse du spectre de masse en mode négatif du composé ALBSAP-1 permet d’observer le pic 
de l’ion quasi-moléculaire à m/z 1375 [M-H]- suggérant une masse de 1376 Da. D’autres pics 
des ions fragments ont été observés à m/z 1213 [(M-H)-162]-, 1081 [(M-H)-162-132]-, 919 [(M-
H)-162-132-162]-, 757 [(M-H)-162-132-162-162]-, 595 [(M-H)-162-132-162-162-162]- et 433 
[(M-H)-162-132-162-162-162-162]-  correspondant à la perte d’un hexose (glucose), un pentose 
(arabinose) et de quatre hexoses (glucoses) respectivement. Des informations complémentaires 
du spectre de masse en mode positif montre que ALBSAP-1 possède un pic d'ion pseudo-
moléculaire à m / z 1399 [M + Na] + correspondant à l’aduit de soduim, et un pic d’ion 
moléculaire à m/z 1359 qui correspond à la masse [M-Na-H2O] +. D'autres pics d’ions-fragments 
sont observés à m/z 1197[(M -Na-H2O) – 162]– , 1035 [(M -Na-H2O) – 162–162]–, 873 [(M -
Na-H2O) – 162–162-162]– , 741 [(M -Na-H2O) – 162–162-162-132]– , 579 [(M -Na-H2O) – 
162–162-162-132-162]–  et 417 [(M -Na-H2O) – 162–162-162-132-162-162]–  et suggérant 
l'élimination de cinq hexoses (glucoses) et d’un pentose (arabinose). 
Concernant ALBSAP-1-ALBSAP-12, leurs spectres de masse en mode négatif et positif sont 
présentés dans le tableau 4.1. Ces saponines contenant sarsasapogénine comme aglycone 
confirme par la présence de l’ion à m/z 433 en mode négatif et l’ion à m/z 417 en mode positif et 
diffère uniquement dans la composition de la chaine de sucre.  D’après ces résultats, On peut 
constater que les saponines stéroïdiennes chez A. albus sont principalement de type furostane qui 
sont généralement des glycosides bidesmodiques avec des chaînes de sucre attachées aux 
positions C-3 et C-26 dont un résidu de glucose O-lié par un atome de carbone attaché en 
position C-26 (Sautour et al., 2007 ; Debella et al., 1999). 




ALBSAP-5 et ALBSAP-2 ainsi que ALBSAP-10 et ALBSAP-8 sont deux différents isomères 
identifiés chez A. albus avec des ions pseudo-moléculaires à m / z 1213 et à m/z 1033 
respectivement. Chaque isomère possède des temps de rétention différent mais des ions pseudo-
moléculaires et des modèles de fragmentations similaires. 
 A. acutifolius L (ACSAP) 
D’après le tableau 4.2, six saponines ont été identifiées dans les différents extraits d’A. 
acutifolius, trois d'entre elles (HTSAP-1, HTSAP-3 and HTSAP-6) ont été précédemment 
identifiées chez Triguero asparagus (V'azquez-Castilla et al., 2013a) et trois autres saponines 
ont été identifiées en tant que nouvelles structures (de ACSAP -1 à ACSAP -3).  
ACSAP -1 présente le même poids moléculaire et le même modèle de fragmentation que 
HTSAP-1 (Vázquez-Castilla et al., 2013a), mais possède des temps de rétentions différents 
(tableau 20). Cette saponine a été détectée dans les différents organes d’A. Acutifolius, à 
l’exception du rhizome, qui présente un pic d’ion quasi-moléculaire en mode d’ion négatif à m 
/ z 1051 [M-H] -. D'autres pics des ions fragments ont été observés à m / z 919, 757, 595 et 433, 
résultant de pertes consécutives d’un pentose et de trois hexoses. Dans le spectre de masse en 
mode d’ion positif, il a montré que les ions à m / z 1075 (adduit de sodium), m / z 1035 (perte 
d’une molécule H2O) et m / z 873, 711, 579 et 417 correspondant à la perte d’un hexose, d’un 
hexose, d’un pentose et d’un hexose, respectivement (Tableau 4.2).  
ACSAP-2 et ACSAP-3 ont été détectés uniquement dans le rhizome et en très petites quantités, 
respectivement 3% et 5% de la teneur totale en saponine. Selon le poids moléculaire et le 
modèle de fragmentation de ACSAP -2 et ACSAP -3, ils pourraient être similaires à ceux 
décrits dans les rhizomes d’A. acutifolius par Sautour et ces collaborateurs ayant une 
hydroxysarsapogénine comme aglycone (Sautour et al., 2007) (Tableau 4.2)  
ACSAP-2 présente un ion pseudo-moléculaire à m / z 887 [M-H] - et des ions à m / z 755, 593 
et 431, correspondant à la perte de deux hexoses et d'un pentose. Le spectre en mode d’ion 
positif montre un ion à m / z 911 (adduit de sodium), m / z 871 (perte d’une molécule H2O) et 
m / z 709, 577 et 415, correspondant à la perte d’un hexose, d’un pentose et d’un hexose, 
respectivement (Tableau 4.2).  
ACSAP-3 en mode d’ion positif et négatif est compatible avec une saponine contenant deux 
pentoses et un hexose. En mode d’ion négatif, un pic d’ion pseudo-moléculaire à m / z 857 [M-
H]-, indiquant un poids moléculaire de 858, a été observé. D'autres pics ioniques ont également 




été observés, tels que m / z 725, 593 et 431, qui correspondent à la perte d'un pentose, d'un 
pentose et d'un hexose respectivement. Dans le cas de mode d’ion positif, il a montré des ions à 
m / z 881 (adduit de sodium), m / z 841 (perte d’une molécule H2O) et m / z 709, 577 et 415, 
ce qui correspond à la perte d'un pentose, d'un pentose et d'un hexose, respectivement (Tableau 
4.2) 
. 




Tableau 4.2. Saponines identifiées par HPLC-MS (+/-) des extraits éthanoliques des différents organes d’A. acutifoluis. 
        Ion moléculaire (m/z)                                                      Schéma de fragmentation 
Saponines TRa(min) MWb Ion Neg  Ion Pos  Mode Neg Mode Pos 
 
HTSAP-1 24.72 1052 1051[M-H]- 1075[M+Na]+ Pen919-Hex757-Hex595-Hex433 [-Na-H2O]1035-Hex873-Hex711-
Pen579-Hex417 
ACSAP-1 27.20 1052 1051[M-H]- 1075[M+Na]+ Pen919-Hex757-Hex595-Hex433 [-Na-H2O]1035-Hex873-Hex711-
Pen579-Hex417 
HTSAP-3 29.37 1022 1021[M-H]- 1045[M+Na]+ Pen889-Pen757-Hex595-Hex433 [-Na-H2O]1005-Pen873-Hex711-
Pen579-Hex417. 




ACSAP-2 42.24 888 887[M-H]- 911[M+Na]+ Pen755-Hex593-Hex431 [-Na-H2O]871-Hex709-Pen577-Hex415 
ACSAP-3 44.10 858 857[M-H]- 881[M+Na]+ Pen725-Pen593-Hex431 [-Na-H2O]841-Pen709-Pen577-Hex415 
 
 
aTR : temps de rétention. bMasse moléculaire. cPen:Pentose. dHex : Hexose. eDoHex : Déoxyhexose., fInc: Inconnu, g433/431/417/415: Aglycones 
 
 




 A. stipularis L. (STIPSAP) 
Sur la base de la masse moléculaire, de l’ion fragment, des temps de rétention et des structures 
des saponines stéroïdiennes décrits précédemment dans la littérature, six saponines ont été 
identifiées provisoirement à partir des extraits d'A. stipularis. Parmi eux, quatre saponines, 
STIPSAP-1, STIPSAP-2, STIPSAP-3 et STIPSAP-4, ont été identifiés pour la première fois chez 
A. stipularis, en tant que nouvelles structures (Tableau 4.3). Le pic majeur détecté dans les 
feuilles, les tiges et le fruit, STIPSAP-2, qui n'avait pas été décrit auparavant chez Asparagus, 
était provisoirement identifié par une combinaison des temps de rétention (tR) et des spectres de 
masse obtenus par LC-MS. Cependant, la principale saponine des rhizomes est la WSAP-4, qui a 
également été décrite comme la saponine la plus abondante chez A. maritimus de Venise, A. 
pseudoscaber et A. brachiphyllus (Jaramillo et al., 2017) (Tableau 4.3). 
STIPSAP-1 en mode d’ion positif et négatif est compatible avec une saponine contenant deux 
pentoses (xylose) et deux hexoses (glucose). En mode d’ion négatif, un pic d’ion pseudo-
moléculaire à m / z 1019 [M-H]-, indiquant un poids moléculaire de 1020, a été observé. D'autres 
pics ioniques ont également été observés, tels que m / z 887, 755 et 431, qui correspondent à la 
perte d'un pentose, d'un pentose, d'un hexose et d’un hexose respectivement. Dans le cas de 
mode d’ion positif, il a montré des ions à m / z 1043 (adduit de sodium), m / z 1003 (perte d’une 
molécule H2O) et m / z 871, 709, 577 et 415, ce qui correspond à la perte d'un pentose (xylose), 
d'un hexose (glucose), d'un pentose (xylose) et d'un hexose (glucose), respectivement (Tableau 
4.3). 
STIPSAP-2 et STIPSAP-3 pourraient être deux isomères possèdant la même masse moléculaire 
et le même modèle de fragmentation mais ils présentent un temps de rétention différent. Parmi 
ces deux isomères, STIPSAP-2 est la principale saponine des extraits des feuilles, des tiges et des 
fruits d'A. Stipularis. Cependant, STIPSAP-3 représente environ 10% de la teneur totale en 
saponines dans les différents organes d’A. stipularis. Les spectres de masse de STIPSAP-2 et 
STIPSAP-3 en mode d’ion négatif ne présentent aucun ion de fragmentation. Cependant, dans le 
spectre de masse en mode d’ion positif, elles présentent les ions à m / z 859 (une molécule se 
forme avec du sodium), m / z 819 (perte d’une molécule H2O) et m / z 657, 511 et 415 
correspondants à la perte d'un hexose, d'un désoxyhexose et de 96 unités respectivement 
(Tableau 4.3). 
STIPSAP-4 présente, en mode d’ion négatif, un pic de l’ion quasi-moléculaire à m / z 841 [MH] 
-, indiquant un poids moléculaire de 842. D'autres pics des ions fragments ont été observés à m / 




z 709 et 577 correspondants à la perte de deux pentoses. Le spectre de masse en mode d’ion 
positif montre un pic d’ion pseudo-moléculaire à m / z. 895 [M + Na]+ (l’aduit de soduim) et 843 
[M + H] +( l’ion pseudo-moléculaire). D'autres pics d'ions fragments ont également été observés 
à m / z 711, 579 et 417 correspondants à la perte d'un pentose, d'un pentose et d'un hexose 
respectivement (Tableau 4.3). 
 




Tableau 4.3. Saponines identifiées par HPLC-MS (+/-) des extraits éthanoliques des différents organes d’A. stipularis 
 
aTR : temps de rétention. bMasse moléculaire. cPen:Pentose. dHex : Hexose. eDoHex : Déoxyhexose.,  fInc: Inconnu, g433/431/417/415:Aglycones. 
     Ion moléculaire (m/z)                                                      Schéma de fragmentation 
Saponines TRa(min) MWb Ion Neg Ion Pos Mode Neg Mode Pos 
 


















STIPSAP-2 37.12 836 835[M-H]- 859[M-Na]+ nd [-Na-H2O]819-Hex657- eDoHex511-
fUnk415 
WSAP-4 37.59 838 837[M-H]- 861[M-Na]+ nd [-Na-H2O]821-Hex659- DoHex513-
Unk417 
STIPSAP-3 43.01 836 835[M-H]- 859[M-Na]+ nd [-Na-H2O]819-Hex657-DoHex511-
Unk415 
STIPSAP-4 48.75 842 841[M-H]- 865[M-Na]+ Pen709-Pen577 [M-H]+843-Pen711-Pen579-Hex417 




 A. asparagoïdes L (ASPSAP) 
Pour A. asparagoïdes, les structures des saponines ont été provisoirement établies selon les 
règles générales de fragmentation et le comportement chromatographique des saponines 
stéroïdiennes résumées ci-dessus. Dans les chromatogrammes des extraits éthanoliques, il y avait 
neuf pics inconnus. Les temps de rétention et les poids moléculaires de ceux-ci sont absolument 
différents de ceux qui ont été identifiés chez les autres espèces d'Asparagus ainsi que leur 
aglycone comme nous l'avons confirmé précédemment, mais leurs principales fragmentations 
sont extrêmement similaires à celles des saponines stéroïdiennes. 
En mode d’ion négatif, certaines saponines n’ont été générées que l'ion déprotoné [M - H]- et 
avec une certaine fragmentation. En mode d’ion positif, toutes les saponines présentent des ions 
quasi moléculaires [M + Na]+ et [M-Na-H2O]+, ainsi que des ions présentant une fragmentation 
riche en caractéristiques structurelles. La détection sensible des saponines a pu être réalisée en 
mode ions positifs, tandis que la caractérisation structurale a été réalisée en utilisant les données 
à la fois des ions positifs et des ions négatifs. 
Les neuf composés ont été provisoirement identifiés et énumérés ASPSAP-1-ASPSAP-9 qui 
résume les spectres de masse pour les molécules protonées de neuf constituants en mode négatif 
et positif, ainsi que les informations de spectrométrie de masse. 
Comme le montre la figure 4.7A, ASPSAP-1 a été éluée à 20,28 min. Il a montré un ion quasi-
moléculaire à [M-H]- à m / z 1063 suggérant une masse de 1064.  D’autres pics d’ions fragments 
ont été observé à m/z 901 [(M−H) −162]-, m/z 757 [(M−H) −162 –C8H16O2]-, m/z 
611[(M−H)−162–C8H16O2–146]- et m/z 465 [(M−H)−162–C8H16O2–146–146]- corresponds à la 
perte d’un glucose, d’un 144 Da (un glucose qui perd une molécule d’eau (gluc-H2O), d’un 
deoxyhexose et d’un deoxyhexose, respectivement. L'élimination de 144 Da (formule C8H16O2) 
pourrait être produite par clivage de l’anneau E de l'aglycone. Le pic observé à m/z 465 pourrait 
correspondre au pic de l’ion pseudo-moléculaire de l’aglycone. Le spectre en mode positif 
montre des ions à m / z 1087 [M + Na] + correspondant au produit d’adduit que la molécule 
forme avec le sodium, m / z 1047 [M + H− H2O] + produit de déshydratation typique d’un 
glycoside de type furostanol, et m / z 901 [(M+H)-rha-H20] +, 755 [(M+H)-2rha-H20] +, 593 
[(M+H)-2rha-gluc-H20]+, 431 [(M+H)-2rha-2gluc -H2O]+ et 413 [(M+H)-2rha-2gluc-2H2O]+ 
correspondant respectivement à la perte d'un désoxyhexose (rhamnose), d'un désoxyhexose 
(rhamnose), d'un hexose (glucose), d'un hexose (glucose) et d'une molécule d'eau, comme 
proposé sur la figure 4.7B. 





Figure 4.7. Spectre de masse (ESI) d'ASPSAP-1 en mode négatif (100 V-) (A) et positif (50 V +) 
(B). Les flèches indiquent la perte de fractions monosaccharidiques uniques. 
Le pic ASPSAP-2 à 21,143 min produit un ion protoné mineur [M + Na]+ à m / z 1103 et un 
fragment dominant [M+H - H2O]+ à m / z 1063 dans le spectre des ions positifs, avec un ion 
déprotoné [M - H]- à m / z 1079 dans le spectre d'ions négatifs, indiquant un poids moléculaire de 
1080 Da. En mode négatif, d'autres ions de fragment ont été observés à m / z 917, 773 et 611 
correspondant à la perte d’un glucose, un glucose et une molécule d’eau (144 Da= glc-18) et un 
autre glucose respectivement (Figure 4.8A). En mode positif, les ions observés à m / z  901 [(M 
+ H)- glc- H20]+, 755 [(M + H)-glc- rha- H20]+, 593 [(M + H)-2glc-rha-H20]+, 431 [(M + H)-
3glc-rha-H20]+, 413 [(M + H)-3glc-rha-2H2O]+ et 395 [(M + H)-3glc-rha-3H2O]+ correspondant 




à la perte successive de trois unités de glucose, une seul unité de rhamnose et de trois unités 
d'eau. Les spectres de masse et le modèle de fragmentation proposé pour ASPSAP-2 sont 
présentés sur la figure 4.8B.  
 
Figure 4.8. Spectre de masse (ESI) d'ASPSAP-2 en mode négatif (100 V-) (A) et positif (50 V +) 
(B). Les flèches indiquent la perte de fractions monosaccharidiques uniques. 
ASPSAP-3 a été élué à 22,43 min. Il a montré un ion quasi-moléculaire [M-H]- à m / z 917 
suggérant une masse de 908.  D’autres pics d’ions fragments ont également été observés à m/z 
755 [(M−H)−162]-, m/z 611 [(M−H)−162–C8H16O2]- et m/z 465 [(M−H)−162–C8H16O2–
146]- correspondant à la perte d’un glucose, d’une molécule 144 Da (un glucose qui perd une 
molecule d’eau (gluc-H2O), et d’un rhamnose, respectivement (Figure 4.9A). 




ASPSAP-3 a donné également un ion [M + Na] + à m / z 941 et un ion [M-Na-H2O]+ à m / z 901 
en mode ions positifs. L'ion fragments à m / z 755 et 593 a été formé par la perte d'une unité 
rhamnosyle et d'une unité glycosyle de m/z 901 [M + H-H20] +. L'ion de fragment à m/z 431 a 
été produit par clivage de toutes les unités glycosyles. (Comprenant deux unités glucosyle et une 
unité rhamnosyle). L’autre ion de fragment en m/z 413 a été formé par la perte d’une molécule 
d'eau de l'ion m/z 431 (Figure 4.9B) 
 
Figure 4.9. Spectre de masse (ESI) d'ASPSAP-3 en mode négatif (100 V-) (A) et positif (50 V +) 
(B). Les flèches indiquent la perte de fractions monosaccharidiques uniques 
Le spectre de masse ESI (en mode négatif) d’ASPSAP-4 éluée à 24.41 min montre le pic de l’ion 
quasi-moléculaire à m/z 1105 [M-H]-, indiquant un poids moléculaire de 1106 Da. D'autres 
importants pics de fragments d'ions à m/z 1063, 901, 757 et 611 ont également été observés, 




correspond à la perte d’un d'un groupe acétyle (C2H3O), d’un glucose, d’un glucose, d’un 
rhamnose et une molécule d’eau (Figure 4.10A). En mode d’ion positif, l'ion observé à m / z 
1129 correspond à l'addition de sodium et l'ion à m / z 1089 correspond à la perte d'une molécule 
d'eau. Autres ions fragments à m / z 909 [(M + H)-glc]+, 721 [(M + H)-glc–rha+42]+, 575 [(M + 
H)-gluc-2rha+42]+, 431 [(M + H)-2rha-2gluc+42] + et 413 [(M + H)-2rha-2gluc-H2O]+ ont été 
attribués à la perte séquentielle de deux rhamnoses, de deux glucoses, d’une olécules d'eau et à 
l'addition d'un groupe acétyle (42 Da) comme proposé à la figure 4.10B.  
 
Figure 4.10. Spectre de masse (ESI) d'ASPSAP-4 en mode négatif (100 V-) (A) et positif (50 V 
+) (B). Les flèches indiquent la perte de fractions monosaccharidiques uniques 
Les modifications qui ont eu lieu dans le squelette de la saponine donnent lieu à une diversité 
structurelle encore plus grande, telles que l’addition de groupes liés à un acyle ou à un éther 
dérivé d’acides organiques (par exemple l’avénacine A-1, la chromosaponine I, l’avicine D et le 
QS21)  




(Begley et al., 1986 ; Kudou et al., 1993 ; Yoshikawa et al., 2005 ; Germonprez et al., 2004 ; 
Zou et al., 2005). 
Dans le spectre en mode d'ions négatifs, ASPSAP-5 a été élue à 25,59 min, l'ion moléculaire 
déprotoné [M-H]- à haute abondance est à m / z 997, avec un poids moléculaire de 998. Pendant 
la fragmentation de l'ion [M + H]- à m / z 997, l'ion produit à m / z 691 a été observé avec la 
différence de masse qui ont été séparée de 306 Da, impliquant la perte d'une unité glucosyle et 
d'un residue C8H16O2 correspond à 144 Da  (un glucose qui perd une molécule d’eau (gluc-
H2O). (Figure 4.11A).  
 
Figure 4.11. Spectre de masse (ESI) d'ASPSAP-5 en mode négatif (100 V-) (A) et positif (50 V 
+) (B). Les flèches indiquent la perte de fractions monosaccharidiques uniques 
En mode d’ion positif, l'ion observé à m / z 1021 [M+Na]+ correspond à l'addition de sodium et 
l'ion à m / z 981[M-Na-H2O]+ correspond à la perte d'une molécule d'eau. Autres ions fragments 
à m / z 901[(M + H)-H2O-80]+, 739 [(M + H)-glc-H2O-80]+, 593 [(M + H)-glc-rha-H2O-80]+, 




431 [(M + H)-2glc-rha-H2O-80]+, 413 [(M + H)-2glc-rha-2H2O-80]+ et 395 [(M + H)-2glc-rha-
3H2O-80]+ ont été affectés à la perte séquentielle de deux glucoses, un rhamnose, d'une 
molécule de [SO3]− et à la perte successive ou simultanée de molécules d'eau, comme proposé 
dans la figure 4.11B.  
La figure 4.12A montre les spectres en mode négatif de l'ASPSAP-6 élué à 27,74; en plus de 
l’ion moléculaire [M - H]- à m / z 851, l’ion à m / z 545 correspondait à la perte de 306 Da, 
résultant de pertes consécutives d’une unité glucosyle et d’un C8H16O2 (un glucose qui perd 
une molécule d’eau)  
 
Figure 4.12. Spectre de masse (ESI) d'ASPSAP-6 en mode négatif (100 V-) (A) et positif (50 V 
+) (B). Les flèches indiquent la perte de fractions monosaccharidiques uniques 
Un seul pic d’ions fragment a été observés à m/z 545 [(M−H) −306] correspondant à la perte 
d’un hexose et et d'un residue C8H16O2 correspond à 144 Da.  En (+) ESI-MS, il a généré un 
ion protoné [M + Na]+ à m / z 921 et un fragment dominant [M + Na - H2O]+ à m / z 835.  




Cinq ions de fragments principaux à m / z 755, 593, 431, 413 et 395 ont été observés à partir de 
l’ion à m / z 835 correspond à la perte séquentielle d'une unité [SO3]−, de deux unite hexose et 
trois molecules d'eau. De même, dans le spectre du mode positif (Figure 4.12B), des ions sont 
apparus à m / z 921 (molécule d'addition qui se forme avec le sodium), à m / z 835 (perte d'une 
molécule de H2O) et des ions à m / z 755, 593, 431, 413 et 395 correspond à la perte séquentielle 
d'une unité [SO3] -, de deux unités hexose et de deux molécules d'eau.  
ASPSAP-7 élue à 43,31 min a montré un ion [M + H]- à m / z 899 et [M + Na] + et [M-Na-H2O] 
+ ion à m / z 923 et 883 respectivement. En mode d’ion négative, D’autres pics des ions 
fragments ont été observés à m/z 737 [(M−H)−162]–correspondant à la perte d’un hexose 
(Figure 4.13A) . 
 
Figure 4.13. Spectre de masse (ESI) d'ASPSAP-7 en mode négatif (100 V-) (A) et positif (50 V 
+) (B). Les flèches indiquent la perte de fractions monosaccharidiques uniques 
En mode d’ion positif, ASPSAP-7 a généré un ion protoné [M + Na]+ à m / z 923 et un fragment 
dominant [M + Na - H2O]+ à m / z 883. Autres série d'ions à m / z 721 [(M + H)-glu-H20] +, 
575 [(M + H)-glu-rha-H20] +, 431 [(M + H)-2glu -rha] +, 413 [(M + H)-2glu -rha -H2O] + et 395 




[(M + H)-2glu -rha-2H2O] + ont été générés par perte consécutive de Rhamnosyl (146 Da),deux 
glycosyl, unités (162 Da) et deux molécules d'eau (Figure 4.13B). 
L’analyse du spectre de masse en mode négatif du ASPSAP-8 élue à 43,48 montre le pic de l’ion 
quasi-moléculaire à m/z 883 [M−H]− suggérant une masse moléculaire de 884 Da. D’autres pics 
d’ions fragments ont été observés à m/z 737 [(M−H)−146]− , m/z 429 [(M−H)−146−146−162]− , 
correspondent à la perte de deux deoxyhexoses (rhamnoses) et d’un hexose (glucose) 
respectivement (Figure 44A).  
 
Figure 4.14. Spectre de masse (ESI) d'ASPSAP-8 en mode négatif (100 V-) (A) et positif (50 V 
+) (B). Les flèches indiquent la perte de fractions monosaccharidiques uniques 
En mode d’ion positif, ASPSAP-8 a généré un ion protoné [M + Na]+ à m / z 907 et un fragment 
dominant [M + Na - H2O]+ à m / z 867. Autres ions fragments à m / z 721 [(M + H)-rha-H20]+, 
575 [(M + H)-2rha-H20]+, 431 [(M + H)-2rha–glu]+ et 413 [(M + H)-2rha–glu-H20]+ ont été 




affectés à la perte séquentielle de deux rhamnoses, un glucose et à la perte d’une molécules d'eau 
(Figure 4.14B).  
Le pic ASPSAP-9 élue à 45,63 min produit un ion protoné mineur [M + Na] + à m / z 761 et un 
fragment dominant [M + Na - H2O]+ à m / z 721 dans le spectre des ions positifs, avec un ion 
déprotoné [M-H]- à m / z 737 dans le spectre d'ions négatifs, indiquant un poids moléculaire de 
738 Da. Autres ions fragment à m / z 575 [(M + H)- rha -H2O]+, 431 [(M + H)- rha- glc]+, 413 
[(M + H)- rha-glc - H20] + et 395 [(M + H)- rha - glc - 2H2O]+ ont été affectés à la perte 
séquentielle d’un rhamnose, un glucose et à la perte successive ou simultanée de molécules 
d'eau, comme proposé dans la figure 4.15. 
 
Figure 4.15. Spectre de masse (ESI) d'ASPSAP-9 en mode négatif (100 V-) (A) et positif (50 V 
+) (B). Les flèches indiquent la perte de fractions monosaccharidiques uniques 
 
 




3.1.2 Comparaison quantitative des saponines de différents organes des différentes 
espèces d'Asparagus. 
Le contenu des constituants chimiques sont toujours influencés par divers facteurs tels que le lieu 
d'origine, l'année de croissance, et la saison de récolte. Pour évaluer la variation de la teneur en 
saponines dans les différents organes (feuilles, tiges, fruits et rhizomes) des différentes espèces 
d'Asparagus, nous avons spécialement collecté la plante entière pour l'étude comparative. Les 
résultats ont montré que les saponines sont présentées dans tous les organes des espèces 
d'Asparagus étudiées, mais à des niveaux variés. Les rhizomes et les fruits des toutes les espèces 
analysées présentent les plus forts teneurs en saponines soient respectivement 82354 et 64785 
mg / Kg MS dans A. albus, 38370 et 11374 dans A. acutifoluis, 55688 et 53610 mg / kg MS dans 
A. stipularis et 40522 mg / kg MS dans A. asparagoides. Les fruits d'A. asparagoïdes n'ont pas 
été analysés (Tableaux 4.4, 4.5, 4.6 et 4.7). Les feuilles contiennent également une quantité 
importante de saponines dont la teneur totale la plus élevée a été trouvée chez A. albus soit 
34908 mg/Kg MS comparée à celles d’A. stipularis 21589 mg/Kg MS, d’A. asparagoides s 
15509 mg/kg MS et d’A. acutifoluis 7801 mg/Kg MS. Les tiges ont les teneurs totales en 
saponines les plus faibles chez A. albus et A. acutifolius. Alors que pour A. stipularis et A. 
asparagoides, les teneurs de la tige en saponines sont respectivement 27446 et 10564 mg/Kg de 
MS. 
D’après le tableau 4.4, les résultats montrent que la teneur totale en saponines dans les rhizomes 
et les fruits d’A. albus est à peu près deux fois plus élevée que celle des feuilles et 31 fois que 
celle des tiges. HTSAP-1, ALBSAP-2 et ALBSAP-12 représentent les saponines majeures dans 
les rhizomes, elles représentent respectivement 34%, 20% et 18% de la teneur totale en 
saponines. Les autres saponines représentent des pourcentages entre 0.2% à 8% des teneurs en 
saponines totales.  
Concernant les extraits des fruits, HTSAP-9, WSAP-2 et HTSAP-2 sont les saponines 
principales dont leurs teneurs sont respectivement de l’ordre de 33% 20% 14% de la teneur totale 
en saponines (Tableau 4.4). Ces trois saponines ont été décris précédemment dans triguero 
asparagus et les espèces européenes d’Asparagus sauvage (Vazquez-Castilla et al., 2013b, 
Jaramillo et al., 2017). Cependant, ALBSAP-6 et ALBSAP-9 ont été provisoirement identifiées 
pour la première fois dans les fruits et leurs teneurs totales en saponines sont d’environ 11% 
(Tableau 4.4). Pour les autres cinq saponines, ALBSAP-2, ALBSAP-7, ALBSAP-8, ALBSAP-
10 et ALBSAP-11, les teneurs sont relativement faibles entre 0,3% et 5% ont été détectées dans 
les fruits (Tableau 4.4). 




Tableau 4.4. Teneur en saponines des extraits éthanoliques des feuilles, des tiges, des fruits et 

































Les données exprimées en mg / kg de poids sec sont la moyenne de trois réplicats. 
Les résultats correspondent à la moyenne ± écart type de trois réplicats. 
Différentes lettres dans la même rangée signifient qu'il y a des différences significatives (p 
<0,05). nd, non détecté. 
HTSAP-9, WSAP-2 et ALBSAP-6 sont les saponines majeures des feuilles avec des teneurs 
respectivement 56%, 22% et 13% et de la teneur totale en saponines. Les deux premières 
saponines ont été décrites précédemment dans d’autres espèces d’Asparagus (Vázquez-Castilla 
Saponines Feuilles Tiges Fruits Rhizomes 
ALBSAP-1 nd nd nd 1815.3±39.26 
2% 














ALBSAP-5 nd nd nd 3424.0±26.11 
4% 



















































ALBSAP-10 nd nd nd 6659.5±370.9 
8% 
ALBSAP-11 nd nd nd 2628.6±144.4 
3% 







32694.4±1287.6 2269.5±115.1 64784.9±1062.6 82353.9±213.5 




et al., 2013a ; Jaramillo et al., 2017) et l’autre saponine, ALBSAP-6, est une nouvelle saponine 
dans les feuilles. Les autres saponines représentent des pourcentages très faibles entre 0.1 et 2% 
des teneurs des saponines totales. Les tiges présentent les plus faibles teneurs en saponines 
individuelles et nous avons détecté que cinq saponines dont HTSAP-1 représentant la saponine 
majeure, soit environ 28% de la teneur totale des saponines. ALBSAP-12, HTSAP-9, ALBSAP-
6 et le HTSAP-2 sont aussi en quantité importantes dans les tiges, leurs teneurs sont 
respectivement 21%, 19%, 18% et 15% (Tableau 4.4).  
Dans les extraits d'A. Acutifoluis, Les résultats présentés dans le tableau 23 montrent que les 
rhizomes présentent les plus fortes teneurs en saponines soit 34430 mg/kg MS comparée à celles 
des fruits, des feuilles et des tiges (10649, 7120 et 1419 mg/kg MS respectivement). La teneur 
totale en saponines dans les rhizomes est 3 fois plus élevée que celle des fruits, 5 fois que celle 
des feuilles et 25 fois que celle des tiges (Tableau 4.5).  
Tableau 4.5. Teneur en saponines des extraits éthanoliques des feuilles, des tiges, des friuts et 
des rhizomes d’A. acutifolius calculée à partir de l'ion moléculaire de l'aire du pic. 
Les données exprimées en mg / kg de poids sec sont la moyenne de trois réplicats. 
Les résultats correspondent à la moyenne ± écart type de trois réplicats. 
Différentes lettres dans la même rangée signifient qu'il y a des différences significatives (p 
<0,05). nd, non détecté. 
On constate que pour les feuilles, les fruits et les tiges, HTSAP-6 représente la saponine majeure 
dans les trois organes, elle représente respectivement environ 75%, 63% et 59% de la teneur 
totale des saponines (Tableau 4.5). Cette saponine était précédemment décrite chez triguero 
asparagus (Vázquez-Castilla et al., 2013a). En outre, une nouvelle saponine mineure, ACSAP-1, 
représente 25%, 16% et 12% dans les extraits des fruits, des tiges et des feuilles. Pour HTSAP-1 
les teneurs sont respectivement, 18%, 7% et 2% pour les tiges, les feuilles et les fruits. En ce qui 


































nd nd nd 928.9±39.6 
3% 
ACSAP-3 nd nd nd 1704.02±134.3 
5% 
Teneur totale en 
saponines 
7120.4±20.9b 1418,6±72.9a 10648.7±563.4c 34430.8±1353.2d 




concerne HTSAP-3, les teneurs représentent respectivement 7%, 5% et 4% de la teneur totale 
des tiges, des feuilles et des fruits (Tableau 4.5). Les extraits éthanoliques des rhizomes 
constituent principalement de trois saponines majeures, décrit précédemment dans triguero 
asparagus, HTSAP-3, HTSAP-1, et HTSAP-6 (Vázquez-Castilla et al., 2013a). Ces trois 
saponines représentent respectivement environ 47%, 24% et 21% de la teneur totale des 
saponines. Les autres saponines représentent des pourcentages entre 3% et 5% des teneurs des 
saponines totales (Tableau 4.5).  
Les résultats dans le tableau 4.6 montrent que la teneur totale en saponines dans les rhizomes 
d’A. stipularis comme pour les autres espèces est plus élevée que dans les fruits, les feuilles et 
les tiges.  
Tableau 4.6. Teneur en saponines des extraits éthanoliques des feuilles, des tiges, des fruits et 
des rhizomes d’A. stipularis calculée à partir de l'ion moléculaire de l'aire du pic. 
Les données exprimées en mg / kg de poids sec sont la moyenne de trois réplicats. 
Les résultats correspondent à la moyenne ± écart type de trois réplicats. 
Différentes lettres dans la même rangée signifient qu'il y a des différences significatives (p 
<0,05). nd, non détecté. 
De même, STIPSAP-3 est la saponine majeure pour les feuilles et les tiges et pour les fruits avec 
respectivement 60% et 37% de la teneur totale en saponines totaux, cependant que cette saponine 
est absente dans les rhizomes. Pour les rhizomes, STIPSAP-4 est la saponine prédominent avec 
58% de la teneur totale en saponines. STIPSAP-4 a été détecté également dans les feuilles, les 
tiges et les fruits et a un pourcentage très important environ 33%, 28% et 31% de la teneur totale 
des saponines respectivement. Pour STIPSAP-5 les teneurs sont respectivement 11%, 9% et 8% 
pour les tiges et les fruits, pour les feuilles et pour les rhizomes (Tableau 4.6). STIPSAP-2 et 
STIPSAP-6 sont en quantité importante dans les fruits et les rhizomes. Cependant ses deux 
Saponine Feuilles Tiges Fruits Rhizomes 


















































saponines sont absentes dans les tiges et les feuilles. STIPSAP-1 n’a été trouvé que dans les tiges 
et les fruits et a un pourcentage faible soit 1% et 7% respectivement (Tableau 4.6). 
Comme nous l'avons montré dans les autres espèces, les rhizomes d'A. Asparagoïdes ont des 
teneurs plus élevées en saponines soit 40522 mg / kg MS que celles des teneurs des feuilles soit 
15509 mg / kg MS et des tiges soit 10564 mg / kg MS (Tableau 4.7).  
Tableau 4.7. Teneur en saponines des extraits éthanoliques des feuilles, des tiges, des fruits et 
des rhizomes d’A. asparagoides calculée à partir de l'ion moléculaire de l'aire du pic 
Les données exprimées en mg / kg de poids sec sont la moyenne de trois réplicats. 
Les résultats correspondent à la moyenne ± écart type de trois réplicats. 
Différentes lettres dans la même rangée signifient qu'il y a des différences significatives (p 
<0,05). nd, non détecté, na, non analysé 
Les résultats de tableau 4.7 montrent que pour les feuilles et les tiges, trois saponines principales 
ont été détectées ; ASPSAP-1, ASPSAP-3 et ASPSAP-5. Parmi eux, ASPSAP-3 est la saponine 
majeure des feuilles avec 61% de la teneur totale en saponines. Pour les tiges, les deux 
saponines, ASPSAP-1 et ASPSAP-3 représentent respectivement 34% et 28% des teneurs en 
saponines totaux. ASPSAP-5 n’est représenté que dans les extraits des feuilles et des tiges soit 
15% de la teneur totale en saponines. 
ASPSAP-1 est la saponine majoritaire dans les tiges (34%). La teneur en ASPSAP-5 est la plus 
faible, 2339 mg / kg MS dans les feuilles et 1622 mg / kg MS dans les tiges. ASPSAP-4 a été 























ASPSAP-6 nd nd na 1500.01±72.9 
4% 
ASPSAP-7 nd nd na 7104.7±493.4 
18% 
ASPSAP-8 nd nd na 5195.2±54.2 
13% 
ASPSAP-9 nd nd na 1902.3±97.01 
5% 
Teneur totale en 
saponines 
15508.6±934c 10564.3±109b na 38696.5±1683.2a 




détectée dans les tiges avec un pourcentage important de l’ordre 22% de la teneur totale en 
saponines et absent dans les feuilles (Tableau 4.7). Huit saponines ont été détectées dans les 
rhizomes. ASPSAP-4 représente la saponine prédominant dans cet organe, il représente environ 
54% de la teneur totale des saponines. En plus de ASPSAP-4, ASPSAP-7 et ASPSAP-8 ont été 
également détectées dans les rhizomes avec des quantités importante soient respectivement 18% 
et 15% des teneurs en saponines totaux. Les cinq saponines, ASPSAP-2, ASPSAP-6, ASPSAP-
7, ASPSAP-8 et ASPSAP-9 ne sont représentés que dans les rhizomes et absent dans les autres 
organes (Tableau 4.7). 
4 Discussion  
À cote des composés phénoliques, d’autres molécules à intérêt biologique tel que les saponines 
ont été identifiées dans les différentes organes des quatre espèces d’Asparagus. Les saponines 
sont des glycosides naturels de triterpènes ou de stéroïdes qui présentent des activités 
biologiques et pharmacologiques variées, principalement dans les domaines de l’immunologie, la 
cancérologie et la microbiologie (Lacaille-Dubois et Wagner, 2000 ; Lacaille-Dubois, 2005). Les 
saponines sont connues pour leurs activités anti-tumorales (Sautour et al., 2007b ; Podolak et al., 
2010), anti-inflammatoires (Adão et al., 2011), immunostimulants et immunoadjuvants 
(Lacaille-Dubois, 1999), molluscicides (Lemmich et al., 1995 ; Chen et al., 2012) et anti-
microbiennes (Vermeersch et al., 2009). Ces activités biologiques s’expliquent par leurs 
caractéristiques physicochimiques, et notamment par leurs structures.  
Nos résultats ont montré que les rhizomes et les fruits des différentes espèces d’Asparagus ont 
présenté les plus fortes teneurs en saponines, variant de 34 à 82 g / kg MS pour les rhizomes et 
de 11 à 65 g / kg MS pour les fruits. Les feuilles contiennent également une quantité importante 
de saponines, de 7 à 33 g/Kg MS. Upadhyay et al. (2014) ont montré que les enzymes 
impliquées dans la voie MVA pour la biosynthèse des triterpènes stéroïdiens à l’origine des 
saponines stéroïdiennes s’éxprime spécifiquement dans la racine plus que dans les feuilles. De 
nombreuses études ont montré que les saponines stéroïdiennes sont les principales composantes 
responsables des activités biologiques chez les espèces du genre Asparagus (Huang et al., 2008 ; 
Zhu et al, 2014 ; Sautour et al, 2007). D’autres travaux ont montré également que plusieurs 
espèces d'Asparagus contiennent des saponines stéroïdiennes dans les différentes parties de la 
plante (Onlom et al.,  
2017 ; Shah et al., 2018).  Onlom et al. (2017) ont trouvé que les rhizomes d’A. racemosus ont 
des teneurs élevées en saponines (12 g /Kg) comparées a celles des feuilles et des tiges. Les 




travaux de Shah et al. (2018) ont montré que les rhizome d’A. adscendens présentaient des 
teneurs élevées en saponines variant de 4,5 g/Kg MS a 52 g/Kg MS. Les rhizomes de ces deux 
dernières espèces (A. racemosus et A. adscendens) sont fréquemment utilisés en médecine 
traditionnelle et leurs poudres sont très demandées dans le marché international. Malgré que ces 
deux dernières  ont des rhizomes riches en saponines, nos espèces étudiées (A. albus, A. 
acutifolius, A. stipularis et A. asparagoides) présentent des teneurs plus élevées en saponines 
comparées à celles d’A. racemosus et d’A. adscendens. D’où l’importance de nos espèces à 
rhizomes riches en saponines qui pourraient avoir des intérêts alimentaires et pharmaceutiques. 
En effet,  les saponines stéroïdiennes des espèces du genre  Asparagus se sont montrées à large 
large éventail d'effets pharmacologiques tels que les effets cytotoxiques (Jaramillo et al., 2016 ; 
Bhutani et al., 2010), anticancéreux (Mitra et al., 2012), hypolipémiant (Mishra et al., 2016), 
anti-neuro-inflammatoire (Jian et al., 2013), anti-tumorale (Shao et al., 1996), inducteur de 
l'apoptose (Bhutani et al., 2010) ) et des activités antifongiques (Sautour et al., 2007).  
De point de vue structurel, les saponines identifiées dans les différents organes des différentes 
espèces d’Asparagus, sont très complexes et de type furostane. Les furostanes à aglycone 
sarsapogenine sont identifiés dans les rhizomes d’A. stipularis et dans les différents organes d’A. 
albus et d’A. acutifolius. Pour A. stipularis, on a détecté de plus des fructanes à aglycone 
diogénine dans les feuilles, les tiges et les fruits. Chez A. asparagoides, les fructanes contiennent 
trois aglycones dont la diogénine et deux autres aglycones non identifiés. 
Toutes ces saponines diffèrent non seulement par la structure de l’aglycone mais aussi par la 
liaison et le nombre de chaines de sucre d’où une variation structurelle importante de ces 
saponines. En effet, les travaux de Wang et al. 2007 indiquent que l'hémolyse et la cytotoxicité 
des saponines stéroïdes sont dépendantes de leurs structures, en particulier de la nature, du 
nombre et la séquence des sucres dans les saponines. Il est important de noter que le mécanisme 
d’action des saponines dans les activités biologiques emprunte différentes voix (Chwalek et al., 
2006 ; Wang et al. 2007). 
5 Conclusion 
Ce travail présente une étude chimique, complétée par une étude structurale des saponines 
stéroïdiennes identifiées dans les extraits éthanoliques des feuilles, des tiges, des fruits et des 
rhizomes des différentes espèces d’Asparagus (Liliacées). Au cours de ces investigations qui ont 
contribué à compléter les connaissances des constituants chimiques des plantes du genre 
Asparagus, 40 saponines steroïdiennes ont été identifiées et quantifiées. L’élucidation des 




structures de ces composés a été réalisée au moyen des méthodes modernes d’analyse 
spectroscopique, particulièrement la spectrométrie de masse et GC-MS. D’après les élucidations 
structurales de plusieurs composés isolés dans le genre Asparagus, il s’avère que plusieurs de ces 
saponines possèdent une caractéristique commune, des saponines dérivées d'un aglycone 
stéroïdien de type furostane.  La sarsapogénine représente le seul principal aglycone dans les 
saponines d’A. Albus et d’A. acutifolius .  Pour A. stipularis on a détecté la diogénine et la 
sarsapogénine dans les feuilles, les tiges et les fruits et seulement la sarsapogénine dans les 
rhizomes. Cependant, pour les saponines d’A. asparagoides, trois aglycones ont été détectés, 
dont deux parmi eux ont été identifiés comme étant des aglycones inconnus présentant un spectre 
de masse et un schéma de fragmentation très similaire et le troisième aglycone mineur a été 
identifié comme étant la diogénine. Les monosaccharides obtenus après hydrolyse ont été 
identifiés comme étant le glucose (hexose), l’arabinose (pentose) et le rhamnose (désoxyhexose) 
dans les saponines isolées d’A. albus. Cependant, le glucose (hexose), le xylose (pentose) et le 
rhamnose (désoxyhexose) sont présents dans les saponines d’A. acutifoluis et A. stipularis. Le 
glucose et le rhamnose sont les monosaccharides trouvés dans l'hydrolysat des différentes 
saponines isolées d'A. Asparagoides.  
De même, cette étude a montré une grande variabilité dans les teneurs en saponines. Cette 
variabilité a été trouvée entre les organes distincts, en particulier entre les rhizomes et les autres 
organes, et entre les différentes espèces étudiées. L’analyse quantitative et l'étude des profils des 
métabolites ont suggéré que les rhizomes sont significativement différents des autres organes. Ils 
contenaient les teneurs les plus élevées en saponines individuelles et en saponines totales, ce qui 
suggère clairement que cet organe est approprié comme matière première pour la fabrication de 
produits à base de saponines. La composition chimique des fruits est assez similaire et peut donc 
être utilisée de manière équivalente. Les feuilles et les tiges ont présenté également une 
séparation nette par rapport aux autres parties et contiennent les plus faibles teneurs en 
saponines. L'étude multi-variée a suggéré que les saponines individuelles pourraient être des 
marqueurs chimiques potentiels pour la discrimination entre les différents organes de différentes 
espèces d'Asparagus.  
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Evaluation des activités antioxydantes et biologiques des extraits éthanoliques chez les différentes 
espèces d’Asparagus 
 
Résumé. Les travaux ont été effectués dans le but de mettre en évidence in vitro les propriétés 
antioxydants, cytotoxique et l'activité inhibitrice de la lipase pancréatique des extraits 
éthanoliques des feuilles, des tiges, des fruits et des rhizomes d’A. albus, d’A. acutifolius, d’A. 
stipularis et d’A. asparagoides. L’activité antioxydante a été évaluée par les méthodes de DPPH, 
ABTS et FRAP. Les résultats obtenus ont montré un pouvoir de piégeage de radical DPPH 
important des extraits des rhizomes d’A. asparagoides et des rhizomes et des fruits d’A. 
stipularis ainsi qu’un pouvoir réducteur de fer considérable des extraits des rhizomes d’A. 
asparagoides et d’A. stipularis et des tiges d’A. albus et d’A. acutifolius. Cependant, les extraits 
des fruits de toutes les espèces étudiées ont présenté une puissante activité antiradicalaire contre 
ABTS. De même, les extraits éthanoliques des fruits des différentes espèces d’Asparagus et des 
rhizomes d’A. acutifolius et d’A. stipularis ont présenté un effet inhibiteur important de l’activité 
de la lipase pancréatique. Dans le test cytotoxique, tous les extraits étudiés ont été plus 
cytotoxiques contre HepG2 que HCT-116. En effet, les extraits des rhizomes d’A. albus, d’A. 
stipularis et d’A. acutifoluis ont été plus puissants dans la réduction de la viabilité des cellules 
HCT-116 et HepG2. En outre, les extraits des fruits et des feuilles d’A. albus et d’A. stipularis 
ont montré la plus forte activité sur la lignée cellulaire HepG2, alors qu'ils sont moins efficaces 
sur les cellules HCT-116. Remarquablement, les extraits des feuilles et des tiges d’A. 
asparagoides ont présenté une cytotoxicité très importante sur les deux lignés cellulaires. Les 
résultats montrent que les différentes espèces d’Asparagus pourraient avoir un intérêt 
pharmaceutique, vue leurs richesses en composés bioactifs offrant des avantages considérables 
pour la santé humaine. 
1 Introduction  
La Tunisie possède une grande biodiversité végétale (Le Houerou, 1995). Sa flore compte plus 
de 2150 espèces (Pottier-Alapetite, 1979) qui poussent dans diverses zones bioclimatiques des 
régions humides aux régions sahariennes et donnent des paysages et des agro-écosystèmes 
particuliers tels que les oasis et Jessours dans le sud du pays. De nombreuses plantes spontanées 
sont considérées comme polyvalentes et présentent de multiples intérêts dans les industries 
thérapeutiques et cosmétiques. Ces aspects ont récemment été signalés chez de nombreuses 




espèces telles que Diplotaxis harra et Diplotaxis simplex (Falleh et al., 2013), Cynara 
cardunculus (Falleh et al., 2008) et Nigella sativa (Bourgou et al., 2008). Le genre Asparagus 
(famille des Liliacées), originaire de la région méditerranéenne, est répandu en Tunisie. 
Précisément, il pousse dans de nombreuses zones sableuses du nord et du sud de la Tunisie. De 
nombreuses études précédentes mentionnent Asparagus comme une plante traditionnellement 
utilisée ayant des propriétés thérapeutiques (Al-Snafi, 2015 ; Thakur et Sharma, 2015) et comme 
une plante alimentaire habituellement consommée en salade. D'après notre expérience, 
l'Asparagus est une plante vivace qui pousse très bien dans différentes conditions écologiques et 
à différentes contraintes environnementales. Cette plante peut être multipliée par graines et par 
des méthodes végétatives. Par conséquent, il pourrait facilement être cultivé et utilisé pour 
l'extraction et la préparation de substances thérapeutiques notamment des principes 
pharmaceutiques actifs. En outre, il pourrait également être une alternative aux cultures 
traditionnelles avec des espèces appartenant à la même famille, très demandées sur le marché 
international actuel, telles que A. racemosus et A. officinalis. En conséquence, cette plante a non 
seulement une fonction écologique essentielle pour la stabilisation des écosystèmes très 
perturbés, mais peut également être une source très intéressante de métabolites, encore 
inexplorée, pouvant être utilisée dans les soins de santé humaine. Dans ce chapitre, nous avons 
évalué in vitro l‘activité antioxydante, la cytotoxicité vis-à-vis des cellules cancéreuses humaines 
et l’effet inhibiteur de l’activité de la lipase pancréatique des extraits éthanoliques chez les quatre 
espèces du genre Asparagus. 
2 Rappel du protocole expérimental 
Les extraits éthanolïques des différents organes des quatre espèces d’Asparagus ont été étudiés 
pour : (i) leur activité antioxydante in vitro en utilisant les tests du DPPH, FRAP et ABTS. (ii) 
leur effet anticancéreux en utilisant deux lignées de cellules cancéreuses humaines, HCT-116 et 
HepG2 par la mesure de leur viabilité par la méthode MTT et (iii) a leur activité inhibitrice de la 
lipase pancréatique humaine. 
3 Résultat 
3.1 Activités biologiques des extraits éthanoliques des espèces étudiées 
3.1.1  Pouvoir antioxydant des extraits bruts 
Le potentiel antioxydant de différents composés peut être mesuré par de nombreux essais in 
vitro. Chaque essai est basé sur une caractéristique de l’antioxydant, comme sa capacité à piéger 
des radicaux libres ou encore à inhiber la péroxidation lipidique. Cependant, l’utilisation d’une 




seule méthode n’est pas recommandée pour l’évaluation des activités antioxydantes de différents 
produits végétaux, de par leur structure complexe. De ce fait, les effets antioxydants des extraits 
éthanoliques des différents organes des différentes espèces d’Asparagus ont été évalués par 3 
méthodes différentes. Nous avons mesuré la capacité antiradicalaire (capacité à fixer des 
radicaux libres) des extraits par les méthodes, DPPH (mesure du transfert d’électrons 
essentiellement), ABTS ((mesure du transfert des cations essentiellement) et FRAP (mesure de la 
capacité chélatrice d’ions ferreux). 
3.1.1.1 Activité antioxydante par diphényle-picryl-hydrazyl (DPPH) 
L’activité antiradicalaire des extraits éthanoliques des différents organes des quatre espèces 
d’Asparagus, a été effectuée selon la méthode de DPPH et les valeurs sont exprimées en 
millimole d’équivalent Trolox par kilogramme de matière végétale sèche (mmolTrolox/Kg MS). 
Les résultats sont illustrés dans la figure 5.1. Les résultats montrent que l’activité antiradicalaire 
de différents organes analysés varie considérablement selon l’organe et l’espèce. Les extraits des 
rhizomes d’A. asparagoides (103 mmolTrolox/Kg MS), des rhizomes (64 mmolTrolox/Kg MS) 
et des fruits (67 mmolTrolox/Kg MS) d’A. stipularis présentent les activités antiradicalaires les 
plus élevées comparées à celles des autres espèces. 
Figure 5.1. Activités antioxydantes par la méthode DPPH des extraits éthanoliques des feuilles, 
des tiges, des fruits et des rhizomes, des différentes espèces d’Asparagus étudiées. Les activités 
antiradicalaires ont été exprimées en mmolTrolox/Kg de matière sèche. Les résultats 
correspondent à la moyenne ± écart type de trois répliques. Différentes lettres minuscules au 
sein de la même ligne indiquent des différences significatives (p <0,05) selon le test ANOVA. Les 




































Pour A. albus, les extraits des tiges montrent une importante capacité de piéger les radicaux 
libres DPPH soit 51 mmolTrolox/Kg de MS comparée à celles des fruits (34 mmoltrolox/kg de 
MS), des feuilles (26 mmolTrolox/Kg de MS) et des rhizome (18 mmolTrolox/Kg de MS). Pour 
A. acutifoluis comme pour A. albus, les tiges et les feuilles (35 mmoltrolox/Kg de MS) possèdent 
une activité antiradicalaire vis-à-vis du radical libre DPPH importante comparée à celles 
obtenues pour les rhizomes (26 mmolTrolox/Kg de MS) et les fruits (13 mmolTrolox/Kg de MS) 
(Figure 5.1). Chez A. stipularis, l'activité antiradicalaire la plus élevée contre la DPPH a été 
trouvé dans les extraits des fruits et des rhizomes qui présentent respectivement 67 et 64 
mmolTrolox / Kg MS (Figure 49). Pour A. Asparagoides, les extraits des rhizomes  montrent une 
activité antiradicalaire très élevée soit 103 mmolTrolox / Kg MS par rapport aux extraits des 
feuilles et des tiges qui révélent une très faible capacité antioxydante environ 15 et 13 
mmolTrolox/Kg de MS respectivement (Figure 5.1). 
3.1.1.2 Activité antioxydante par diphényle-picryl-hydrazyl (ABTS) 
L’activité antioxydante des différents extraits est déduite de leur capacité à inhiber le radical 
ABTS•+, obtenu à partir de l’ABTS.  
Figure 5.2. Activités antioxydantes par la méthode ABTS des extraits ethanoliques des feuilles, 
des tiges, des fruits et des rhizomes des différentes espèces d’Asparagus étudiées. Les activités 
antiradicalaires ont été exprimées en mmolTrolox/Kg de matière sèche. Les résultats 
correspondent à la moyenne ± écart type de trois répliques. Différentes lettres minuscules au 
sein de la même ligne indiquent des différences significatives (p <0,05) selon le test ANOVA. Les 








































Les données obtenues par ce test montrent que tous les extraits étudiés possèdent une activité 
antioxydante et sont capables de piéger le radical-cation ABTS+. Comme le montre la figure 5.2, 
chez les différentes espèces, les extraits des fruits révèlent une forte activité antioxidante 
comparée à celles des autres organes surtout d’A. stipularis d’A. acutifolius et d’A. albus avec 
respectivement des valeurs de 275 et 234 et 170 mmolTrolox/Kg MS. En outre, les données 
montrent que le reste des extraits présentent des activités antioxydantes intéressantes comprises 
entre 171 et 85 mmolTrolox/Kg de MS. A. asparagoides possède les plus faibles activités pour 
tous ses organes (Figure 5.2).  Lorsque les activités de piégeage des deux radicaux différents ont 
été exprimées en équivalents de Trolox, tous les échantillons ont montré des activités de 
piégeage plus importantes pour les radicaux ABTS que pour les radicaux DPPH sauf pour les 
rhizomes d’A. asparagoides. Cela pourrait être dû aux vitesses de réaction des différents 
antioxydants aux radicaux. Huang et al. (2005) ont signalé que de nombreux antioxydants 
réagissent rapidement avec les radicaux peroxy impliqués dans la peroxydation des lipides, alors 
que leur réaction avec les radicaux DPPH était relativement lente et même nulle. 
3.1.1.3 Réduction du fer : FRAP (Ferric Reducing Antioxidant Power) 
Le pouvoir réducteur du fer des différents organes des quatre espèces d’Asparagus (feuille, tige, 








Figure 5.3. Activités antioxydantes par la méthode FRAP des extraits éthanoliques des feuilles, 
des tiges, des fruits et des rhizomes des différentes espèces d’Asparagus étudiées. Le pouvoir 
réducteur du fer a été exprimé en mmolTrolox/Kg de matière sèche. Les résultats correspondent 
à la moyenne ± écart type de trois répliques. Différentes lettres minuscules au sein de la même 
ligne indiquent des différences significatives (p <0,05) selon le test ANOVA. Les fruits d’A. 









































Tous les extraits montrent une forte activité à réduire le fer.  En effet, les extraits des tiges d’A. 
albus et des rhizomes d’A. asparagoides présentent une meilleure activité avec des valeurs de 
136 et 133 mmolTrolox/Kg MS, respectivement. Les extraits des tiges d’A. albus présentent le 
pouvoir réducteur du fer le plus élevée soit 136 mmolTrolox/Kg MS comparé à celui des autres 
organes. En effet, les pouvoirs réducteurs des extraits des fruits, des rhizomes et des feuilles sont 
respectivement de 61, 56 et 25 mmolTrolox/Kg MS. Les résultats dans la figure 5.3 montrent 
aussi que le pouvoir réducteur dans les tiges d’A. acutifoluis, comme pour A. albus, est le plus 
élevé soit 93 mmolTrolox/Kg MS suivi du pouvoir réducteur des extraits des feuilles (70 
mmolTrolox/Kg MS) puis celui des rhizomes (46 mmolTrolox/Kg MS) et enfin des fruits (14 
mmolTrolox/Kg MS). Chez A. albus et A. acutifolius c’est les tiges qui ont des pouvoirs 
réducteurs importants. 
Cependant, chez A. stipularis et A. asparagoides, ce sont les rhizomes qui possèdent les pouvoirs 
réducteurs du fer les plus important soient respectivement 107 et 133 mmolTrolox/Kg MS. Pour 
A. stipularis, Le pouvoir réducteur des extraits des fruits est aussi important, il est de l’ordre de 
86 mmolTrolox/Kg MS. Les extraits des feuilles et des tiges d’A. asparagoides présentent les 
pouvoirs réducteurs du fer les plus faibles avec des valeurs respectivement 24 et 21 
mmolTrolox/Kg MS (Figure 5.3). 
3.1.2 Activité inhibitrice de la lipase pancréatique  
Dans la présente étude, les extraits éthanolïques des feuilles, des tiges, des fruits et des rhizomes 
des différentes espèces d’Asparagus ont été évalués pour leur effet inhibiteur sur l'activité de la 
lipase pancréatique utilisant un test in vitro. Nous avons tracé les courbes représentant la 
variation du pourcentage d’inhibition % en fonction des concentrations des extraits exprimées en 
mg/mL (Figure 5.4) et déterminé la concentration inhibitrice à 50 % (EC50) de chaque 
échantillon (Tableau 5.1). D'après les résultats obtenus dans ces expériences, les extraits des 
fruits d’albus, d’A. stipularis et d’A. acutifoluis présentent les activités inhibitrices les plus 
élevées de la lipase pancréatique avec un CI50 de l’ordre de 6.37, 7.54 et 8.10 mg/mL 






















Figure 5.4. Activité inhibitrice de la lipase pancréatique par les extraits éthanoliques des différents organes d’A. albus (A), d’A. acutifolius (B), 




















































































Parmi les échantillons issus de différentes espèces d’Asparagus testés, les extraits éthanoliques 
des fruits d’A. albus montrent l’inhibition la plus importante de la lipase pancréatique avec un 
taux d’inhibition supérieur à 80% à une concentration de 11.25 mg/mL. Les extraits des fruits 
d’A. stipularis et d’A. acutifolius présentent également un taux d’inhibition égale à 63% et 58% 
respectivement à la même concentration (Figure 5.4). Les CI50 des fruits d’A. albus, d’A. 
stipularis et d’A. acutifolius sont respectivement 6.37, 7.54 et 8.10 mg/ mL. (Tableau 5.1) 
Tableau 5.1. CI50 d’inhibition de lipase pancréatique par les extraits éthanoliques des feuilles, 
des tiges, des fruits et des rhizomes de différentes espèces d’Asparagus. 
 
Pour les autres organes, les rhizomes d’A. stipularis et d’A. acutifoluis ont des CI50 intéressants, 
7.4 et 9.14 respectivement. Par contre, les rhizomes d’A. albus et A. asparagoides montrent un 
très faible pouvoir inhibiteur de la lipase pancréatique dont le taux d’inhibition est inférieur à 
50% à une concentration de 11.25 mg/mL. L’activité inhibitrice de la lipase pancréatique des 
feuilles issues des différentes espèces d’Asparagus étudiées ont des taux d’inhibition compris 
entre 51% et 55% à une concentration de 11.25 mg/mL. Les activités pour les extraits des 
feuilles sont les suivantes : A. stipularis (IC50= 9.23) ˃ A. acutifoluis (9.39 mg/mL) ˃A. 
asparagoides (IC50= 9.94 mg/mL) ˃A. albus (IC50= 10.79 mg/mL). Les tiges des quatre 
espèces présentent des taux d’inhibition inferieurs à 40% à la concentration maximale 11.25 
mg/mL (Tableau 5.1) . 
3.1.3 Cytotoxicité in vitro des extraits éthanoliques 
La présente étude est visée à étudier l'activité cytotoxique des extraits éthanoliques des feuilles, 
des tiges, des fruits et des rhizomes de quatre espèces d'Asparagus sur la lignée cellulaire du 
cancer du côlon (HCT-116) et la lignée cellulaire du cancer du foie (HepG2) et ce à l’aide du test 
colorimétrique de  cytotoxicité MTT à différentes concentrations. Il a permis de déterminer pour 
chaque extrait les indices CI50 (concentration qui inhibe la croissance de 50% des cellules) à 
 CI50 mg/mL 
 Feuilles Tiges Fruits Rhizomes 
       A.  albus 10,79±0.44b >11.25d 6,37±0.14a >11.25c 
A. acutifoluis  9,39±0,28b >11.25c 8,10±0,26a 9,14±0,48b 
A. stipularis 9,23±0,12b >11.25c 7,54±0,22a 7,41±0,29a 
A. asparagoides 9,95±0,24a >11.25b NA >11.25c 




partir des courbes dose-réponse de cytotoxicité (Figures 5.5 à 5.8). Les courbes présentent le 
pourcentage de viabilité cellulaire de la lignée cellulaire HCT-116 (A) et HepG2 (B) pendant 
24h et 48h de traitement en fonction des concentrations des extraits éthanoliques des différents 
organes des différentes espèces d’Asparagus. Pour les extraits éthanoliques des rhizomes, des 
feuilles, des fruits et des tiges d’A. albus, une diminution de la viabilité cellulaire des HCT-116 a 
été obtenue de manière dose-dépendante avec une réduction significative aux concentrations de 
10, 20, 30, 50 et 100 µg/mL pour les extraits éthanoliques des rhizomes, et aux concentrations de 
50, 100, 150, 312, 469, 625 et 938 µg/mL pour les feuilles, les fruits et les tiges (Figure 5.5). 
L’extrait des tiges d’A. albus présente l’activité cytotoxique la plus faible avec CI50 supérieure à 
938 µg/mL après 24h et 48h de traitement, tandis que pour l’ extrait des rhizomes, une viabilité 
cellulaire inférieure à 50 % a été observée à 50 µg/mL après 24h et 48h de traitement. 
L'inhibition maximale de la viabilité de 50% des cellules a été atteinte après 48 h à la 
concentration de 150 μg / mL d'extrait des feuilles et de 625 μg / mL d’extrait des fruits. Ces 
résultats montrent une grande efficacité de l'extrait des rhizomes d’A. albus sur la lignée 
cellulaire HCT-116 (Figure 5.5A). Pour la ligne cellulaire HepG2, Les extraits des feuilles, des 
fruits mais surtout ceux des rhizomes, présentent des activités cytotoxiques marquées sur cette 
lignée cellulaire à des concentrations 10, 20, 30, 50 et 100 µg/mL mais pas pour l’extrait des 
tiges. A une concentration de 50 μg / mL, une diminution de la viabilité cellulaire de 37%, 59% 
et 43% pour les lignées cellulaires HepG2 traitées avec les extraits des rhizomes, des fruits et des 
feuilles respectivement après 24h. Après 48h de traitement, une viabilité cellulaire presque nulle 
a été observée aux mêmes concentrations des extraits des rhizomes, des fruits et des feuilles 
(Figure 5.5B). L’extrait des rhizomes s’est avéré le plus actif vis-à-vis des cellules du cancer du 
côlon HCT-116, en effet CI50= 42 µg/mL après 24h et uniquement CI50=30 µg/mL après 48h 
(Fig 5.5 A). De même pour la ligne cellulaire (HepG2) l’ extrait des rhizomes s’est montré le 
plus actif avec CI50= 42 µg/mL après 24h et CI50=18 µg/mL après 48h (Figure 5.5 B). 
L'activité cytotoxique des extraits de feuilles et des fruits est beaucoup plus faible sur les cellules 
HCT-116 avec respectivement des CI50 de l’ordre 600 μg / mL et 590 μg / mL après 24h (Figure 
50A). Par contre cette activité cytotoxique des extraits des feuilles et des fruits est plus 
remarquable sur les cellules HepG2 dont les valeurs de CI50 sont de l’ordre de 78 et 42 μg / mL 
après 24h de traitement et diminuent considérablement après 48h avec des valeurs de CI50 de 28 
μg / mL pour les feuilles et de 26 μg / mL pour les fruits (Figure 5.5B). 

















Figure 5.5. Viabilité cellulaire (%) des lignées cellulaires cancéreuses HCT-116 (A) et HepG2 (B) après un traitement de 24 h et 48 h avec 
diverses concentrations des extraits éthanoliques des rhizomes, des feuilles, des fruits et des tiges d'A. Albus. L'effet cytotoxique a été mesuré par 
un test de viabilité cellulaire MTT et les activités cytotoxiques ont été exprimées en CI50 μg / mL de matière sèche. Les résultats correspondent à 
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De même, l'activité cytotoxique des extraits des différents organes d'A. Acutifoluis sur les 
cellules HCT-116 et HepG2 issues respectivement du cancer du côlon et du foie a été étudiée à 
différentes concentrations, 30, 60, 150, 300 et 600 µg / mL pour les deux lignés cellulaires. Les 
résultats présentés dans la figure 5.9 montrent une diminution de la viabilité cellulaire d'une 
manière dose-dépendante après 24h et 48h de traitement mais d’une façon moins accentuée que 
pour A. albus 
Comme pour A. albus, l’extrait des rhizomes a montré une diminution de la viabilité cellulaire 
des HCT-116 et HepG2 importante comparée aux extraits des feuilles, des fruits et des tiges 
(Figure 5.6 A et B). En effet, pour les HCT-116, la CI50 est 360 µg / mL pour les rhizomes aprés 
24h et cette CI50 est supérieure à 600 µg / mL pour les feuilles, les fruits et les tiges (Figure 
5.6A). Pour les cellules cancéreuses hépatiques et après 24h de traitements la CI50= 180 µg / mL 
























Figure 5.6. Viabilité cellulaire (%) des lignées cellulaires cancéreuses HCT-116 (A) et HepG2 (B) après un traitement de 24 h et 48 h avec 
diverses concentrations des extraits éthanoliques des rhizomes, des feuilles, des fruits et des tiges d'A. acutifolius. L'effet cytotoxique a été 
mesuré par un test de viabilité cellulaire MTT et les activités cytotoxiques ont été exprimées en CI50 μg / mL de matière sèche. Les résultats 
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Comme nous l'avons constaté chez A. albus et A. acutifoluis, la figure 5.7 montre que l’extrait 
des rhizomes d'A. stipularis présente une puissante activité cytotoxique sur les lignées cellulaires 
HCT-116 et HepG2 avec respectivement des CI50 de 30 et 54 µg / mL après 24h de traitement et 
28 µg / ml pour les deux lignées cellulaires après 48h de traitement. Alors qu’après 48h et 100 
µg / mL, une viabilité cellulaire nulle pour les deux types de lignée cellulaires (Figure 5.7 A et 
B). Pour les autres organes, les extraits sont plus cytotoxiques sur les lignées cellulaires HepG2 
que celles des HCT-116. En effet, l’extrait des fruits et des feuilles présente une activité 
cytotoxique importante sur les lignées cellulaires HepG2 avec une valeur de CI50 de l’ordre de 
48 et 74 µg / mL après 24h de traitement. L’activité cytotoxique de l’extrait des fruits devient 
très puissante après 48h de traitement avec une valeur de CI50 égale à 8 µg / mL mais cette 
activité reste constante pour l’extrait des feuilles (CI50= 78 µg / mL). Pour l’extrait des tiges, 
une bonne cytotoxicité après 24h de traitement avec une CI50 de l’ordre de 86 µg / mL (Figure 
5.7 B). Pour les extraits des feuilles, des fruits et des rhizomes, la cytotoxicité envers les cellules 
HCT-116 est faible. En effet, les CI50 dépassent généralement les concentrations 500 µg / mL 
(Figure 5.7 A). 
La figure 5.8, chez A. asparagoides montre des résultats différents de ceux que nous avons 
trouvés chez A. albus, A. acutifolius et A. stipularis où les extraits des rhizomes et des fruits 
présentent la plus forte activité cytotoxique. En effet, les extraits des feuilles et des tiges d’A. 
asparagoides sont plus cytotoxiques contre les deux lignées cellulaires cancéreuses que les 
extraits des rhizomes (Figure 5.8A et B). Les extraits des feuilles et des tiges d’A. asparagoides 
présentent une inhibition puissante de la viabilité de la lignée cellulaire HCT-116 avec IC50 = 40 
et 190 µg / mL après 24h de traitement. Après 48h de traitement, ces mêmes extraits ont donné 
des CI50 = 20 et 90 µg / mL et une viabilité cellulaire nulle pour les feuilles à une concentration 
de 100 µg / mL (Figure 5.8 A). Ces deux extraits montrent une diminution marquée de la 
croissance des cellules HepG2 avec des CI50 = 23 et 42 µg / mL après 24 heures de traitement et 
7 et 23 µg / mL après 48 heures de traitement (Figure 5.8 B). Les extraits des rhizomes montrent 
un effet cytotoxique faible contre les deux lignées cellulaires seulement après 48h de traitement 
avec une CI50 de 300 µg / mL pour la lignée des cellules cancéreuses HCT-116 et 100 µg / mL 
pour la lignée de cellules cancéreuses HepG2 (Figure 5.8 A et B). 
 

















Figure 5.7. Viabilité cellulaire (%) des lignées cellulaires cancéreuses HCT-116 (A) et HepG2 (B) après un traitement de 24 h et 48 h avec 
diverses concentrations des extraits éthanoliques des rhizomes, des feuilles, des fruits et des tiges d'A. stipularis. L'effet cytotoxique a été mesuré 
par un test de viabilité cellulaire MTT et les activités cytotoxiques ont été exprimées en CI50 μg / mL de matière sèche. Les résultats 
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Figure 5.8. Viabilité cellulaire (%) des lignées cellulaires cancéreuses HCT-116 (A) et HepG2 (B) après un traitement de 24 h et 48 h avec 
diverses concentrations des extraits éthanoliques des rhizomes, des feuilles, des fruits et des tiges d'A.asparagoides. L'effet cytotoxique a été 
mesuré par un test de viabilité cellulaire MTT et les activités cytotoxiques ont été exprimées en CI50 μg / mL de matiére sèche. Les résultats 
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4 Discussion  
Dans le but d’évaluer les propriétés biologiques des extraits éthanoliques des différents organes 
des quatre espèces d’Asparagus, nous avons déterminé d’abord leur activité antioxydante par la 
capacité à inhiber les radicaux DPPH. - et ABTS.+ et par le pouvoir réducteur du fer. Ensuite, 
nous avons examiné leur activité anti-obésité et enfin, nous avons étudié leur activité cytotoxique 
sur deux cellules cancéreuses à savoir les cellules du cancer du côlon (HCT-116) et les cellules 
du cancer hépatiques (HepG2). 
Nos résultas ont montré que les espèces d’Asparagus étudiées ont présenté une importante 
variabilité interspécifique et intraspécifique concernant leurs activités antioxidantes à savoir les 
activités de piégeage des radicaux libres et leurs pouvoir   réducteur du fer. En effet, cette 
capacité antioxydante varie de manière significative d’une espèce à une autre et dans les 
différents organes de la même espèce. Les extraits des rhizomes d’A. asparagoide et d’A. 
stipularis ont montré une forte activité de piégeage du radical DPPH et un important pouvoir 
antioxydant réducteur du fer les plus puissants. Etant donnée que les rhizomes ont des teneurs 
faibles en acides phénoliques et en flavonoïdes, il semble que cette forte activité antioxydante est 
liée à la présence des fortes teneurs en saponines. Pour les extraits du fruit d’A. stipularis, d’A. 
albus et d’A. acutifolius, ils ont montré un meilleur pouvoir anti-radical ABTS dû à leur richesse 
en acides phénoliques, en flavonoïdes et en saponines. Cette variabilité de l'activité antioxydante 
des différents organes chez les différentes espèces d’Asparagus probablement déterminée par des 
facteurs génétiques était très probablement déterminée par des facteurs génétiques. En plus des 
caractéristiques génétiques des espèces d’Asparagus, les différences obtenues à partir des tests 
d'antioxydants suggèrent que chaque test a un mécanisme d'action différent qui dépend des 
différents molécules phytochimiques que l’extrait contient (Huang et al., 2005). Des études 
récentes sur certaines espèces d’Asparagus ont montré des différences concernant les activités 
antioxydantes des rhizomes d’A. racemosus (Karuna et al., 2017 ; Acharya et al., 2012), d’A. 
officinalis (Symes et al., 2018 ; Zhang et al., 2018), d’A. cochinchinensis (Lei et al., 2017) et 
d’A. laricinus (Fuku et al., 2013). D’autre travaux ont montré des différences dans les activités 
antioxydantes chez des espèces du genre Eugenia et Myrciaria (Reynertson et al., 2008). De 
même, Sousa et al. (2008) ont trouvé des différences significatives dans les propriétés 
antioxydantes de deux espèces de Brassica (Brassica oleracea et Brassica rapa) concernant le 
radical DPPH, l'anion superoxyde et le radical hydroxyle. 
Les extraits éthanoliques des différents organes des différentes espèces d’Asparagus, présentent 
généralement une importante activité anti-oxydante. Ces résultats suggèrent que l’accumulation 




des flavonoïdes, des acides phénoliques et des saponines interviennent comme de puissants anti-
oxydants à piéger les radicaux libres et à pouvoir réducteur du fer important.  En considérant 
les feuilles, les tiges, les fruits et les rhizomes comme des sous-produits des espèces 
d’Asparagus, les résultats qu’on a obtenus suggèrent que les sous-produits d’Asparagus 
devraient être considérés comme une excellente source d’antioxydants naturels.  
L’Orlistat qui est le seul médicament autorisé et présenté en Europe pour le traitement de 
l'obésité dans les limites d'un apport énergétique suffisant, agit en inhibant l'activité lipolytique 
de la lipase pancréatique. Dans le but de trouver de nouveaux composés plus puissants ou ayant 
moins d’effets secondaires que l’Orlistat, de nouveaux produits naturels sont identifiés et 
sélectionnés pour leur potentiel inhibiteur de la lipase pancréatique. En effet, ces produits offrent 
une opportunité excitante et prometteuse pour le développement de nouvelles approches 
thérapeutiques pour le traitement de l'obésité et ce, en bloquant la digestion et l'absorption des 
lipides alimentaires. Ces produits constituent ainsi une alternative intéressante aux autres agents 
pharmacologiques. Certains des extraits de ces produits sont obtenus à partir de plantes riches en 
polyphénols et en saponines (Yazan et al., 2016). Très peu de recherches ont été menées sur 
l'activité inhibitrice de la lipase in-vitro chez différentes espèces d'Asparagus. 
L’activité anti-obésité des différentes concentrations de l’extrait éthanolique des différents 
organes des quatre espèces d’Asparagus a été testée en utilisant la lipase pancréatique humaine 
et le p-nitrophénylpalmitate comme substrat. Les valeurs de CI50 qui inhibent 50% de l’activité 
de la lipase pancréatique varient d’une manière significative selon l’espèce et de l’organe entre 
CI50= 6.37 mg/mL pour l’extrait du fruit d’A. albus et CI50= 10.8 mg/mL pour l’extrait des 
feuilles d’A. albus. Ces valeurs sont très intéressantes en comparaison avec d’autres extraits des 
plantes médicinales qui ont été utilisés traditionnellement en tant qu'agents anti-obésité 
potentiels possédant une activité inhibitrice de la lipase pancréatique très important. Parmi ces 
plantes, les feuilles de Diplotaxis tenuifolia L. (6.76 mg/mL) (Conforti et al., 2011), les feuilles 
et de la tige de Camellia japonica (entre 30 et 50 mg/mL ) (Lee et al., 2011) et les feuilles de 
Rosmarinus officinalis L. (7 mg/mL) (Conforti et al., 2011). 
De plus, les valeurs de la CI50 que nous avons obtenus dans la présente étude sont presque 
similaires à celles des 21 extraits éthanoliques des plantes diététiques méditerranéennes sauvages 
qui ont une activité inhibitrice de la lipase pancréatique comprises entre 5,48 et plus de 10 mg / 
mL (Conforti et al., 2011). Les capacités inhibitrices élevées des extraits du fruit, du rhizome et 
des feuilles des quatre espèces d’Asparagus sur l’activité de la lipase pancréatique pourraient 




coïncider avec leurs teneurs élevées en composés phénoliques et en saponines. D’autres travaux 
in vivo sur des modèles animaux ont montré l'action hypolipidémiante des turions d’A. officinalis 
et ce en améliorant le profil lipidique plasmatique et en empêchant les lésions oxydatives 
hépatiques en cas d'hypercholestérolémie (Visavadiya et Narasimhacharya, 2007 ; Zhu et al., 
2010 ; Zhu et al., 2011). Ces auteurs expliquent que les turions d’A. officinalis possédant des 
constituants bioactifs, tels que les fibres alimentaires et les polyphénols antioxydants, en 
particulier les flavonoïdes qui semblent être responsables de cet effet protecteur. De plus, les 
études de Visavadiya et Narasimhacharya, (2007) ont montré que les saponines du type 
stéroïdien de la racine d'Asparagus racemosus semblaient être principalement responsables de 
l'effet hypocholestérolémiant chez les rats qui reçoivent un régime riche en graisse. L’étude de 
Zhu et al. (2011) a également montré que l'extrait de n-butanol riche en saponine issu des sous-
produits d'Asparagus a une forte fonction hypolipidémique qui pourrait être utilisé comme 
complément alimentaire ou en association avec d'autres médicaments hypolipidémiants.  
D’autres travaux sur des extraits de centaines d’espèces de plantes médicinales, de légumes et de 
fruits (Slanc et al., 2009), ainsi que des produits issus de micro-organismes (Birari et Bhutani, 
2007) de champignons (Slanc et al., 2004) et d'algues marines (Bitou et al., 1999) ont fait l'objet 
d'un criblage pour leur activité inhibitrice potentielle des lipases. Ces extraits pourraient être 
considérés comme des compléments visant à maintenir la perte de poids et à améliorer la santé 
(Moreno et al., 2003). 
Les résultats obtenus sur l’activité cytotoxique des différents extraits étudiés ont montré que les 
différents organes des quatre espèces d’Asparagus présentent différents niveaux de cytotoxicité 
contre les deux lignées cellulaires de carcinome humain testées, du foie (HepG2) et du côlon 
(HCT-116) grâce au MTT in-vitro. En effet, les extraits des rhizomes d’A. albus, d’A. stipularis 
et d’A. acutifoluis sont les plus cytotoxiques sur les lignées cellules HCT-116 avec CI50 variant 
de 28 µg / mL chez A. stipularis à 260 µg / mL pour A. acutifolius ainsi que sur les lignées 
cellulaires HepG2 avec CI50 variant de 18 µg / mL chez A. albus à 45 µg / mL chez A. 
acutifolius. Huang et al. (2008) ; Mitra et al. (2012) ; Zhang et al. (2004) ont trouvé des résultats 
similaires aux notre sur les rhizomes respectivement d’A. officinalis, d’A. racemosus et d’A. 
cochinchinensis. Ces espèces présentant des effets cytotoxiques contre différents types de 
cancers (par test MTT). 
Les travaux de Kan et al. (2017) ont trouvé que l'extrait méthanolique des rhizomes d'A. 
Adscendens présentait des niveaux de cytotoxicité différents vis-à-vis de quatre lignées 
     




cellulaires de carcinomes humains : les cellules du cancer du sein (MCF7) avec CI50= 6 µg / 
mL, les cellules du cancer du foie (HepG2) avec CI50= 13 µg / mL, les cellules du cancer du 
poumon (A549) avec CI50= 63 µg / mL et les cellules du cancer du vessie (EJ138) avec CI50= 
30 µg / mL. Si on compare les résultats trouvés chez le genre Asparagus à d’autres plantes 
médicinales, On constate que les extraits éthanoliques des rhizomes d’A. albus et d’A. stipularis 
avec des CI50 respectivement de 30 µg/mL et 28 µg/mL après 48h de traitement sont à activité 
cytotoxique très élevée sur HCT-116 comparée à d’autres extraits de plantes médicinales tels que 
les extraits des rhizomes de Cyperus rotundus dont le CI50 est de 72,06 µg / ml après 48h de 
traitement (Nidugala et al., 2016) et des extraits des racines de Moringa oleifera dont le CI50 est 
de 51, 4 µg / ml après 24h de traitement (Abd-Rabou1et al., 2017). 
Cette activité cytotoxique chez nos espèces d’Asparagus semble être en relation avec les 
saponines qui sont les composants principaux dans les rhizomes des différentes espèces 
d’Asparagus et qui sont bien connues par leurs activités cytotoxiques importantes (Shao et al., 
1996 ; Koo et al., 2000 ; Kim et al., 2005 ; Huang et al., 2008 ; Liu et al., 2009 ; Bhutani et al., 
2010 ; Wu et al., 2010). De même, d’autres travaux de Zhou et al. (2007) ont montré que les 
saponines stéroïdiennes des racines d’A. filicinus ont une activité cytotoxique significative vis-à-
vis les lignées de cellules tumorales du carcinome du poumon humain (A549) et celles de 
l'adénocarcinome du sein (MCF7). Dans le même contexte, les études de Ji et al. (2012) ont 
trouvé que les saponines d’A. officinalis induisent l'apoptose des cellules de l'hépatome humain 
(HepG2) en activant la voie mitochondriale. D’autre travaux de Bhutani et al. (2010) ont 
constaté que les saponines isolées à partir des rhizomes d’A. racemosus présentaient une 
importante activité cytotoxique sur la lignée cellulaire HCT-116. 
A côté des rhizomes du genre Asparagus, les extraits des feuilles d’A. asparagoides et les 
extraits des fruits d’A. stipularis ont présenté des activités cytotoxiques très importantes dont les 
CI50 sont respectivement de 7 µg / ml et de 8 µg / ml. Pour les HCT-116, les extraits des feuilles 
d’A. asparagoides ont montré une activité cytotoxique intéressante avec une CI50 de 20 µg / ml. 
Ces résultats peuvent êtreexpliqués par la présence de teneurs elevées en composés bioactifs tels 
que la quercétine et ses dérivés connus par leur pouvoir inhibiteur vis-à-vis surtout des cellules 
HepG2. Zhou et al. (2016) ont trouvé que la quercétine inhibe de manière significative la 
prolifération des cellules HepG2 et induire l'apoptose, éventuellement grâce à la régulation de la 
cycline D1. De même, Chen et al. (2013) et Tao et al. (2015) ont montré également que la 
quercétine présente des effets inhibiteurs significatifs sur la croissance des cellules malignes 
dans les cancers tels que la leucémie, les cancers du sein, du foie, de l'ovaire, colorectal, de 
     




l'estomac et de l'endomètre. Ceci par le contrôle de la croissance des cellules cancéreuses en 
régulant les voies de signalisation spécifiques, telles que la diminution de l'expression oncogène, 
l'induction de l'apoptose des cellules malignes et l'inhibition de l'angiogenèse, etc. (Yuan et al., 
2012 ; Pratheeshkumar et al., 2012).  
5 Conclusion 
Pour la valorisation des potentialités antioxydantes et biologiques des espèces du genre 
Asparagus appartenant à la flore Tunisienne, nous avons réalisé au cours de ce travail, une étude 
biologique notamment les activités antioxydante, cytotoxique et inhibitrice de la lipase 
pancréatique chez 4 espèces sélectionnées. Nous avons commencé l’étude en testant la bio- 
activité des extraits bruts éthanoliques des différents organes de ces espèces. L’évaluation du 
potentiel antioxydant par les trois tests in vitro (DPPH, FRAP et ABTS) a montré un pouvoir 
antioxydant important de l’extrait des rhizomes d’A. stipularis et d’A. asparagoides, des fruits 
d’A. stipularis, et des tiges d’A. albus et d’A. acutifolius comparé à celui des autres organes. Ceci 
pourrait être justifié par la présence d’un contenu relativement important en saponines, en 
flavonoides et en acides phénoliques. L’extrait éthanolique des fruits d’A. albus, d’A. stipularis 
et d’A. acutifolius s’est révélé également doué d’une activité inhibitrice de la lipase pancréatique.   
Par ailleurs, on a constaté que les extraits éthanoliques des rhizomes d’A. albus, d’A. acutifolius 
et d’A. stipularis et les feuilles et les tiges d’A. asparagoides ont inhibé la croissance des cellules 
du cancer de colon (HCT-116) et des cellules du cancer du foie (HepG2) de manière dose-
dépendante avec une viabilité cellulaire presque nulle a une concentration de 100 µg/mL. De 
même les cellules HepG2 ont été inhibées complètement par les extraits éthanoliques des fruits 
d’A. albus et d’A. stipularis spécifiquement après 48h de traitement.  
Cette étude nous a permis alors de mettre en exergue les potentialités biologiques de certains 
organes spécialement, les rhizomes des différentes espèces testées en général pour la première 
fois. Ce qui nous a conduit à mettre en valeur les composés bioactifs purifiés des rhizomes de ces 
espèces notamment les composés phénoliques et les saponines et de déterminer leurs activités 
biologiques. Ces composés bioactifs des rhizomes des espèces étudiées du genre Asparagus à 
potentiels antioxidants et à activités biologiques intéressantes, pourraient être très prometteurs 
dans divers domaines médicinal, pharmacologique, cosmétique et alimentaire. 
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Activités biologiques des différentes fractions des extraits éthanoliques des rhizomes des 
différentes espèces d’Asparagus 
 
Résumé. Nous avons précédemment montré que par rapport aux autres organes, les extraits 
éthanoliques des rhizomes des différentes espèces d’Asparagus ont des effets antioxydants, 
cytotoxiques et inhibiteurs de la lipase pancréatique importants. Ces rhizomes représentent 
une source riche en composés phytochimiques. Par conséquent, nous nous sommes intéressés 
à séparer et à purifier les composés majeurs bioactifs des extraits de ces rhizomes notamment 
les phénols, les saponines et les fructo-oligosaccharides (FOS) et à étudier leurs activites 
antioxydantes, cytotoxiques et inhibitrices de la lipase pancréatique. De même, la structure 
des FOS a été étudiée. Les résultats ont montré que les phénols présentent moins de 2 g/100 g 
de l’extrait brut, les saponines ont les teneurs de 49 et 81g/100g d’extrait brut et les FOS 
isolés à partir des rhizomes des différentes espèces d’Asparagus qui sont des fructanes de 
chaines courtes de fructose de type β(2→1) ou de type inuline ont des teneurs variant de 11 à 
36 g/100 g de l’extrait brut selon l’espèce. Les résultats trouvés indiquent que les rhizomes 
d’Asparagus représentent une source riche en saponines et en fructanes. Tous les composants 
trouvés ont été utilisés pour valoriser leurs potentialités biologiques. Les résultats ont montré 
que les phénols d’A. albus et d’A. acutifolius montre une activité antioxydante et antilipase 
très élevée, ceux d’A. stipularis et d’A. asparagoides se sont avérées plus toxiques vis-à-vis 
des cellules du cancer du côlon et des cellules cancéreuses hépatiques. Les saponines des 
différentes espèces d’Asparagus ont présenté une importante activité antioxydante, une 
puissante activité cytotoxique sur les deux lignées cellulaires cancéreuses HCT-116 et HepG2 
ainsi qu’un effet inhibiteur intéressant de la lipase pancréatique. Pour les fructo-
olifosaccharides (FOS), toutes les espèces ont montré la plus faible activité antioxydante, 
cytotoxique et inhibitrice de la lipase pancréatique. Afin de déterminer le degré de toxicité de 
ces composés sur les cellules saines, des expériences ont également été menées dans les 
mêmes conditions expérimentales sur des cellules normales (cellules mononuclées du sang 
périphérique (PBMC)). Aucun de ces composés ne s'est avéré toxique sur les cellules 
mononuclées du sang périphérique dans la gamme des concentrations testées (25-200 μg / 
mL). Ces résultats ont montré que les rhizomes des différentes espèces d’Asparagus sont des 
sources inépuisables de composants bioactifs très intéressants à activités antioxydantes qui 
peuvent être exploités comme additifs dans les industries alimentaires, dans les industries 










De nos jours, les substances naturelles connaissent un intérêt croissant pour leur utilisation 
dans de nombreux produits de consommation. En effet, leur utilisation prend le dessus par 
rapport aux produits équivalents issus de synthèses chimiques à effet négatifs pour la santé 
humaine et l’environnement. Pour cela, les plantes représentent actuellement la source 
inépuisable et renouvelable de principes actifs, dont l'usage traditionnel et médical est connu 
depuis bien longtemps (Scalbert et al., 2002). D’où le besoin de substances bioactives isolées, 
concentrées et purifiées, et ce pour leur utilisation dans un large champ d’application 
(cosmétiques, pharmaceutiques, additifs nutritionnels...) (Karuppusamy, 2009). Dans ce 
contexte et sachant que les extraits ethanoliques bruts des rhizomes ont montré des activités 
biologiques intéressantes et vu l’importance des activités antioxidantes, cytotoxiques et 
antilipase de ces extraits, nous nous somme interéssés à la séparation et la purification des 
composants bioactifs présents dans ces extraits. Donc ces composés purifiés ont été évalués 
pour leurs activités antioxidante, cytotoxique et antilipase afin de connaitre les activités de 
chaque classe purifiée dans le but de trouver les activités les plus intéressantes de ces 
composés. 
Pour ce faire, nous avons utilisé différentes méthodologies développées, dans le but de 
purifier et de caractériser les molécules bioactives responsables des activités biologiques 
importantes déterminées dans les chapitres précédents.  
Pour atteindre cet objectif, nous avons poursuivi la démarche suivante : 
(i) développer une méthodologie permettant de purifier et de caractériser les molécules 
majoritaires actives notamment les phénols, les saponines et les fructo-oligosaccharides 
obtenues à partir de l’extrait éthanolique des rhizomes des différentes espèces d’Asparagus.  
et 
(ii) Etudier l’activité antioxydante, cytotoxique et inhibitrice de la lipase pancréatique des 








2 Rappel du protocole expérimental 
Dans ce chapitre, nous avons appliqué un procédé breveté qui nous a permis d’obtenir des 
extraits fonctionnels distincts enrichis en composés phytochimiques spécifiques. Pour ce 
faire : Les extraits éthanoliques obtenus contenant principalement des oligosaccharides, des 
phénols et des saponines ont été fractionnés par chromatographie d'adsorption sur une colonne 
PVC, remplie d'une résine échangeuse d'ions. Après évaporation de l’éthanol, l’extrait aqueux 
de rhizome a été chargé dans une colonne XAD16 préalablement équilibrée avec de l'eau et la 
colonne a été lavée avec de l'eau distillée (2 volumes de colonne), ce qui a permis d’obtenir, 
selon l'espèce, une fraction d'oligosaccharides purifiée (FOS) entre 11,5% et 31,2% de la 
matière sèche d'origine. La teneur en fructane a été déterminée par une méthode enzymatique 
et la structure des fructo-oligosaccharides a été analysée par méthylation en utilisant le GC-
MS. Ensuite, la colonne a été lavée avec 20% d'EtOH (4 volumes de colonne) pour donner 
une fraction purifiée phénoliques (FP) entre 1% et 11% de la matière sèche d'origine. Les 
teneurs en phénols ont été déterminées comme décrit précédemment par (réf). Enfin, la 
colonne a été lavée avec 80% d'EtOH (4 volumes de colonne) pour donner une fraction 
purifiée de saponine (FS) entre 6% et 11% de la matière sèche d'origine. Les saponines 
stéroïdiennes ont été quantifiées en utilisant la méthode décrite par Fuentes Alventosa et al. 
(2013). 
 Les trois fractions obtenues à partir de l’extrait éthanolique des rhizomes des quatre espèces 
d’Asparagus sont étudiées pour : 
 (i) Leurs activités antioxydantes in vitro en utilisant les tests du DPPH, FRAP et ABTS ;  
(ii) Leurs effets anticancéreux en utilisant la lignée cellulaire d’adénocarcinome du colon, 
HCT-116, la lignée cellulaire du cancer hépatique HepG2 et les cellules mononuclées du sang 
périphérique (PBMC) par la mesure de leur viabilité par la méthode MTT ;   
 (iii) Leurs activités inhibitrices de la lipase pancréatique en utilisant p-nitrophénylpalmitate 








3 Résultats  
3.1 Caractérisation des extraits obtenus à partir des rhizomes de différentes 
espèces d’Asparagus   
3.1.1 Teneur en constituants bioactifs dans les différentes fractions 
Les principaux constituants bioactifs quantifiés dans les différentes fractions purifiées à partir 
des rhizomes des différentes espèces d’Asparagus sont présentés dans le tableau 6.A.1.  
Tableau 6.A.1. Teneurs en fructanes, en acides phénoliques et en saponines dans les 
différentes fractions purifiées à partir des rhizomes des différentes espèces d’Asparagus. 
 
Les résultats correspondent à la moyenne ± écart type de trois réplicats. 
 - : non détecté   
FOS : fraction fructo-oligosaccharides   
FAP : fraction acides phénoliques         
FS : fraction saponines 
 






albus FOS 16,7±2.02 
21% 
- - 
FAP - 1.4±0.54 
2% 
- 
FS - - 60.6±1.52 
77% 
acutifolius FOS 14.2±0.53 
27% 
- - 
FAP - 1.2±0.22 
2% 
- 
FS - - 37.2±1.01 
71% 
stipularis FOS 11.3±0.69 
16% 
- - 
FAP - 1.9±0.52 
3% 
- 
FS - - 55.4±1.54 
81% 
asparagoides FOS 36.2±0.86 
49% 
- - 
FAP - 1.1±0.33 
1% 
- 
FS - - 36.5±0.94 
49% 




Les trois principaux constituants actifs dans les rhizomes des quatre espèces d’Asparagus sont 
les acides phénoliques, les saponines stéroïdiennes et les fructanes. À notre connaissance, 
c’est pour la première fois que les différents composés bioactifs des rhizomes des différentes 
espèces d’Asparagus ont été séparés et purifiés et ce pour obtenir des extraits riches en un 
type de composé spécifique. La pureté de chaque fraction a été vérifiée par injection de cette 
fraction dans la LC-MS. Aucun composé phénolique n'a été détecté dans les fractions FOS et 
saponines. De plus, il n'y a pas eu de saponines détectées dans les fractions FOS et 
phénoliques. 
Les saponines ont été identifiées comme le composant principal dans les rhizomes des 
différentes espèces d’Asparagus, elles représentent entre 49% et 81% de la teneur totale en 
constituants actifs. Les fructanes sont le deuxième composant en quantité, elles représentent 
entre 16% et 49% de la teneur totale en composants actifs. Les acides phénoliques ne 
représentent qu’une faible teneur entre 1% et 3% des teneurs totales en composants bioactifs 
(Tableau 6.A.1).  
En effet, dans la fraction des saponines, A. albus et A. stipularis représentent les teneurs les 
plus élevées en saponines soient respectivement 61 et 55 g/100g d’extrait brut. Alors que pour 
A. acutifolius et A. asparagoides, les teneurs sont respectivement de 37.2 et 36.5 g/100g 
d’extrait brut (Tableau 6.A.1). 
Concernant la fraction des fructo-oligosaccharides, formée par des fructanes de chaines 
courtes de fructose de type β(2→1) ou de type inuline (Annexe 1), la teneur en fructane la 
plus élevée a été trouvée dans A. asparagoides soit 36.2 g/100g d’extrait brut comparée à 
celles d’A. albus (16.7 g/100g d’extrait brut), d’A. acutifolius (14.2 g/100g d’extrait brut) et 
d’A. stipularis (11.3 g/100g d’extrait brut). La fraction des acides phénoliques représente les 
teneurs les plus faibles comparées à celles des deux autres fractions, en effet ces teneurs 
varient de 1.1 à 1.9 g/100g d’extrait brut (Tableau 6.A.1). 
Ces résultats montrent que les rhizomes des différentes espèces d’Asparagus constituent une 
source inépuisable de composés bioactifs avec un rendement très important 
3.1.2  Activité biologique des différentes fractions 
Dans le but de déterminer les composés responsables de l’activité biologique des extraits 
éthanoliques des rhizomes d’Asparagus, les trois majeurs constituants bioactifs ont été 
séparés et purifiés, les fructo-oligosaccharides, les acides phénoliques et les saponines. Un 




autre objectif consiste à valoriser ces molécules comme étant des ingrédients fonctionnels qui 
peuvent être exploités à l’échelle industrielle. 
3.1.2.1 Activités antioxydantes  
Les activités antioxydantes des différentes fractions (FOS, FAP et FS) purifiées à partir des 
rhizomes des différentes espèces d'Asparagus ont été déterminées par trois essais différents, 
DPPH, ABTS et FRAP. Les valeurs obtenues sont exprimées en millimole d’équivalent 
Trolox par kilogramme de l’extrait brut. 
 Activité de piégeage du radical DPPH• 
Les résultats illustrés dans la figure 6.A.1 montrent que l’activité anti-radicalaire des trois 











Figure 6.A.1. Activités de piégeages du radical DPPH des fractions, fructo-oligosaccharides, 
acides phénoliques et saponines purifiées à partir des rhizomes des différentes espèces 
d'Asparagus étudiées. Les activites antiradicalaires ont été exprimées en mmolTrolox / Kg de 
l’extrait brut. Les résultats correspondent à la moyenne ± écart type des trois répétitions. 
Différentes lettres minuscules au sein de la même ligne indiquent des différences 
significatives (p <0,05) selon le test ANOVA. 
Les fractions des acides phénoliques d’A. acutifolius (264.4 mmolTrolox/kg de l’extrait brut) 
et d’A. albus (123,3 mmolTrolox/kg de l’extrait brut) présentent l’activité anti-radicalaire la 
plus élevée comparée à celle des autres fractions qui sont respectivement de l’ordre de 108.4 
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mmolTrolox/kg de l’extrait pour la fraction des FOS. Cependant, pour A. stipularis et A. 
asparagoides, la fraction des saponines montre une importante capacité de piéger les radicaux 
libre DPPH soient respectivement 217.9 et 174.2 mmolTrolox/kg de l’extrait brut (Figure 
6.A.1). Pour les quatre espèces, la fraction des FOS possède l’activité antioxydante la plus 
faible. Son intervention dans l’activité anti-radicalaire ne dépasse pas 10 mmolTrolox/kg de 
l’extrait brut (Figure 6.A.1) 
D’après ces résultats, nous pouvons conclure que dans les rhizomes des différentes espèces 
d’Asparagus à côté des phénols comme antioxydants, existent les saponines surtout dans les 
rhizomes d’A. stipularis et d’A. asparagoides. Ceci explique la forte activité anti-radicalaire 
des extraits éthanoliques des rhizomes de ces deux espèces par rapport aux autres organes 
déjà constate dans le chapitre précèdent.  












Figure 6.A.2. Activités de piégeages du radical ABTS des fractions, fructo-oligosaccharides, 
acides phénoliques et saponines purifiées à partir des rhizomes des différentes espèces 
d'Asparagus étudiées. Les activites antiradicalaires ont été exprimées en mmolTrolox / Kg de 
l’extrait brut. Les résultats correspondent à la moyenne ± écart type de trois répétitions. 
Différentes lettres minuscules au sein de la même ligne indiquent des différences 
significatives (p <0,05) selon le test ANOVA. 
Comme nous avons constaté dans le test DPPH, les fractions des acides phénoliques d’A. 







































avec des valeurs de 757,2 et de 1283,2 mmolTrolox / Kg de l’extrait brut respectivement 
(Figure 6.A.2). La fraction des saponines de ces deux espèces, présente aussi une bonne 
activité anti-radicalaire, mais elle reste toujours inférieure à celle de la fraction des acides 
phénoliques, soient 400 mmolTrolox/Kg de l’extrait brut pour A. albus et 769.6 
mmolTrolox/Kg de l’extrait brut pour A. acutifolius (Figure 6.A.2). 
Pour A. stipularis et A. asparagoides, la fraction des saponines révèle une forte activité anti- 
radicalaire sur le radical ABTS comparée à celle de la fraction des acides phénoliques, soient 
respectivement 1531,2 et 1376,2 mmolTrolox/Kg de l’extrait brut pour la fraction des 
saponines et 381 et 202,5 mmolTrolox/Kg de l’extrait brut pour la fraction des acides 
phénoliques. Comme pour le test de DPPH, la fraction des fructo-oligosaccharides possède la 
plus faible activité pour les quatre espèces d’Asparagus (Figure 6.A.2). 












Figure 6.A.3. Le pouvoir réducteur du fer des fractions, fructo-oligosaccharides, acides 
phénoliques et saponines purifiées à partir des rhizomes des différentes espèces d'Asparagus 
étudiées. Les activités antiradicalaires ont été exprimées en mmolTrolox / Kg de l’extrait brut. 
Les résultats correspondent à la moyenne ± écart type de trois répétitions. Différentes lettres 
minuscules au sein de la même ligne indiquent des différences significatives (p <0,05) selon 
le test ANOVA. 
D’après la figure 6.A.3, le pouvoir réducteur du fer des trois fractions obtenues à partir des 







































trouvée dans les deux derniers tests d'activité anti-radicalaire. Les fractions des acides 
phénoliques d’A. albus (274.3 mmolTrolox/Kg de l’extrait brut) et d’A. acutifolius (335.3 
mmolTrolox/Kg de l’extrait brut) et les fractions des saponines d’A. stipularis (560.5 
mmolTrolox/Kg de l’extrait brut) et d’A. asparagoides (402.1 mmolTrolox/Kg de l’extrait 
brut) présentent le pouvoir réducteur du fer le plus élevé. Comme pour les deux autres tests, la 
fraction des fructo-oligosaccharides présente le pouvoir réducteur du fer le plus faible (Figure 
6.A.3). 
3.1.2.2  Evaluation de l'activité cytotoxique 
 Activité cytotoxique des fractions des acides phénoliques 
Les activités cytotoxiques de la fraction des acides phénoliques des quatre espèces 
d’Asparagus sur les cellules HCT-116 et HepG2 ont aussi été évaluées à différentes 
concentrations, 25, 75, 100, 150 et 200 µg / mL pour les deux lignées cellulaires. Les résultats 
présentés dans la figure 6.A.4 et le tableau 6.A.2, ont montré une diminution de la viabilité 
cellulaire d’une manière dose-dépendante après 24h et 48h de traitement. La fraction des 
acides phénoliques d’A. stipularis montre une diminution très importante de la viabilité 
cellulaire des HCT-116 et HepG2 en fonction des différentes concentrations testées 
comparées à celles de la fraction des acides phénoliques des autres espèces (Figure 6.A.4).  
Tableau 6.A.2. Activités cytotoxiques des fractions des acides phénoliques des différentes 







En effet, La fraction des acides phénoliques d’A. stipularis donne une viabilité cellulaire nulle 
à une concentration de 75 µg / mL après 48h de traitement pour les deux lignées cellulaires.  
Pour la lignée cellulaire HCT-116, les valeurs de CI50 de la fraction des acides phénoliques 
d’A. stipularis sont respectivement de 57.5 et 51.8 µg / mL après 24h et 48h de traitement 
(Tableau 6.A.2). 
 CI 50 µg/mL 
 HCT-116 HepG2 
 24h 48h 24h 48h 
A. albus 155.8 152.6 >200 152.7 
A. acutifoluis  171.7 156.1 153.9 133.3 
A. stipularis  57.5 51.8 92.1 22.6 
A. asparagoides 97.4 66.8 109.9 71.1 



















Figure 6.A.4. Pourcentage de la viabilité cellulaire des lignées cellulaires cancéreuses HCT-116 et HepG2 après un traitement de 24 h et 48h 
avec diverses concentrations des fractions des acides phénoliques d’A. albus, d’A. acutifoluis, d’A. stipularis et d’A. asparagoides. L'effet 
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La fraction des acides phénoliques d’A. asparagoides présente également une activité 
cytotoxique très intéressante après 24h de traitement avec une valeur de CI50 de 97.4 µg / 
mL.  Cette valeur diminue d’une manière très importante après 48h de traitement soit 66.8 µg 
/ mL (Tableau 6.A.2). Concernant les fractions des acides phénoliques d’A. albus et d’A. 
acutifolius, après 24h de traitement, les valeurs de CI50 sont respectivement de 155.8 et 171.7 
µg / mL. Ces valeurs ne sont que 152.6 µg / mL pour A. albus et 156.1 pour A. acutifolius 
après 48h de traitement (Tableau 6.A.2). De même, pour la lignée cellulaire (HepG2), les 
acides phénoliques d’A. stipularis se sont montrées les plus actives avec une CI50 de 92.1 µg 
/ mL après 24h et CI50 de 22.6 µg / mL après 48h (Tableau 6.A.2).  La fraction des acides 
phénoliques d’A. asparagoides présente une inhibition très importante de la croissance de la 
lignée cellulaire HepG2 avec CI50 de 110 µg / mL après 24h. Après 48h, ces phénols ont 
donné une CI50 de 71 µg / mL et une viabilité cellulaire moins de 10% à une concentration de 
150 µg / mL (Figure 6.A.4 et tableau 6.A.2). Concernant la fraction des acides phénoliques 
d’A. acutifolius, les valeurs de CI50 sont respectivement de 153.9 et 133.3 µg / mL après 24h 
et 48h de traitement. La fraction des acides phénoliques d’A. albus ne présente une activité 
cytotoxique qu’après 48h de traitement avec une valeur de CI50 de 152.7 µg / mL (Figure 
6.A.4 et tableau 6.A.2).  
 Activité cytotoxique des fractions des saponines 
Les saponines possèdent de nombreux effets sur les cellules tumorales. Différentes propriétés 
cytotoxiques ont été décrites pour un grand nombre de saponines, et ce pour promouvoir leur 
potentiel en tant que médicaments ou adjuvants anticancéreux.  
Dans notre travail, L’activité cytotoxique des fractions des saponines que nous avons purifiées 
à partir des rhizomes des espèces étudiées a été évaluée sur les lignées des cellules du cancer 
du côlon HCT-116 et hépatique HepG2 grâce au test de cytotoxicité MTT. Ce test détermine 
la capacité des cellules viables à convertir le sel tetrazolium (MTT) soluble en précipité de 
formazan insoluble. Après traitement des cellules HCT-116 pendant 4, 8, 16 et 24h avec des 
concentrations croissantes de saponines (0, 10, 20, 30, 50 et 100 μg / mL), le pourcentage de 
viabilité cellulaire de HCT-116 a été illustré tel que présenté à la figure 6.A.5. 
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Figure 6.A.5. Pourcentage de la viabilité cellulaire des lignées cellulaires cancéreuses HCT-116 après un traitement de 4h, 8h, 16h et 24 h avec 
diverses concentrations des fractions des saponines des différentes espèces d’Asparagus. L’effet cytotoxique a été mesuré par un test de viabilité 





































































Par rapport aux fractions des acides phénoliques, les fractions des saponines des différentes 
espèces présentent une très forte activité cytotoxique vis-à-vis des deux lignées cellulaires 
testées. Après 4h d’incubation et à une concentration de 100 µg/mL (Figure 6.A.5), toutes les 
fractions des saponines testées possèdent une toxicité élevée, les fractions des saponines les 
plus cytotoxiques sont celles d’A. asparagoides suivis d’A. albus et d’A. acutifolius avec 
absence de cellules viables et des valeurs de CI50 de 21.3, de 38.6 et de 47.3 µg/mL 
respectivement (Tableau 6.A.3). La fraction des saponines la moins toxique est celle d’A. 
stipularis avec 57 % de viabilité et CI50 supérieure à 100 µg/mL 
Tableau 6.A.3.  Activités cytotoxiques des fractions des saponines des différentes espèces 
d’Asparagus sur la lignée cellulaire HCT-116. Les activités cytotoxiques ont été exprimées en 
CI50 (μg / mL). 
En augmentant le temps de traitement, l’activité cytotoxique des fractions des saponines des 
quatre espèces devient très puissante. En effet, Après 8h, 16h et 24h de traitement, une 
viabilité cellulaire inférieure à 50% a été observée à 50 µg/mL, à l’exception de la fraction des 
saponines d’A. Stipularis qui n’inhibe 50% des cellules cancéreuses à cette même 
concentration (50 µg/mL) qu’après 24h de traitement (Figure 6.A.6). La fraction des 
saponines d’A. asparagoides s’ est avérée la plus toxique vis-à-vis des cellules du cancer du 
côlon HCT-116 avec des valeurs de CI50 de 9.1 µg/mL, de 5,6 µg/mL et de 0,5 µg/mL 
respectivement après 8h, 16h et 24h (Tableau 6.A.3). Pour les autres espèces, A. albus, A. 
stipularis et A. acutifolius les CI50 diminue en fonction du temps de traitement (Tableau 
6.A.3). L’effet cytotoxique des fractions des saponines sur les cellules HepG2 a été analysé à 
des concentrations de 10, 20, 30, 40 et 50 µg / ml par le test MTT après 4, 8, 16 et 24 heures, 
comme indiqué sur la figure 6.A.5. Les fractions des saponines des différentes espèces 
d’Asparagus inhibent la croissance cellulaire d’une manière dose-dépendante et en fonction 
du temps. 
 CI 50 µg/mL 
 HCT-116 
 4h 8h 16h 24h 
A. albus 38.6 27.7 25.5 21.7 
A. acutifoluis  47.3 42.2 41.8 35.3 
A. stipularis  >100 91.3 62.0 50.4 
A. asparagoides 21.3 9.08 5.6 0.51 


















Figure 6.A.6. Pourcentage de la viabilité cellulaire de la lignée cellulaire cancéreuse HepG2 après un traitement de 4h, 8h, 16h et 24 h avec 
diverses concentrations des fractions des saponines des différentes espèces d’Asparagus. L’effet cytotoxique a été mesuré par un test de viabilité 
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 Tableau 6.A.4. Activités cytotoxiques des fractions des saponines des différentes espèces 
d’Asparagus sur la lignée cellulaire HepG2. Les activités cytotoxiques ont été exprimées en 









dent à la concentration inhibitrice de 50% des cellules cancéreuses sont très faibles pour tous 
les temps de traitement avec les meilleurs CI50 sont obtenues après 24h de traitement et sont 
de l’ordre de 7.8, 12. 8, 23. 8 et 26. 5 respectivement pour A. asparagoides, A. albus, A. 
acutifolius et A. stipularis (Tableau 6.A.4). Les résultats obtenus indiquent que les saponines 
des différentes espèces d’Asparagus présentent d’importants niveaux de cytotoxicité contre 
les deux lignées cellulaires HCT-116 et HepG2, surtout une forte activité cytotoxique sur la 
lignée cellulaire HCT-116.  
  Activité cytotoxique des fractions des fructo-oligosaccharides (FOS). 
La figure 6.A.7 représente le pourcentage de la viabilité cellulaire des lignées cellulaires 
HCT-116 et HepG2 en fonction des concentrations des fractions des fructo-oligosaccharides 
purifiée à partir des rhizomes des différentes espèces d’Asparagus pendant 24h et 48h de 
traitement. La concentration qui inhibe la croissance de 50% des cellules (CI50) a été aussi 






 CI 50 µg/mL 
 HepG2 
 4h 8h 16h 24h 
A. albus 23.7 22.3 13.9 12.8 
A. acutifoluis  31.8 28.9 24.5 23.8 
A. stipularis  >50 33.1 32.5 26.5 
A. asparagoides 18.0 16.3 9.1 7.8 

















Figure 6.A.7. Pourcentage de la viabilité cellulaire des lignées cellulaires cancéreuses HCT-116 et HepG2 après un traitement de 24 h et 48h 
avec diverses concentrations des fractions des fructo-oligosaccharides d’A. albus, A. acutifoluis, A. stipularis et A. asparagoides. L'effet 
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Tableau 6.A.5. Activités cytotoxiques des fractions des fructo-oligosaccharides des 
différentes espèces d'Asparagus. Les activités cytotoxiques ont été exprimées en CI50 (μg / 
mL) 
 CI 50 µg/mL 
 HCT-116 HepG2 
 24h 84h 24h 48h 
A. albus >200 >200 >200 >200 
A. acutifoluis  >200 >200 >200 139 
A. stipularis  >200 >200 >200 >200 
A. asparagoides >200 >200 >200 185 
 
Pour les quatre espèces d’Asparagus, l’activité cytotoxique des fractions des fructo-
oligosaccharides est beaucoup plus faible sur les cellules HCT-116 avec des valeurs de CI50 
supérieures à 200 µg/mL après 24h et 48h de traitement. Par contre, les fractions des fructo-
oligosaccharides d’A. acutifolius et A. asparagoides se sont avérées plus actives sur les 
cellules HepG2 après seulement 48h de traitement avec des valeurs de CI50 de l’ordre de 139 
et 185 µg/mL respectivement (Tableau 6.A.5). 
 Activité cytotoxique des différentes fractions purifiées à partir des rhizomes des 
différentes espèces d’Asparagus sur les cellules mononuclées du sang 
périphérique (PBMC) (les cellules normales) 
Ces fractions qui ont une activité cytotoxique sur les cellules cancéreuses, ont été testées pour 
déterminer leur toxicité sur des cellules normales dans les mêmes conditions expérimentales 
sur les cellules normales (cellules mononuclées du sang périphérique (PBMC)). Les résultats 
ont montré qu’aucun de ces composés ne s'est avéré toxique sur les cellules mononucléées du 
sang périphérique normal dans la gamme de concentrations testées (0, 25, 50, 75, 100, 150, 
200 μg / mL). Après 24h de traitement, à différentes concentrations de 25 µg/mL à 200 
µg/mL, les saponines de toutes les espèces n’inhibent que 1% à 25 µg/mL à 15% à 200 
µg/mL. De même, les FOS n’ont aucun effet sur les cellules normales (Figure 6.A.8) 
 
 
















Figure 6.A.8. Pourcentage de la viabilité cellulaire des cellules mononuclées du sang périphérique (PBMC) après un traitement de 24 h avec 
diverses concentrations des fractions saponines, acides phénoliques et fructo-oligosaccharides des différentes espèces d'Asparagus. L'effet 



































































3.1.2.3 L'effet inhibiteur de l'activité de la lipase pancréatique  
L’activité inhibitrice de la lipase pancréatique des différents composants qu’on a purifiés à 
partir des rhizomes des différentes espèces d’Asparagus est testée en utilisant la lipase 
pancréatique humaine. L’inhibition de l’activité de la lipase pancréatique dépend de la 
fraction (acides phénoliques, saponines et FOS), de l’espèce et de la concentration (Figure 
6.A.9 et 6.A.10). 
 Pour chaque fraction, la concentration qui inhibe 50% de l’activité de la lipase a été 
déterminée à partir de la courbe d’inhibition représentée dans la figure 6.A.9 et 6.A.10 et les 
résultats sont illustrés dans le tableau 6.A.6. D’après les résultats dans ce tableau, on constate 
que la fraction des acides phénoliques présente une activité inhibitrice de la lipase 
pancréatique intéressante se rapprochant de l’activité du control positif l’orlistât surtout chez 
les deux espèces, A. albus et A. acutifolius. En effet, les CI50 sont de l’ordre de 365 et 289 
µg/ml respectivement chez A. albus et A. acutifolius, comparées à la CI50 de l’orlistât qui est 
de 172 µg/ml. Cette fraction des acides phénoliques présente des activités faibles chez A. 
asparagoides et A. stipularis (Tableau 6.A.6) 
Pour les deux autres fractions, saponines et FOS, les CI50 sont élevées et dépassent 700 
µg/ml (Tableu 6.A.6) suggérant une activité inhibitrice faible de ces fractions 
Tableau 6.A.6. Activité inhibitrice de la lipase pancréatique par les fractions fructo-










 CI50  µg/mL 
 FOS Acides 
Phénoliques 
Saponines Orlistat 
        A. albus >8000 365 2305 - 
       A. acutifolius >8000 289 2486 - 
A. stipularis 3264 >700 2859 - 
A. asparagoides 5102 >700 2733 - 
      Orlista - - - 172 













Figure 6. A. 9. Pourcentage d’inhibition de l’activité de la lipase pancréatique par l’olistat, les acides phénoliques et les saponines des rhizomes 
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Figure 6.A.10. Pourcentage d’inhibition de l’activité de la lipase pancréatique par la fraction des fructo-oligosaccharides des rhizomes des 
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4 Discussion  
Les composés purifiés des extraits bruts : phénols, saponines et fructo-oligosaccharides ont été 
évaluées et leurs activités biologiques ont été déterminés. En effet, ces composés ont montré des 
résultats intéressants. Les résultats ont montré que les rhizomes des différentes espèces 
d’Asparagus contiennent comme constituant principal des saponines. Les teneurs des saponines 
dans la fraction saponines après fractionnement et purification sont comprises entre 37 et 61 
g/100g. Les fructanes qui font partie de la fraction fructo-oligosaccharides représentent le 
deuxième composant prédominant avec des teneurs allant de 11 et 36 g/100g et enfin les acides 
phénoliques de la fraction phénols comme constituant mineur avec des teneurs faibles de 1.1 à 
1.8 g/100g. Récemment, Visavadiya et Narasimhacharya, (2009) ont montré que la plupart des 
phytoconstituants de la racine d’Asparagus racemosus sont des saponines (8,83 g/100g), tandis 
que les polyphénols ne représentent que 1,69 g/100g.  
Wilson et al. (2005) ont trouvé que la plupart des carbohydrates solubles dans le système 
racinaire d’Asparagus sont des fructanes. Ces fructanes sont des carbohydrates de réserves 
synthétisés à partir de sucres simples (saccharose, glucose et fructose) et produits dans les tissus 
photosynthétiques et transférés aux racines. Ces fructanes s'accumulent dans les racines et seront 
hydrolysés pour la croissance de l’asperge (Benson et Takatori, 1980 ; Shelton et Lacy, 1980 ; 
Wooley et al., 1999). Les teneurs en fructanes différentes dans les rhizomes des quatre espèces 
d’Asparagus peuvent s’expliquer par divers facteurs physiologiques et environnementaux. De 
nombreuses recherches ont été effectuées sur les modifications de la teneur en carbohydrate 
solubles qui s’accumulent dans le système racinaire d’Asparagus au cours du cycle de leur 
croissance annuelle (Kumar Bhowmik et Matsui, 2003 ; Shiomi, 1992). Martin et Hartmann, 
(1990), Dogras et Itskos, (1992), Siomos et Pontikidou, (2000) ont montré que l’accumulation 
des carbohydrates solubles spécialement les fructanes dans les rhizomes des différentes espèces 
d’Asparagus étudiées dépend de l'âge de la plante, des conditions environnementales, des 
changements saisonniers et de la période d’assimilation.  
Les trois constituants que nous avons purifiés à partir des rhizomes d’Asparagus ont montré des 
activités biologiques intéressantes qui varient en fonction de l’espèce. En effet les saponines d’A. 
stipularis et d’A. asparagoides et les phénols d’A. albus et d’A. acutifolius ont montré une 
puissante activité anti-radicalaire contre DPPH et ABTS et un fort pouvoir réducteur du fer. 
Alors que pour toutes les espèces étudiées, les FOS ont montré les activités les plus faibles.  




La forte activité antioxidante des saponines purifiées chez A. stipularis et A. asparagoides 
confirme bien l’activité antioxidante importante de leurs extraits bruts. Cette activité 
antioxidante des saponines purifiées chez le genre Asparagus n’a jamais été étudiée mais d’autre 
travaux sur d’autres plantes ont montré que les fractions riches en saponines présentent des 
propriétés antioxydantes intéressantes tel que les fractions de l'écorce de la racine d'Aralia 
taibaiensis (Bi et al., 2012), des tubercules d'Ipomoea batatas (Dini et al., 2009), les tiges et les 
fruits de Momordica charantia (Lin et al., 2011) et la partie aérienne de Medicago lupulina 
L.(Kicel et Olszewska, 2015). Ces plantes qui sont riches en saponines ont été suggérés comme 
additifs antioxydants alimentaires. Alors les saponines des quatre espèces d’Asparagus étudiés à 
fort pouvoir antioxydant peuvent être de nouveaux antioxydants potentiels pour l’homme. En ce 
qui qui concerne les fractions phénols, les acides phénoliques des rhizomes d’A. albus et d’A. 
acutifolius dont l’acide caféique est l’acide phénolique le plus dominant ont montré une activité 
antioxydante importantes. Des travaux similaires ont montré que l’acide caféique au niveau des 
rhizomes d’A. officinalis présente une activité antioxydante très élevée (Symes et al., 2018). 
Dans le même contexte, Cuvelier et al. (1992) ont constaté que la présence du groupe CH = CH-
COOH dans les acides cinnamiques tels que les acides caféique, sinapique, férulique et p-
coumarique assure une efficacité antioxydante supérieure à celle du groupe COOH dans les 
acides benzoïques tels que les acides protocatéchique, syringique, vanillique et p-
hydroxybenzoïque. De même, Kikuzaki et al. (2002) ont montré que l’acide caféique présente 
une activité antioxydante plus élevée que celle trouvée dans l’acide sinapique, l’acide férulique 
et l’acide coumarique. 
Les phénols des différentes espèces d’Asparagus présentent une puissante activité cytotoxique, 
surtout, les phénols d’A. stipularis et d’A. asparagoides qui sont les plus actifs vis-à-vis des deux 
lignées cellulaires testées comparées à celles d’A. albus et d’A. acutifolius avec respectivement 
des CI50 de 51,8 µg / ml et 66,8 pour HCT-116 et de 22,6 µg / ml et 71,1 µg / ml pour HepG2 
après 48h de traitement. S 
Sergediene et al. (1999) ont trouvé que les acides phénoliques peuvent se comporter soit comme 
des antioxydants, soit comme des prooxydants (Sergediene et al., 1999) et lapuissante activité 
inhibitrice sur la croissance et la prolifération de certaines cellules malignes in-vitro est 
fortement dépendante de leurs caractéristiques structurelles (Koşar, 2017). En effet, les acides 
phénoliques peuvent être considérés comme des inhibiteurs puissants des différents types de 
cancer in vitro et in vivo (You et al., 2010 ; Yip et al., 2006). Ces mécanismes ne sont pas encore 
bien élucidés, mais ces acides phénoliques peuvent piéger des radicaux libres, induire des 




enzymes impliquées dans le métabolisme des xénobiotiques, réguler l'expression génique, 
moduler les voies de signalisation cellulaires y compris ceux impliqués dans la réparation des 
dommages de l'ADN, la prolifération cellulaire et l'apoptose (You et al., 2010 ; Yip et al., 2006). 
D’autre travaux de LS et NJA, (2016) ont trouvé que les acides phénoliques pouvaient inhiber la 
prolifération des cellules cancéreuses du côlon et induire l'apoptose de cellules cancéreuses en 
partie par des mécanismes à médiation pro-oxydant.  
Les principaux composés phénoliques dans les rhizomes d'A. stipularis sont l'acide p-
hydroxybenzoïque, l'acide férulique et l'acide coumarique, et l’acide p-hydroxybenzoique, 
l’acide cafeique et p-hydroxybenzaldhyde pour A. asparagoides. Intisar et al. (2012) ont montré 
que les fractions d’acides phénoliques de l'extrait méthanolique de Polygonum bistorta ont une 
bonne activité cytotoxique contre la lignée cellulaire du carcinome hépatocellulaire humain et 
que la fraction à l'acide p-hydroxybenzoïque a donné une inhibition de 86% à une concentration 
de 800 µg/mL. De même, Roy et al. (2016) ont également montré une bonne activité cytotoxique 
de l'acide férulique et de l'acide coumarique sur les cellules cancéreuses du côlon avec des CI50 
de 154 µg / ml pour l'acide férulique et de 222 µg / ml pour l'acide p-coumarique. Chiang et al. 
(2014) ont indiqué que les dérivés de l’acide caféique tels que l'ester phénéthylique de l'acide 
caféique (EPAC) et l'ester phénylpropylique de l'acide caféique (EPPAC) ont une activité 
cytotoxique puissante contre les cellules cancéreuses du côlon par rapport à l'acide caféique. 
Les résultats de nos travaux ont montré également que les saponines représentent le constituant 
principal responsable de l’activité cytotoxique importantes trouvé dans les extraits éthanoliques 
des rhizomes d’A. albus, d’A. acutifolius d’A. stipularis et d’A. asparagoides. La forte activité 
cytotoxique de la fraction des saponines par rapport aux extraits éthanoliques dans les rhizomes 
de différentes espèces d'Asparagus peut être basée sur les interactions antagonistes de nombreux 
composés (Huang et al., 2008). L’activité cytotoxique la plus enlevée chez A. asparagoides 
(CI50 = 0.51 µg/mL pour HCT-116 et 7.8 µg/mL pour HepG2) comparée à celles des autres 
espèces. Les saponines d’A. asparagoides a montré une activité plus élevée que celle des trois 
saponines stéroïdiennes isolées de l’extrait méthanolique des rhizomes d’Asparagus oligoclonos 
sur les cellules du cancer du côlon HCT-15 dont la CI50 est de l’ordre de 2.5 µg/mL (Kim et al., 
2005). De même, les saponines d’A. asparagoides ont montré une inhibition de la croissance des 
HepG2 (CI50= 7,8 µg/mL) beaucoup importante que les saponines d’A. officinalis dont la CI50 
est de 105, 15 µg/mL) (Al-Snafi, 2015 ; Ji et al., 2012). 




Wang et al. (2013) ont montré que les saponines des sous-produits d'Asparagus 
officinalis ont inhibé la viabilité cellulaire des lignées cellulaires des cancers du sein, du côlon et 
du pancréas d’une manière dépendante de la concentration, avec des valeurs de CI50 allant de 
809,42 à 1829,96 µg / ml. l’activité cytotoxique des saponines varie selon l’espèce. Cette 
variabilité pourrait être due à la différence de la structure des saponines présentes dans chaque 
espèce (Oakenfull et al., 1979). 
En comparaison avec les autres fractions (les phenols et fructo-oligosaccharides), les saponines 
sont les plus actives vis-à-vis des deux lignées cellulaires cancéreuses HCT-116 et HepG2. Ces 
résultats sont en accord avec ceux obtenus dans les travaux de Huang et al. (2008), Kim et al. 
(2005) et Bhutani et al. (2010) qui ont montré que les saponines isolées des rhizomes d’A. 
officinalis, d’A. racemosus et d’A. oligoclonos ont un effet cytotoxique puissant contre 
différentes lignées cellulaires cancéreuses.  
Jaramillo et al. (2016) ont montré é que les saponines stéroïdiennes provenant des lances 
comestibles de "triguero" asparagus lorsqu'elles sont en contact avec les lignées cellulaires du 
cancer du côlon HCT-116 bloquent les voies de signalisation ERK, AKT et p70S6 (mTOR), 
arrêtent le cycle cellulaire à la phase G0 / G1 en interférant l'expression des cyclines D, E et A, et  
en induisent la mort cellulaire par la voie apoptotique via la caspase-3, conduisant à un clivage 
PARP-1 et à une fragmentation de l'ADN. Par conséquent, l'effet cytotoxique de la plupart des 
saponines stéroïdiennes est dû à leur capacité à stimuler les processus apoptotiques dans les 
cellules tumorales. De même, cette activité cytotoxique peut être réalisée par d'autres 
mécanismes non apoptotiques comme dans les cas des arrêts dans le cycle cellulaire, de la 
stimulation de l'autophagie cellulaire, de l'inhibition des métastases et de la désintégration du 
cytosquelette (Podolak et al., 2010).  
Il est aussi important de mentionner que les saponines ont une faible absorption intestinale 
principalement en raison de leurs caractéristiques physicochimiques défavorables, telles que leur 
masse moléculaire élevée (> 500 Da), leurs liaisons hydrogènes abondantes (> 12) et leur 
flexibilité moléculaire aussi élevée (> 10). Ces caractéristiques provoquent une faible 
perméabilité des saponines au niveau de la membrane intestinale. Les saponines non absorbées 
atteignent le côlon où elles sont hydrolysées par la microflore intestinale. Bien qu'elles ne soient 
pas absorbées, leur durée de vie est très élevée entre 25 et 120 heures, ce qui leur permet 
d'exercer un effet local important sur le côlon (Li et al., 2005 ; Ren et al., 2008). 




Jaramillo et al. (2016) ont montré que les saponines stéroïdiennes obtenues à partir des parties 
comestibles de Triguero asparagus sont stables à la digestion in-vitro. En effet, après digestion, 
ces saponines ont présenté une activité cytotoxique sur les cellules du cancer du côlon HCT-116 
avec des valeurs de CI50 de 193 et 76 µg/mL après 24h et 48h de traitement respectivement. 
D’après les résultats qu’on a trouvés, les saponines des rhizomes des différentes espèces 
d’Asparagus présentent une activité cytotoxique très puissantes sur les lignées cellulaires HCT-
116 après seulement 4h de traitement dont les valeurs de CI50 sont de 21.3 µg/mL pour A. 
asparagoides, 38.6 µg/mL pour A. albus, 47.3 µg/mL pour A. acutifolius et supérieure à 100 
µg/mL pour A. stipularis.    
Des études antérieures ont montré que le type d'aglycone influence également l'effet cytotoxique 
(Trouillas et al., 2005 ; Yan et al., 2009, Yokosuka et al., 2009). En effet, Bhutani et al. (2010) 
ont montré que les aglycones des saponines : la diogénine et la sarsapogénine ont présenté une 
activité cytotoxique très faible sur HCT-116. Ces dernières sont les principaux aglycones dans 
les saponines des différentes espèces d’Asparagus étudiées. Alors que les saponines comme 
shatavarine IV, shatavarine I, sont deux saponines prédominantes dans les racines d’A. 
racemosus ont des activités cytotoxiques très élevées sur la même lignée cellulaire avec CI50 
inferieur á 25 mM. Ces deux saponines possèdent sarsapogénine comme aglycone. Ces résultats 
alors mettent en évidence le rôle de la chaîne des sucres liées à l'aglycone dans l’induction d’une 
cytotoxicité (Bhutani et al., 2010). Mimaki et al. (2001), Hernández et al. (2008) et Ohtsuki et 
al. (2004) ont montré tous que la différence dans la composition, la liaison et le nombre de 
chaînes de sucres dans les saponines stéroïdiennes jouent un rôle très important dans leur 
cytotoxicité contre certaines tumeurs. 
Dans notre cas, nous avons trouvé que toutes les saponines stéroïdiennes obtenues à partir des 
rhizomes des différentes espèces d’Asparagus étudiées possèdent le même aglycone qui est la 
sarsapogenine, à l’exception d’A. asparagoides dont la diogénine et deux autres aglycones 
inconnus ont été identifiées. Ces saponines diffèrent seulement par la composition de leurs 
chaînes en sucre. Ces résultats indiquent que l’activité cytotoxique des saponines obtenues des 
rhizomes des quatre espèces d’Asparagus pourrait dépendre du nombre de monosaccharides 
constituant leurs chaînes de sucres et de leurs séquences, ainsi que des structures de leur 
aglycones.  
La lipase pancréatique est une enzyme essentielle à la digestion des graisses alimentaires et est 
responsable de l'hydrolyse de 50 à 70% des graisses alimentaires totales (Birari et Bhutani, 




2007). Les graisses alimentaires ne sont absorbées par l'intestin que lorsqu'elles ont été 
hydrolysées par la lipase pancréatique. L'inhibition de la lipase pancréatique est l'un des 
mécanismes les plus étudiés pour déterminer l'efficacité potentielle des produits naturels en tant 
qu'agents anti-obésité. Le succès de l'orlistat a encouragé le développement de nouveaux 
inhibiteurs naturels de la lipase pancréatique en tant que médicaments amaigrissants. Parmi les 
produits naturels ayant des effets inhibiteurs sur l'activité de la lipase pancréatique, on trouve les 
composés phénoliques qui gagnent plus d'intérêt en raison de leurs effets gastro-intestinaux 
indésirables. Des études in-vitro ont démontré que de nombreux extraits riches en polyphénols 
sont des inhibiteurs efficaces de la lipase pancréatique (Buchholz et Melzig, 2015). Notre étude a 
montré que les phénols d’A. albus et d’A. acutifolius présentent une importante activité 
inhibitrice de la lipase pancréatique. A une concentration de 0.7 mg/mL, les phénols de ces deux 
espèces inhibent plus de 80% de l’activité de la lipase avec une valeur de CI50 de 0.37 et 0.29 
mg/mL respectivement. Cette activité est comparable à celle de l’orlistat (CI50= 0. 17 mg/mL) 
qui est un puissant inhibiteur gastro-intestinal de la lipase. Les valeurs de la CI50 de la fraction 
phénolique d’A. albus et A. acutifolius sont beaucoup plus faibles que ceux rapportés par Ono et 
al. (2006) qui ont montré que les composés phénoliques des feuilles de lotus sont des inhibiteurs 
de la lipase pancréatique avec des valeurs de CI50 de 0,46 mg / ml.  
Généralement, Les acides phénoliques représentent l’une des classes de métabolites secondaires 
les plus étudiées pour leur effet inhibiteur de la lipase. L'effet inhibiteur de ces composants 
dépend du nombre et de la position des groupes hydroxyles et du degré de polymérisation 
(Buchholz et Melzig, 2015). Différents acides hydroxycinnamiques ont été analysés par Karamać 
et Amarowicz, (1996) et ont montré que l'acide férulique et l'acide caféique présentent l'activité 
inhibitrice la plus élevée de la lipase pancréatique, alors que, les inhibiteurs les plus faibles de la 
lipase étaient les acides sinapique et p-coumarique. Aussi, Buchholz et Melzig, (2015) ont 
montré que les dérivés des acides hydroxybenzoïques présentent une faible activité inhibitrice de 
la lipase pancréatique par rapport aux acides hydroxycinnamiques. Les résultats de notre étude 
dont les phénols d’A. albus et d’A. acutifolius présentaient une puissante activité inhibitrice de la 
lipase grâce à l'acide caféique et l'acide férulique comme composés principaux sont en accord 
avec les résultats de Buchholz et Melzig, (2015).  Cependant, les phénols d’A. stipularis et d’A. 
asparagoides ont montré une faible activité. Dans ces deux espèces, Le composé prédominant 
est l’acide p-hydroxybenzoïque.   
En plus des phénols, les saponines des différentes espèces d’Asparagus présentent une activité 
inhibitrice de la lipase pancréatique modérée avec une valeur de CI50 entre 2,3 et 2,8 mg/mL. Il 




existe diverses saponines stéroïdiennes et triterpénoïdes qui inhibent la lipase pancréatique 
(Kwon et al., 2003 ; Yoshizumi et al., 2006). Les études de Visavadiya et Narasimhacharya ont 
rapporté que les saponines de type stéroïdien de la racine d’Asparagus racemosus dont, 
Shatavarines (sarsasapogénines) qui est le principal composant, semble être principalement 
responsable de l’effet hypocholestérolémiant chez les rats nourris avec un régime riche en 
graisse (Visavadiya et Narasimhacharya, 2007). En outre, la dioscine et la diosgénine ont 
également présenté une activité inhibitrice de la lipase pancréatique (Kwon et al., 2003).  En 
effet, les saponines précipitent le cholestérol à partir des micelles et interfèrent avec la 
circulation entérohépatique des acides biliaires, ce qui le rend indisponible pour l'absorption 
intestinale du cholestérol, entraînant une réduction des taux plasmatiques de cholestérol 
(Harwood et al., 1993 ; Oakenfull et Sidhu, 1990). 
Les fructanes sont des fibres alimentaires solubles parmi lesquelles on trouve des 
polysaccharides, des oligosaccharides et des substances végétales correspondant à la réserve 
glucidique des végétaux. Nous avons alors isolé les fructanes, qui sont des chaines courtes de 
fructose nommées fructo-oligosaccharides, à partir des rhizomes des différentes espèces 
d’Asparagus. Ces fructo-oligosaccharides sont de type β(2→1) où de type inuline. Les fructo-
oligosaccharides du type inuline sont largement répandus chez les espèces du genre Asparagus 
(Thakur et al., 2012; Ueno  et al., 2004 ; Shiomi et al., 1976). 
En fait, d'après ce que nous savons, l’activité cytotoxique des fructo-olidosaccharides des 
espèces du genre Asparagus sur les lignées cellulaires HCT-116 et HepG2 ainsi que leur effet 
inhibiteur de la lipase pancréatique n’ont pas été étudiés auparavant in-vitro. 
En procédant à un examen plus détaillé des nouvelles découvertes sur les fructanes du type 
inuline (FOS) et leur rôle potentiel dans la prévention du stress oxydatif, du cancer et de 
l’obésité, nous avons  trouvé que les FOS des quatre espèces d’Asparagus étudiées présentent 
une faible activité anti-radicalaire et un pouvoir réducteur du fer par rapport aux saponines et aux 
phénols. Ceci indique que les FOS d’Asparagus n’interviennent pas dans l’activité antioxydante 
et que les phénols et les saponines sont les majeurs composants responsables de cette activité. De 
même, pour les deux lignées cellulaires, ces FOS présentent une très faible activité cytotoxique 
avec CI50 supérieure à 200 µg/mL après 24h et 48h de traitement. En outre, les FOS d’A. 
stipularis et d’A. asparagoides présentent une activité inhibitrice de la lipase pancréatique très 
faible avec des valeurs de CI50 de 3.2 et 5.1 mg/mL respectivement. 




Les faibles activités antioxydantes, cytotoxiques et inhibitrices de la lipase pancreatique des FOS 
des différentes espèces d’Asparagus pourraient être dues à la nature de ces molécules qui sont 
considérés comme des aliments fonctionnels pré-biotiques c'est-à-dire comme des aliments qui 
fournissent des avantages au-delà de la nutrition de base. N’étant ni digérés au niveau de 
l’estomac, ni absorbés dans l'intestin grêle, les fructanes sont susceptibles d'être dégradés par les 
micro-organismes du gros intestin, affectant ainsi une série de processus physiologiques et 
biochimiques de l’organisme humain, ce qui se traduit par une amélioration de l'état de santé et 
la prévention de différentes maladies (Schaafsma et Slavin, 2014 ; Khanvilkar et Arya, 2015).  
5 Conclusion 
Dans le but de valoriser l’intérêt des espèces du genre Asparagus, les molécules 
bioactives provenant des rhizomes des quatre espèces d’Asparagus ont été évaluées pour leur 
activité biologique, antioxydante, cytotoxique et inhibitrice de la lipase pancréatique. Les 
résultats trouvés ont montré que les saponines d’A. stipularis et d’A. asparagoides et les phénols 
d’A. albus et d’A. stipularis présentent une activité antioxidante très puissante. De plus, les 
saponines des différentes espèces d’Asparagus et les phénols d’A. stipularis et d’A. asparagoides 
se sont avérés très actifs vis-à-vis des cellules du cancer du côlon HCT-116 et hépatique HepG2 
et ne représentent pas de toxicité pour les cellules normales.  De même, les phénols d’A. albus et 
d’A. acutifolius présentent une activité inhibitrice de la lipase pancréatique très importante 
comparée à l’activité de l’orlistat, le seul médicament utilisé pour le traitement de l’obésité. Les 
fructanes isolés à partir des rhizomes des différentes espèces d’Asparagus, chaines courtes de 
fructoses de type inuline nommées fructo-oligosaccharides, présentent une très faible activité 
antioxydante, cytotoxique et inhibitrice de la lipase pancréatique.  
   Après l'extraction des composants solubles notamment les saponines, les phénols et les 
fructanes des rhizomes d’Asparagus, un nouveau sous-produit est créé, qui pourrait être composé 
principalement par des structures de la paroi cellulaire. Ce nouveau sous-produit pourrait être 
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Composants de la paroi cellulaire des rhizomes des différentes espèces d’Asparagus et leurs 
activités antioxydantes 
Résumé. Le genre Asparagus est couramment utilisé en Europe comme légume ainsi que comme 
médicament traditionnel à des fins différents, notamment les rhizomes. Dans cette étude, la 
composition de la paroi cellulaire des rhizomes des différentes espèces d’Asparagus ainsi que 
leurs acides phénoliques estérifiées et éthérifiés et leurs activités antioxydantes ont été 
déterminés. Les résultats ont montré que la cellulose et dans une moindre mesure la lignine sont 
les composants majeurs de la paroi cellulaire des rhizomes des différentes espèces d’Asparagus. 
En plus, les parois cellulaires des rhizomes des différentes espèces d’Asparagus sont constituées 
par des polysaccharides hémicellulosiques tels que les arabinoxylanes acides et les 
xyloglucanes, des faibles teneurs en polysaccharides pectiques ont également été détectées. La 
teneur totale et la composition en composés phénoliques estérifiées et éthérifiés de la paroi 
cellulaire des rhizomes diffèrent selon l’espèce. L'acide férulique et l'acide coumarique se sont 
révélés être les acides phénoliques les plus abondants, suivis de la vanilline et des acides 
vanilliques surtout dans les extraits obtenus par hydrolyse alcaline à chaud. Les 
déshydrodimères d'acide férulique sont liés à la paroi cellulaire et n'apparaissent que dans les 
fractions insolubles traitées avec un milieu alcalin présenté par les acides diferuliques (DiFA). 
Les structures chimiques de DiFA comprenent les dimères couplés 8-8 ', 5-5', 8-O-4 'et 8-5' 
(forme benzofuranne), avec la forme prédominante 8-O-4 '. La présente étude montre que les 
parois cellulaires des différentes espèces d’Asparagus possèdent des activités antioxydantes qui 
varient considérablement d’une espèce à une autre. De même, les extraits obtenus par hydrolyse 
alcaline à chaud ont présenté l’activité antioxydante la plus élevée contre le test DPPH 
comparée à celle des extraits obtenus par hydrolyse alcaline à froid chez les différentes espèces 
étudiées. Une très forte corrélation a été trouvée entre l’activité antioxydante et les acides 
phénoliques estérifiées. Cependant, cette corrélation est moins importante pour les acides 
phénoliques éthérifiés suggérant la présence d’autres composants a activité antioxydante. Alors 
les fibres alimentaires des rhizomes d’Asparagus à activité antioxydante importante peuvent être 














Les rhizomes d’Asparagus pourraient être considérés comme de bonnes sources de composés 
phénoliques, de saponines stéroïdiennes et de fructanes ayant des effets pharmacologiques et 
physiologiques (Jaramillo et al., 2016 ; Rivera-Huerta et al., 2017). Après l'extraction de ces 
composants des rhizomes d’Asparagus, la paroi cellulaire a été isolée à partir des rhizomes des 
différentes espèces d’Asparagus. Peu d'études ont été réalisées sur la structure de la paroi 
cellulaire des rhizomes d'Asparagus, d’où l’objectif de notre travail qui consiste à la 
caractérisation des parois cellulaires des rhizomes des différentes espèces d’Asparagus. On s’est 
intéressé alors aux polysaccharides des parois cellulaires des rhizomes des différentes espèces 
d'Asparagus, leurs composés phénoliques et leurs activités antioxydantes.  
2 Rappel du protocole expérimental 
La paroi cellulaire (CWM) a été isolée à partir des rhizomes des différentes espèces d'Asparagus. 
La détermination des monosaccharides constitutifs et la nature des liaisons osidiques des 
différentes parois cellulaires isolées a été déterminée par hydrolyse acide avec de l'acide 
trifluoroacétique 2 N et par méthylation respectivement. L’identification et la quantification des 
monosaccharides ont été réalisées par chromatographie en phase gazeuse couplée à un détecteur 
de masse (GC/MS). Cependant, la lignine de Klason a été déterminée dans la paroi cellulaire 
(CWM) par gravimétrie comme décrit par Theander et Westerlund, (1986) avec quelques 
modifications. De même, Les phénols ont été également libérés par hydrolyse alcaline de la paroi 
cellulaire (CWM). Les composés phénoliques liés à la paroi cellulaire, y compris les composés 
phénoliques estérifiés libérés par NaOH 2M à la température ambiante et les composés 
phénoliques éthérifiés libérés par NaOH 4M à 120 ° C, ont été analysés séparément par 
chromatographie en phase liquide à haute performance (HPLC) couplée à la spectrométrie de 
masse (LC – MS). L'activité antioxydante a été déterminée à partir du CWM par la méthode 
DPPH • comme décrit par Fuentes-Alventosa et al. (2008) ainsi que celle des extraits obtenus par 










3.1  Composition de la paroi cellulaire d'Asparagus. 
La paroi cellulaire (CWM) des rhizomes des différentes espèces d’Asparagus a été isolée et sa 
composition a été déterminée. Les résultats ont montré qu’il n'y a aucune différence significative 
dans le rendement de la paroi cellulaire des rhizomes des différentes espèces étudiées (tous 
environ 50-56% de la paroi cellulaire) (Tableau 6.B.1).  
Tableau 6.B.1. Composition des parois cellulaires (CWM) provenant des rhizomes des 
différentes espèces d'Asparagus 
aLes rendements sont en % du poids de CWM et représentent la valeur moyenne de trois 
répétitions. b Les résultats sont exprimés en g / 100 g de poids sec et représentent la valeur 
moyenne de trois répétitions. c% de lignine Klason dans CWM et représentent la valeur moyenne 
de trois répétitions. Différentes lettres dans la même rangée signifient qu'il y a des différences 
significatives (p <0,05). SN : sucre neutre, AU : acide uronique, CEL : Cellulose, LIG : lignine 
Dans la paroi cellulaire des rhizomes des différentes espèces d’Asparagus. La cellulose est le 
composant prédominant, sa teneur varie légèrement d'une espèce à l'autre. En effet, la teneur la 
plus élevée a été trouvée dans la paroi cellulaire d’A. asparagoides avec une valeur de 44 g/100g 
de la paroi cellulaire, suivi d’A. stipularis (41 g/100g de la paroi cellulaire), d’A. acutifolius (40 
g/100 g de la paroi cellulaire) et enfin d’A. albus (32 g/100g de la paroi cellulaire) (Tableau 
6.B.1).   
La lignine est la deuxième composante en quantité, sa teneur varie selon l’espèce de 17 g/100g 
chez A. albus à 29 g/100g chez A. asparagoides. Les teneurs en sucres neutres et en acides 
uroniques varient également selon l’espèce, les meilleures teneurs sont trouvées chez A. albus 





Espèces  Composition % (g/100g) 
                                             Rendementa     SNb      AUb     CELb      LIGc 
A. albus  54.65±1.34 a 18.8±0.17 c 9.72±0.60 c 31.94±3.18 a 16.90±1.83 a 
A. acutifolius 47.85±1.06 a 15.2±0.14 b 8.67±0.91 b 40.19±0.14 b 25.01±2.10 b 
A. stipularis 55.85±0.35 a 14.6±0.21 b 6.81±0.36 a 41.48±1.51 b 24.41±0.14 b 
A. asparagoides 49.87±8.45 a 9.6± 0.37 a 7.36±0.36 a 44.01±0.76 b 29.85±2.4 c 




L’identification des monosaccharides non-cellulosiques de la paroi cellulaire a été réalisée par 
GC et les résultats sont illustrés dans le tableau 6.B.2. 
Tableau 6.B.2. Composition en monosaccharides des polysaccharides non-cellulosiques de la 
paroi cellulaire des rhizomes des différentes espèces d'Asparagus 
Composition en monosaccharides quantifiés dans la paroi cellulaire et sont la valeur moyenne 
de trois réplicats. Différentes lettres dans la même rangée signifient qu'il y a des différences 
significatives (p <0,05). Rha : rhamnose ; Fuc : fucose ; Ara : arabinose ; Xyl : xylose ; Man : 
mannose ; Gal : galactose ; Glc: glucose; AU: acide uronique. 
Les principaux monosaccharides dans la paroi cellulaire des rhizomes des différentes espèces 
d'Asparagus sont le xylose et l'acide uronique, suivis par le galactose, le glucose et l’arabinose. 
Cependant, le mannose, le rhamnose et le fucose ont des pourcentages très faibles. Pour le 
xylose, les pourcentages sont respectivement 41%, 45% et 49% dans la paroi cellulaire d’A. 
acutifolius, d’A. albus et d’A. stipularis respectivement, alors que le pourcentage le plus faible a 
été trouvé dans la paroi cellulaire d’A. asparagoides soit 26%. Pour le glucose et l’arabinose, les 
plus forts pourcentages ont été trouvés dans la paroi cellulaire d’A. asparagoides respectivement 
10% et 9% comparés aux autres espèces. Alors que le pourcentage le plus élevé en galactose a 
été détecté dans la paroi cellulaire d’A. albus. Pour les acides uroniques de la paroi cellulaire des 
rhizomes d’A. asparagoides a un pourcentage d'acides uroniques de l’ordre de 45% 
significativement plus élevé que les autres espèces d'Asparagus (Tableau 6.B.2). 
Afin de confirmer la structure des principaux polysaccharides présents dans la paroi cellulaire 
des rhizomes des différentes espèces d’Asparagus, une analyse des liaisons glycosidiques a été 
réalisée par GC/MS. Les résultats obtenus après méthylation sont présentés dans le Tableau 
6.B.3.  En général, la paroi cellulaire des différentes espèces d'Asparagus est relativement riche 
en xylose et en glucose cellulosique, et des sucres associés à des polysaccharides pectiques tels 
que l'acide galacturonique, le galactose et l'arabinose. Leurs principaux composants en 
polysaccharides (en  
 
CWM 
Composition en monosaccharides %a 
Rha Fuc Ara Xyl Man Gal Glc AU 
A. albus  1,04±0,03 ab 0,27±0,00 a 4,59±0,17 a 44,64±0,96 b 1,07±0,08 a 12,02±0,53 d 3,70±0,17 a 32,67±1,89 a 
A.  acutifolius 1,24±0,15 c 0,35±0,01 b 7,79±0,65 b 41,11±1,32 b 1,20±0,15 a 7,47±0,43 c 4,91±0,59 b 35,94±3,31 a 
A.  stipularis 1,00±0,00 a 0,34±0,01ab 5,50±0,29 a 49,16±1,53 c 1,14±0,02 a 4,01±0,18 a 6,98±0,19 c 31,86±1,83 a 
A.  asparagoides 1,19±0,02 bc 0,63±0,06 c 8,89±0,41 c 26,52±0,59 a 2,36±0,04 b 5,07±0,13 b 10,21±0,13d 45,14±1,38 b 




quantités décroissantes), sont supposés être des polysaccharides pectiques, des hémicelluloses et 
de la cellulose.  
Tableau 6.B.3.  Analyse des liaisons glycosidiques des polysaccharides non-cellulosique de la 
paroi cellulaire des rhizomes des différentes espèces d’Asparagusa 
 a Teneur exprimée en pourcentage molaire de chaque sucre. Rhap : résidus rhamnosyles de 
conformation pyranose ; Arap/Araf : résidus arabinosyles de conformation pyranose or furanose  ; 
Xylp : résidus xylosyles de conformation pyranose;  Manp : résidus mannosyles de 
conformation pyranose ; Glcp : résidus glycosyles de conformation pyranose ; Galp : résidus 
galactosyles de conformation pyranose . 
L'analyse de la méthylation de la paroi cellulaire des rhizomes des différentes espèces 
d’Asparagus révèle la présence de xylanes qui sont exclusivement liées β-(1→4) (Tableau 
6.B.16). En plus, le pourcentage élevé d’acides uroniques dans la paroi cellulaire des rhizomes 
de ces quatre espèces (Tableau 6.B.3) indique que les xylanes sont de nature acide. Ces xylanes 
acides renferment également des unités arabinofuranose lié α-(1-5) indiquant ainsi la présence 
d’arabinoxylanes acides. Les xylanes représentent les principaux composés hémicellulosiques de 
la paroi secondaire, et le second biopolymère le plus abondant dans les espèces du genre 
Type de liaison A. albus A. acutifoluis  A. stipularis A. asparagoides  
2-Rhap 1.4 1.2 0.5 0.1 
2,4-Rhap 0.6 1.2 0.2 0.2 
2,3,4-Rhap - - - 0.8 
Total 2 2.4 0.7 1.1 
T-Araf 1.4 5.1 1.9 9.5 
3-Araf - 0.2 - 1 
5-Araf 3.5 12.5 6 10.2 
3,5-Araf - 9.2 0.9 2.1 
Total 4.9 27.0 8.8 22.8 
T-Xilp 1.4 1.0 1 5.2 
4-Xilp 20.1 12.3 31.7 24.8 
2,4-Xilp - 0.3 - 2.2 
3,4-Xilp - 1 - - 
Total  21.5 14.6 32.7 32.2 
4-Manp - 7.2 4.8 9 
3,4-Manp - 0.1 - 1.4 
Total - 7.3 4.8 10.4 
4-Glcp 22.3 17.2 39.8 6.6 
3,4-Glcp 3.5 1.8 3.5 8.4 
4,6-Glcp 2.7 1.4 2.4 0.4 
Total 28.5 20.4 45.8 15.3 
T-Galp 2 2.7 0.6 0.4 
3-Galp 5.7 - - - 
4-Galp 27.5 21.3 6.7 17.9 
4,6-Galp 7.8 4.3 - - 
Total 43 28.3 7.3 18.2 




Asparagus. Il existe également des polysaccharides hémicellulosiques riches en glucose et en 
xylose contenant des quantités modérées de galactose ; l’analyse de leurs liaisons glycosidiques 
(tableau 6.B.3) suggère la présence de xyloglucanes où la majeure partie des résidus glucosylés 
sont liés β-(1–4) en plus de faible proportion mais significative de résidus glucosylés liés β-(1-4, 
6).  
La présence des unités galactosyle lié β-(1-4), arabinosyle lié α-(1-5), (galactosyle) terminal, 
arabinosyle terminal et des résidus de rhamnosyle liés β-(1–2) et β- (1–2, 4), ont confirmé la 
présence des proportions significatives de polysaccharides pectiques dans la paroi cellulaire du 
rhizome de différents espèces d’Asparagus (Tableau 6.B.3).   
La composition des différentes espèces est très similaire, cependant, il y a quelques résultats qui 
devraient être commentés. La paroi cellulaire des rhizomes d’A. albus présente une quantité 
significativement plus élevée de galactose, ce qui pourrait indiquer une présence plus élevée de 
galactanes ou d'arabinogalactanes. A. asparagoides, A. stipularis et A. acutifoluis avaient la plus 
grande quantité de résidu 4-Manp, probablement en raison d'une présence de mannanes. 
3.2 Analyse des composées phénoliques 
3.2.1 Quantification des acides hydroxycinnamiques de la paroi cellulaire  
Généralement, L’hydrolyse alcaline a pour but d’hydrolyser les liaisons dans la structure 
lignocellulosique, mais aussi de rendre les composés phénoliques plus accessibles au solvant 
d’extraction. Dans notre étude, les conditions que nous avons appliquées pour l’extraction des 
acides phénoliques liés à la paroi cellulaire sont les suivantes : une hydrolyse alcaline à froid (2 
M NaOH, 25ºC, 24h) pour l’extraction des acides phénoliques estérifiés et une hydrolyse 
alcaline à chaud (4 M NaOH, 2h à 121ºC) pour l’extraction des acides phénoliques éthérifiés à 
partir du résidu retenu lord de l’hydrolyse alcaline à froid.  
Le tableau 36 montre les teneurs en acides phénoliques estérifiées et éthérifiées dans la paroi 
cellulaire des rhizomes des quatre espèces d’Asparagus, les résultats sont exprimés en µg / g de 
la paroi cellulaire, alors que celui présent dans l’annexe 2 ; les résultats sont exprimés en µg / g 
de Matière sèche (MS). Les résultats présentés dans le tableau 6.B.4 montrent que les teneurs 
totales en composés phénoliques liés à la paroi cellulaire diffèrent d’une manière significative 
selon l’espèce et selon les conditions d’extraction.  
 


















Composition phénolique exprimée en µg / g CWM. Les valeurs sont la moyenne de trois réplicas. Les moyennes de chaque attribut suivi de lettres différentes 
dans la même rangée (a-e) sont significativement différentes selon le test de Duncan (valeur de p = 0,05). nd, non détecté
Acides phénoliques estérifiées  
 
 
 A. albus  A. acutifoluis A. stipularis A. asparagoides 
 
p-OH-benzaldehyde 14±1a 23±2b 34±2c 117±6d 
Vanilline 47±2 ab 41±3a 49±5b 53±1b 
Acide p-coumarique 287±17a 1485±1c 2390±36d 3192±6e 
Acide t-férulique 250±22a 341±2b 363±0,3b 536±54c 
8-8'-diFA Trace a 144±9c 30±0,2b 28±3b 
8-5'-diFA 10±0b nda nd a 25±1c 
5-5'-diFA 8±1a 20±0,4b 25±2b 53±6c 
8-O-4'-diFA 154±13a 388±3c 268±0,4b 520±46d 
Teneur Totale 770±55a 2442±6c 
 
3158±42d 4524±118e 
Acides phenoliques éthérifiés   
 
    
Acide vanillique  414 ± 23b 360 ± 26b 602 ± 54c 229 ± 1a  
p-OH-benzaldehyde 51 ± 2b 30 ± 1a 114 ± 2c 124 ± 3d  
Vanilline 508 ± 9ab 431 ± 13a 578 ± 74b 893 ± 18c  
Acide p-coumarique  297 ± 24a 239 ± 10a 608 ± 48b 322 ± 26a  
Acide t-férulique 509 ± 45b 222 ± 16a 652 ± 24c 560 ± 1b  
8-8´-diFA 82 ± 7a 87 ± 2a 103 ± 22a 228 ± 10b  
8-5´-diFA 60 ± 44b 28 ± 2a 128 ± 7c 77 ± 3b  
5-5´-diFA 25 ± 1c 10 ± 1a 14 ± 1b 26 ± 1c  
8-O-4´-diFA 111 ± 3b 75 ± 0a 168 ± 11c 247 ± 4d  
8-5-diFA-BA 37 ± 0d 6 ± 1b 23 ± 2c 2 ± 1a  
Teneur Totale  2 094 ± 137b 1 488 ± 15a 2 990 ± 241c 2 710 ± 31c  




Pour les composés phénoliques estérifiées extraits avec du 2M NaOH à température ambiante, A. 
asparagoides présente la teneur la plus élevé soit 4524 µg / g de la paroi cellulaire (CWM) 
comparée à celles d’A. stipularis, d’A. acutifolius et d’A. albus dont les teneurs sont 
respectivement 3158, 2442 et 770 µg / g CWM. Nous avons également constaté que la teneur en 
acide p-coumarique est plus élevée que celle de l'acide férulique et ses dérivés (formes 
monomères et dimères) dans le rhizome d’A. acutifoluis (61% vs 37%), d’A. stipularis (76% vs 
22%) et d’A. asparagoides (71% vs 26%). Cependant, l'acide férulique et ses dérivés sont les 
principaux composés phénoliques dans le rhizome d’A. albus comparés à ceux de l'acide p-
comarique (55% vs 37%) (Tableau 6.B.4). 
La composition en acides phénoliques dans les extraits obtenus après traitement avec 4M NaOH 
à 121ºC présente des résultats différents. La paroi cellulaire des rhizomes d’A. stipularis et d’A. 
asparagoides présentent les teneurs les plus élevées en acides phénoliques éthérifies soient 
respectivement 2990 et 2710 µg / g CWM comparée à celle de la paroi cellulaire des rhizome 
d’A. albus et d’A. acutifolius dont leurs teneurs sont respectivement 2094 et 1488 µg / g CWM. 
L’acide férulique et ses dérivés présentent des teneurs plus élevées en acides phénoliques 
éthérifiées que celles de l’acide p-coumarique dans toutes les parois cellulaires analysées, (42% 
Vs 12%) pour A. asparagoides, (36% vs 20%) pour A. stipularis, (42% Vs 12%) pour A. 
acutifolius et (29% vs 16%) pour A. albus (Tableau 6.B.4). 
Le P-OH-benzaldéhyde et la vanilline ont également été détectés en très faibles teneurs, 
représentant environ 1 à 6% de la teneur totale en acides phénoliques estérifiés libérés par 
hydrolyse alcaline à froide chez les différentes espèces d'Asparagus. Toutefois, dans les extraits 
obtenus par hydrolyse alcaline à chaude, en plus de l’acide p-férulique et l'acide p-coumarique, 
l'acide vanillique et surtout la vanilline, ont également été détectés en quantités importantes. Ces 
deux acides phénoliques éthérifiés représentent entre 19% et 33% de la teneur totale en acides 
phénoliques éthérifiées pour la vanilline et entre 8% et 24% de la teneur totale en acides 
phénoliques éthérifiées pour l’acide vanillique dans la paroi cellulaire des rhizomes des 
différentes espèces d’Asparagus. De plus, comme nous l’avons constaté dans les extraits obtenus 
par hydrolyse alcaline à froide, de très faible teneur en p-OH-benzaldéhyde a été détecté dans les 
parois cellulaires des rhizomes des quatre espèces d’Asparagus traitées avec 4M NaOH à 120ºC 
pendant 2h (entre 2% à 5% de la teneur totale en composés phénoliques éthérifiés) (Tableau 
6.B.4). 
 




3.2.2 Identification et quantification des diférulates (dimères d'acide férulique) 
La méthodologie utilisée a permis aussi l'identification de cinq dimères d’acide férulique, 
présentés dans le tableau 6.B.4. Comme on peut le voir sur la figure 6.B.1, les spectres 
d'absorption UV des différents dimères identifiés ont montré qu’ils sont typiques des dérivés de 
l'acide férulique. Les déshydrodimères déjà identifiés par HPLC-DAD ont également été 
analysés par HPLC-MS et leur identification a été confirmée par la détection de leur pic d'ion 
moléculaire dans des chromatogrammes d'ions sélectionnés. Les ions de fragmentation typiques 
des pics correspondant aux acides diféruliques déjà connus sont représentés sur la figure 6.B.2. 
Les spectres de masse des cinq formes dimères décrites ci-dessus montrent un ion de 
fragmentation typique à m / z 267, étant le 8-O-4-diFA, le seul pic qui présente une faible 
intensité de cet ion, tandis que le spectre de masse de 8,8-diFA a montré une haute intensité 
d'ions à m / z 267 et à m / z159. Typique pour le 8,5-diFA qui a montré une forte intensité de m / 
z 267 et de m / z 239. Dans ces deux derniers dimères, l'ion moléculaire à m / z 385 présente une 
faible intensité. Le spectre de masse de la 5,5-diFA est différent de ceux décrits ci-dessus : les 
intensités les plus élevées correspondent aux ions m / z 385 et m / z 267, et des intensités 
légèrement plus faibles aux ions à m / z 325, m / z 281 et m / z 239. Les ions de fragmentation 
typiques de 8-O-4-diFA sont m / z 267, m / z 193 et m / z 134, ce dernier montrant la plus haute 
intensité. Enfin, la forme 8,5-diFABF présente un diagramme de fragmentation caractéristique 
impliquant des intensités élevées pour les ions à m / z 345 et m / z 201, tandis que l'ion 
moléculaire à m / z 385 présente une faible intensité. Ces résultats sont en accord avec ceux 
obtenus par Jaramillo et al. (2007) et Rodriguez et al. (2005b) qui ont détecté ces dimères 
d’acide férulique dans la paroi cellulaire des turions des asparagus blanches et vertes.  
Dans la paroi cellulaire des rhizomes des différentes espèces d'Asparagus, plus de 40% de l'acide 
férulique est sous forme de dimère et l'augmentation de la quantité de ces composés phénoliques 
s'est déjà avéré être lié à l’accroissement de la texture qui se produit dans les asperges vertes 
pendant la période de stockage (Rodriguez et al., 2002 ; Jaramillo et al., 2007). Comme on peut 
le voir dans le tableau 36, dans les parois cellulaires traitées avec 2M NaOH, le pourcentage de 
dimérisation le plus élevé a été observé dans les rhizomes d’A. acutifolius (61%), suivi par A. 
asparagoides (54%), A. stipularis (47%) et A. albus (41%).  





Figure 6.B.1. Spectres d'absorption des déshydrodimères d'acide férulique déterminés dans les parois cellulaires à partir d'échantillons des 
rhizomes d'Asparagus, enregistrés dans des conditions correspondant à la procédure d'analyse HPLC décrite dans la section expérimentale. 
 



















Figure 6.B.2. Les spectres de masse par ionisation électronique des acides diferuliques détectés dans les parois cellulaires à partir 
d'échantillons des rhizomes d’Asparagus, recueillies avec un détecteur sélectif de masse. 
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La même tendance a été observée dans les parois cellulaires traitées avec 4M NaOH où les 
rhizomes d’A. asparagoides et d’A. acutifolius montrent les plus forts pourcentages de 
dimérisations, soient respectivement 51% et 48%, suivi par A. stipularis (40%) et A. albus (40%) 
(Tableau 6.B.4). 
Nous avons identifié cinq formes différentes d'ester et d'éther d'acide diférulique liées aux parois 
cellulaires du rhizome de différentes espèces d'Asparagus, leur concentration et leur distribution 
varient selon l’espèce et les conditions d’extraction (Tableau 6.B.4). En effet, dans la paroi 
cellulaire traitée avec 2M NaOH, 8-O-4'-diFA est le type prédominant de dimère dans la plupart 
des échantillons testés. Ce dimère, présente la teneur la plus élevée dans la paroi cellulaire des 
rhizomes d’A. asparagoides soit 520 μg / g CWM comparée à celles d’A. acutifolius (388 μg / 
mg CWM), d’A.stipularis (268 μg / mg CWM) et d’A. albus (154 µg / mg CWM).  5-5'-diFA et 
8-8'-diFA ont été trouvés en très faibles quantités dans la paroi cellulaire des rhizomes des 
différentes espèces d'Asparagus, à l’exception celle d’A. acutifolius où la teneur de 8-8'-diFA est 
de 144 μg / g de CWM (Tableau 6.B.4). L’analyse de l’accumulation des dimères de l’acide 
férulique au cours de trois conditions de conservation réalisées dans les travaux de Jaramillo et 
al. (2007) ont révélé que le 8-O-4'-diFA et le 8,5'-BA-diFA peuvent être les principaux dimères 
d'acide férulique associés au durcissement des asparagus blanches. Leurs pourcentages relatifs 
ont augmenté progressivement au cours du stockage après la récolte, ce qui était plus prononcé 
pour le 8-O-4'-diFA. Comme on le trouve dans la paroi cellulaire du rhizome d'Asparagus, les 8-
0-4'-diFA ont été signalés comme les dimères les plus abondants des composés phénoliques de la 
paroi cellulaire des tissus matures internes et externes de la betterave (Wende et al., 2000) dont 
le pourcentage de 8-O-4-diFA était plus élevé dans les tissus externes que dans les tissus internes 
qui sont généralement les plus durs. 
Concernant les parois cellulaires traitées avec 4 M NaOH à 120 ºC, les teneurs les plus élevées 
en 8-O-4-diFA ont été détectées dans les rhizomes d’A. asparagoides, d’A. stipularis et d’A. 
albus avec des valeurs respectivement de 267, 168 et 110 μg / g CWM comparée à celles d’A. 
acutifoluis soit 6 μg / g CWM. La teneur de ce dimère est inférieure à celle trouvée dans la paroi 
cellulaire traitée avec un milieu alcalin froid.  En plus du 8-O-4-diFA, différent de ce que nous 
avons trouvé dans la paroi cellulaire traite avec 2M NaOH, une quantité importante de 8-8'-diFA 
et de 8-5'-diFA a également été détectée, la teneur la plus élevée a été trouvée respectivement 
dans la paroi cellulaire des rhizomes d’A. asparagoides (228 et 77 μg / g CWM) suivi par A. 
stipularis (103 et 128 μg / g CWM ), A. albus (81 et 86 µg / g CWM) et A. acutifoluis (86 et 28 
μg / g CWM). Les teneurs de 5-5'-diFA varie selon l’espèce de 10 à 26 μg / g CWM. Alors que 




pour 8-5-diFA-BA qui n'a pas été libère après traitement avec 2M NaOH, les teneurs varie 
également selon l’espèce de 2 à 75 μg / g CWM (Tableau 6.B.4).   
3.3 Activité antioxidante de la paroi cellulaire et de leurs extraits obtenus 
séquentiellement par hydrolyse alcaline à froid et à chaud.  
L'activité antioxydante de la paroi cellulaire des rhizomes d'Asparagus ainsi que leurs extraits 
obtenus séquentiellement par hydrolyse alcaline à froid (2M NaOH, 25ºC, 24h) et à chaud (4M 
NaOH, 120ºC, 2h) ont été évaluées sur la base de leur capacité à piéger les radicaux libres DPPH 
(1, 1-diphenyl-2-picryl hydrazyl).  
3.3.1 Activité antioxydante de la paroi cellulaire 
L'activité antioxydante de la paroi cellulaire des rhizomes de différentes espèces d'Asparagus a 
été évaluée sur la base de leur capacité à piéger les radicaux libres DPPH (1, 1-diphenyl-2-picryl 
hydrazyl). L'activité antiradicalaire des composants de la paroi cellulaire des rhizomes varie 
considérablement selon l’espèce (Figure 6.B.3). Les parois cellulaires des rhizomes d’A. 
stipularis et d’A. asparagoides présentent l'activité piégeage des radicaux libres DPPH les plus 
élevées soient respectivement 28,10 et 26,45 mmolTrolox / kg de la paroi cellulaire comparée à 
celles des parois cellulaires des rhizomes d’A. albus et A. acutifolius qui sont respectivement 









Figure 6.B.3. Activité antioxydante exprimée en mmol Trolox / Kg de la paroi cellulaire. Les 
valeurs sont la moyenne de trois réplicats. Les moyennes de chaque attribut suivi de lettres 
différentes dans la même rangée (a-b) sont significativement différentes selon le test de Duncan 
































        




3.3.2 Activité antioxidante des extraits obtenus séquentiellement par hydrolyse alcaline 
à froid et à chaud.  
Les activités antioxydantes des extraits obtenus séquentiellement par hydrolyse alcaline à froide 
et à chaude de la paroi cellulaire des rhizomes des différentes espèces d´Asparagus ont été 
représentées dans le tableau 6.B.5. La présente étude montre que toutes les espèces investiguées 
possèdent des activités antioxydantes qui varient selon l’espèce et les conditions d’extraction. En 
effet, les extraits traités par 4M NaOH, 120ºC, 2h possèdent l’activité antioxydante la plus élevée 
contre le test de DPPH comparés à celles traitées par 2M NaOH à température ambiante pendant 
24h chez les différentes espèces étudiées (Tableau 6.B.5). 
Tableau 6.B.5. Activité antioxydante des extraits obtenus séquentiellement par hydrolyse 
alcaline à froid et à chaud de la paroi cellulaire des rhizomes de différentes espèces d'Asparagus 
exprimées en mmolTrolox / Kg de la paroi cellulaire. 
Les résultats correspondent à la moyenne ± écart type des trois répétitions. Différentes lettres 
minuscules au sein de la même colonne indiquent des différences significatives (p <0,05) selon le 
test ANOVA. 2M NaOH (25ºC, 24h) : hydrolyse alcaline à froid libère les acides phénoliques 
estérifiées ; 4M NaOH (120ºC, 2h) : hydrolyse alcaline à chaud libère les acides phénoliques 
éthérifiées. 
Les extraits de la paroi cellulaire des rhizomes d’A. asparagoides et d’A. stipularis traitées par 
2M NaOH ont une activité de piégeage du radical DPPH de 4 mmoltrolox/kg suivis par ceux 
d’A. acutifoluis et A. albus qui ont une activité de l’ordre 3 mmoltrolox/kg (Tableau 6.B.5) 
Concernant les extraits obtenus par hydrolyse alcaline à chaud, A. acutifoluis a une capacité 
antioxydante très importante contre DPPH de l’ordre de 15 mmoltrolox/kg de la paroi cellulaire 
suivi par A. albus et A. stipularis avec des valeurs de l’ordre de 12 mmoltrolox/kg de la paroi 
cellulaire. Pour A. asparagoides, l’activité antioxydante n’est que de 6.35 mmoltrolox/kg de la 




  DPPH mmolTrolox/Kg CWM 
 2M NaOH ( 25ºC, 24h)   4M NaOH  (120ºC, 2h) 
A. albus  2,71±0,03a 12,11±0,01c 
A. acutifoluis 3,35±0,04b 14,89±0,17d 
A. stipularis 3,87±0,07c 11,56±0,29b 
A. asparagoides 4,06±0,03d 6,36±0,03a 




Tableau 6.B.6. Coefficient de corrélation entre l’activité antioxydante et les composés 












DPPH 0,97*** 0,75*** 0,50* 0,99*** 0,78*** 
*p < 0,1, corrélation significative. **p < 0,05, corrélation très significative. ***p<0,01, 
corrélation très hautement significative. n=3 
Il existe une très forte corrélation positive entre la teneur totale en composés phénoliques 
estérifiés et l'activité antiradicalaire (r= 0.97) ainsi que les différents acides phénoliques détectés 
dans la paroi cellulaire hydrolysée avec du 2M NaOH, étant donné (r= 0.75) pour P-OH-
benzaldéhyde, (r= 0.5) pour la vanilline, (r= 0.99) pour l’acide p-coumarique et (r=0.78) pour le 
monomère et les dimères de l’acide p-féruliques (Tableau 6.B.6). Ces résultats montrent que les 
composés phénoliques estérifiés ont probablement une influence réelle sur l’évolution de 
l’activité antioxydante des parois cellulaires des rhizomes de différentes espèces d’Asparagus.  
Connaissant l'activité antioxidante de ces acides phénoliques (0,0017, 0,059, 0.26, 0,47 et 3,82 
mmolTrolox/Kg, respectivement, pour les acides p-OH-benzaldéhyde, vanilline, vanilique, p-
coumarique et p-férulique), nous avons tenté d'évaluer leur participation à l’activité 
antioxydante. L'équation suivante a donc été établie pour évaluer l'activité antioxydante attendue 
(exprimée en mmolTrolox/kg): 
1/EQthéoriques = [pCA] 1/EQpCA+ [FA] 1/EQFA+ [VA] 1/EQVA+ [p-OH-BA] 1/EQ p-OH-
BA 
 [pCA] est la concentration d'acide trans-p-coumarique (μg /g) 
[FA] est la concentration de l'acide férulique total (μg/g), 
[V] est la concentration de vaniline (μg/g), 
[p-OH-BA] est la concentration de p-OH-benzaldéhyde (μg/g), 
 
l / EQpCA est l'activité antioxydante de l'acide p-coumarique (mmolTrolox/kg), 
1 / EQFA est l'activité antioxydante de l'acide férulique total (mmolTrolox/kg), 
1 / EQVA est l'activité antioxydante de la vaniline (mmolTrolox/kg), 
1 / EQ p-OH-BA est l'activité antioxydante de l'acide vanilique (mmolTrolox/kg) 




Les résultats théoriques, 2.94, 4.12, 3.75 et 5.96 mmolTrolox/kg pour A. albus, A. acutifolius, A. 
stipularis et A. asparagoides, respectivement sont presque similaires à ceux mesurés (Tableau 
6.B.5). Même en tenant compte d'un effet synergique possible, une très forte corrélation a été 
trouvée entre l’activité antioxydante et les acides phénoliques estérifiés 
Tableau 6.B.7. Coefficient de corrélation entre l’activité antioxydante et les composés 















DPPH -0,69** 0,46 -0,83*** -0,98*** -0,13 -0,83*** 
*p < 0,1, corrélation significative. **p < 0,05, corrélation très significative. ***p<0,01, 
corrélation très hautement significative. n=3 
Contrairement à ce que nous avons trouvé pour les extraits traités par 2M NaOH , une corrélation 
fortement négative a été observée entre l'activité antioxydante et la totalité des composés 
phénoliques éthérifiés (r=-0,68), la vanilline (r = -0,98) et le P-OH benzaldéhyde (r = - 0.83) et 
les ferulats totaux (r = -0,83). Pour l'acide p-coumarique et l'acide vanilique, aucune corrélation 
n'a été trouvée (Tableau 6.B.7).  
Pour les extraits traités par NaOH 4M à 120ºC pendant 2h, ils sont probablement 
intervenus dans l'activité antioxydante, même s'ils ne sont pas responsables de l'activité entière. 
Les résultats théoriques (3.5, 1.9 et 4.6 mmolTrolox / kg respectivement pour A. albus, A. 
acutifolius et A. stipularis, sont beaucoup plus faibles que ceux mesurés 12.11, 14.89 et 11.56 
mmolTrolox / kg respectivement. L’activite antioxidante théorique d’A. asparagoides est de 4.6 
mmolTrolox/Kg représente 72% de l’activité mesurée. Ces résultats ont montré qu’à l'exception 
d’A. asparagoides, d'autres composés inconnus doivent être co-responsables de l'activité 
antioxydante des extraits traités par NaOH 4M dans la paroi cellulaire des rhizomes des trois 
autres espèces d’Asparagus.  
4 Discussion  
Les résultats que nous avons obtenus dans le chapitre précèdent ont montré que les rhizomes 
d’Asparagus pourraient être considérés comme de bonnes sources de fructanes, de phénols et de 
saponines stéroïdiennes qui ont des effets pharmacologiques très importants. Le résidu qu’on a 
obtenu après l'extraction de ces composants solubles, constitue un nouveau sous-produit 




composé principalement par des structures de la paroi cellulaire. Ce sous-produit pourrait être 
une source intéressante de fibres alimentaires et doit être caractérisé. Jusqu’à présent, aucune 
étude n’a été faite sur la composition de la paroi cellulaire des rhizomes d'Asparagus. Les 
informations obtenues sont souvent limitées à quelques variétés d'Asparagus officinalis, et les 
données ne concernent parfois que les parties comestibles. Pour cela, nous avons accordé notre 
attention sur ce nouveau produit en le considérant comme une source de fibres alimentaire de la 
paroi cellulaire qui a une activité antioxydante.  
La paroi cellulaire est composée principalement de polysaccharides comme la cellulose, les 
hémicelluloses ou les pectines. De plus, elle est constituée par des phénols qui sont généralement 
liés aux polysaccharides et aux lignines par des liaisons ester et éther. La relation entre la 
structure chimique de ces composants et leurs fonctions biologiques a fait l’objet de nombreuses 
études (Liyana-Pathirana et Shahidi, 2006 ; Ochoa-Villarreal et al., 2012 ; Li et al., 2019).  
Les résultats qu’on a obtenus dans notre travail ont montré que dans la paroi cellulaire des 
rhizomes des quatre espèces d’Asparagus, la cellulose est le composant principal alors que la 
lignine est la deuxième composante en quantité. Les sucres neutres et les acides uroniques 
représentent les teneurs les plus faibles. Pour comparer ces fibres alimentaires pariétales avec des 
fibres alimentaires obtenues à partir d'autres sous-produits agricoles, les compositions des 
différentes parois cellulaires obtenues à partir des rhizomes d'Asparagus est résumée comme suit 
: SN 9,6-18,8%, AU 6,81-9,87%, cellulose 31,9-44% et LK 16,9-29,85%. En effet, ces 
compositions sont légèrement supérieures à celles trouvées par Fuentes-Alventosa et al. 
(2009) dans les sous-produits de la partie comestible d'Asparagus officinalis où le pourcentage 
de SN est d'environ 6%, alors que, le pourcentage d'AU est similaire à celui trouvé dans les 
rhizomes des différentes espèces d’Asparagus. Les teneurs en cellulose et en lignine sont de 
18,65-25,25% et 1,0-18,1% respectivement, ces teneurs sont moins importantes que celles 
trouvées dans notre étude. 
Généralement, les macromolécules provenant des parois cellulaires des racines telles que la 
lignine et les cires végétales (la subérine) sont probablement des sources importantes de carbones 
pour la formation de la matière organique du sol (Winkler et al., 2004). Une étude récente de 
Houston et al. (2016) a montré que la paroi cellulaire végétale a une diversité de fonctions. En 
effet, elle fournit un cadre structurel pour soutenir la croissance des plantes et agit comme la 
première ligne de défense lorsque la plante rencontre des agents pathogènes. La paroi cellulaire 




conserve également une certaine souplesse, de sorte que, lorsqu'elle est soumise à des stimulus 
environnementaux, biotiques ou abiotiques, elle est peut-être rapidement remodelée en réponse.  
Dans notre étude, nous avons également déterminé la composition en monosaccharides non 
cellulosiques de la paroi cellulaire par CG. Les résultats obtenus montrent que la paroi cellulaire 
des différentes espèces d'Asparagus est relativement riche en xylose Nous avons également 
réalisé une analyse par par CG-SM pour confirmer la structure de ces polysaccharides dont les 
résultats ont suggéré que les xylanes (4-Xyl) sont les principaux polysaccharides dans la paroi 
cellulaire des rhizomes d’Asparagus. Des xylanes acides ont été aussi déterminés par la présence 
des teneurs élevées en acide uronique dans la paroi cellulaire. Ces résultats sont en accord avec 
les résultats rapportés par Muszynski et al. (2015).  
Les xylanes sont des composants hémicellulosiques présents en grandes quantités dans les parois 
cellulaires primaires et secondaires des plantes monocotylédones comme l’Asparagus (Song et 
al., 2015). De même, Up-dong et al. (1998) ont montré que les parois cellulaires des racines d’A. 
officinalis contenaient des niveaux élevés de 4-Xyl. De plus, les résidus T-Araf, 1,5-Araf et 1,3-
Araf détectés dans la paroi cellulaire des rhizomes des quatre espèces d’Asparagus 
correspondent à des chaînes latérales contenant souvent de l’arabinose, potentiellement branchée 
en O-2 des unités β-(1,4)-D-Xylp. Ces résultats suggérant que l'arabinoxylane acide (AX) est 
l'hémicellulose principale de la paroi cellulaire du rhizome des différentes espèces d’Asparagus. 
Au cours des dernières années, les recherches sur l'AX ont attiré beaucoup d'attention car ils ont 
été liés à des fonctions importantes telles que fonctionnelle, physiologique et technologique. 
L’arabinoxylane a suscité un grand intérêt en raison de ses propriétés nutraceutiques comme des 
fibres solubles et ce pour contrôler le diabète sucré (Lu et al., 2004), le taux de cholestérol (Tong 
et al., 2014), les troubles cardio-vasculaires (Niño-Medina et al., 2010), de diminuer le risque du 
cancer du côlon et également comme un agent immun-régulateur (Cao et al., 2010).  De même, 
l’arabinoxylane possède une activité antioxydante importante due à la présence des acides 
hydroxycinnamiques, comme l’acide p-coumarique, l'acide férulique et ses oligomères (Ayala-
Soto et al., 2014). D'un point de vue technologique, l'arabinoxylane naturelle et ses préparations 
modifiées (hydrolysées et / ou réticulées) ont été également utilisées dans la cuisson du pain de 
seigle (Buksa et al., 2016).  
Les xyloglucanes ont été trouvés aussi avec une quantité importante dans la paroi cellulaire des 
rhizomes des différentes espèces d’Asparagus confirmée par la présence de proportions 
significatives de 4,6-, 3,4-Glcp. Ces xyloglucanes ont été également détectés dans la paroi 




cellulaire des différents tissus de la partie comestible d’Asparagus officinalis (Waldron and 
Selvendran, 1990 ; Rodríguez et al., 1999). De même, des études sur la racine d'Arabidopsis 
(Pena et al., 2012), la racine de soja (Muszynski et al., 2015) et le turion d'Asparagus officinalis 
(Song et al., 2015) ont montré que le xyloglucane est nécessaire pour la croissance normale des 
poils absorbants et le développement des monocotylédones et des dicotylédones. 
Dans la paroi cellulaire des rhizomes des quatre espèces d’Asparagus, Les principaux 
constituants chimiques sont : la cellulose (16-29 g/100g), les hémicelluloses (xylanes et 
arabinoxylanes) et la lignine (31%-44%). Ces trois constituants prédominants dans la paroi 
cellulaire forment ensemble la lignocellulose aussi appelée la biomasse lignocellulosique. Les 
biomasses lignocellulosiques des pailles de blé, de riz, de maïs, d'orge, de seigle et d'avoine 
contiennent entre 30% et 39% de cellulose, 13% et 25% de lignine et 22% et 27% 
d’hemicellulose (Tian et al., 2018). Ces pourcentages sont à peu près similaires à ceux trouvés 
dans notre étude. L'utilisation de la cellulose, de l'hémicellulose et de la lignine présentes dans 
une biomasse lignocellulosique typique est essentielle pour la production économique des 
produits à valeur ajoutée (Saha et Cotta, 2006). 
En plus des polysaccharides, une quantité importante d’acides hydroxycinnamiques de la paroi 
cellulaire a été également détectée dans les rhizomes des différentes espèces d’Asparagus. La 
plupart des études sur les polyphénols dans les plantes ont porté sur les composés déterminés 
dans des extraits aqueux-organiques. Cependant, une quantité appréciable de polyphénols liés 
aux constituants de la paroi cellulaire peut rester insoluble dans le résidu après extraction des 
composants solubles (Arranz et al., 2010). Généralement, l’hydrolyse alcaline a pour but 
d’hydrolyser les liaisons dans la structure lignocellulosique, mais aussi de rendre les composés 
phénoliques plus accessibles au solvant d’extraction. Selon Rodriguez et al. (2005b), les 
conditions optimales pour l’extraction des composés phénoliques estérifiées et éthérifiées de la 
paroi cellulaire des turions d’A. officinalis sont respectivement NaOH 2 M, 25°C et 24 h et 
NaOH 4 M, 121°C et 2 h. Ces conditions sont similaires à celles que nous avons appliquées. En 
effet, Dans notre étude, nous avons constaté qu’en exprimant la somme de sa teneur en acides 
phénoliques extraits par NaOH  2M à température ambiante et celle par NaOH 4M à 120ºC en 
mg/Kg MS, les résultats sont résumés comme suit : 3608 mg/Kg MS pour A. asparagoides, 
3433.9 mg/Kg pour A. stipularis, 1880.3 mg/Kg MS pour A. acutifolius et 1579.4 mg/Kg pour A. 
albus. Ces valeurs sont respectivement 12, 4, 3 et 6 fois plus élevées que celle quantifiées dans 
les extraits éthanoliques. Dans la paroi cellulaire, la teneur en composés phénoliques varie d’une 
façon significative selon l'espèce et selon les méthodes utilisées pour extraire ces composés. Des 




résultats similaires ont été trouvés dans les céréales (blé et maïs) (Liyana-Pathirana and Shahidi, 
2006 ; Qiu et al., 2010) et dans la partie comestible du fruit d’araticum (Annona crassiflora) 
(Arruda et al., 2018), dans lesquels les composés phénoliques étaient principalement présents 
sous formes insolubles liées à la paroi cellulaire.  
Dans nos extraits obtenus après traitement, avec NaOH 2M à température ambiante l’acide 
coumarique est l’acide hydroxycinnamique estérifié le plus abondant dans la paroi cellulaire du 
rhizome d’A. asparagoides, d’A. stipularis et d’A. acutifolius. Alors que pour A. albus, l’acide 
férulique et ses dérivés sont les composants prédominants. Cependant, dans les extraits obtenus 
après traitement avec NaOH 4M à 121ºC, l’acide férulique et ses dérivés présentent les teneurs 
les plus élevées en acides phénoliques éthérifiées par rapport à celles de l’acide p-coumarique 
dans toutes les parois cellulaires analysées.  
Les résultats que nous avons obtenus sont en accord avec les résultats des études faites par Sun et 
al. (2002) sur les liens entre les acides hydroxycinnamiques et les lignines dans les parois 
cellulaires de plusieurs graminées. Ces auteurs ont démontré que plus de la moitié de l’acide 
férulique était associée aux fractions de lignine par des liaisons éther (51,6-68,3%) et dans une 
moindre mesure, par des liaisons ester (31,7-48,4%) et la majeure partie de l'acide p-coumarique 
était liée à la lignine par des liaisons ester (67,0-83,5%). Ces résultats peuvent fournir des 
informations complémentaires sur la nature lignocellulosique de la paroi cellulaire des rhizomes 
des différentes espèces d’Asparagus étudiées.  
Les dérivés de l’acide hydroxycinnamique (AHC), en particulier l’acide férulique et ses dimères 
et trimères ainsi que l’acide coumarique sont les acides phénoliques les plus abondants dans la 
paroi cellulaire des turions d’Asparagus offiinalis (Jaramillo et al., 2007 ; Rodriguez et al., 
2005b), des céréales (riz, son de blé, orge) (Pang et al., 2018 ; Lozovaya et al., 2000) et certains 
legumes (Salawu et al., 2013). Cette recherche fournit un aperçu des avantages potentiels pour la 
santé offerts par les rhizomes étudiés grâce à l’importance des constituants phénoliques bioactifs 
des parois cellulaires à cet égard. 
Il est à remarquer qu’en plus de l’acide férulique et de l’acide p-coumarique, l’acide vanillique et 
la vanilline sont présents en quantités très importantes dans les extraits obtenus après traitement 
avec NaOH 4M à 121ºC. Généralement, l'utilisation de la lignine comme source de produits 
chimiques a été largement étudiée. Les différentes méthodes utilisées pour détruire ce polymère 
(hydrolyse, pyrolyse, oxydation) conduisent à des composés phénoliques de faible poids 
moléculaire. Des teneurs élevés, principalement en vanilline, peuvent être obtenus par une légère 




oxydation de la lignine en milieu alcalin (Fargues et al., 1996). Les turions d’Asparagus sont 
connues par leur richesse en unités guaiacyliques précurseurs de la vanilline (Bunzel et al., 
2005 ; Jaramillo et al., 2008). En outre, les turions d’Asparagus vertes (green Asparagus) 
stockées contiennent une quantité importante d'acide férulique (3 g / kg) (Rodriguez et al., 2002 ; 
jaramillo et al., 2007), qui est également le précurseur de la vanilline (Ou et Kwok, 2004).  
Dans notre travail, nous avons trouvé que l'hydrolyse alcaline à froid avec NaOH 2M libère une 
très faible quantité de vanilline variant entre 41 et 53 μg / g CWM, ce qui correspond à 21 et 29 
μg / g de MS selon les espèces, mais aucun acide vanilique n'a été détecté. Cependant, 
l'hydrolyse alcaline à chaud (à 120ºC pendant 2h) a entraîné une accumulation de la vanilline soit 
431-893 μg / g CWM ce qui correspond à 210-439 μg / g de MS et de l'acide vanillique soit 229-
601 μg/g CWM ce qui correspond à 163-357 μg / g de MS dans la paroi cellulaire des rhizomes 
des différentes espèces d’Asparagus.  La production de composés phénoliques, principalement 
de la vanilline, à partir de plusieurs sources de lignine en milieu alcalin avec O2 a fait l'objet de 
nombreuses études au cours des dernières décennies (Pinto et al., 2011 ; Santos et al., 2011 
;Araújo et al., 2010 ; Sales et al., 2007). Fargues et al. (1996) ont montré que l'oxydation de la 
lignine pour produire de la vanilline a été réalisée à un pH élevé (presque 14) et à des 
températures élevées (supérieures à 100°C) en présence de l'oxygène moléculaire (pression 
d'oxygène supérieure ou égale à 3 bars)  
Dans ce contexte, il convient de noter que dans une délignification alcaline, une certaine portion 
de la lignine (environ 30%) est dissoute rapidement par rapport au reste de ce polymère 
(Kleinert, 1965). La même quantité de lignine est convertie aussi en aldéhydes (vanillines) dans 
les processus oxydatifs (Tarabanko et al., 1995). Le clivage homolytique à haute température des 
molécules de lignine pourrait jouer ainsi un rôle central dans la formation des fragments pouvant 
être oxydés en vanilline.  
D’une manière générale, les acides phénoliques présents dans la biomasse lignocellulosique 
notamment les acides p- férulique et ses dérivés, p- coumarique, vanillique, p-
hydroxybenzaldhyde et la vanilline sont bien connus et ils ont des applications potentielles dans 
les industries agro-alimentaire, sanitaire, cosmétique et pharmaceutique (Max et al., 2010). 
L'acide férulique reçoit une attention particulière pour son utilisation dans les domaines de 
l’alimentation (conservateur, propriétés gélifiantes et précurseurs d’arôme), de la santé 
(propriétés antioxydantes, antimicrobiennes et anti-inflammatoires, de la protection contre les 
maladies coronariennes et de la réduction du cholestérol dans le sérum et le foie) et les industries 




cosmétiques comme agent photo-protecteur (Barberousse et al., 2009). L’acide p-coumarique est 
signalé comme étant un chimioprotecteur et antioxydant (Kar et al., 1999). Outre l'activité 
antioxydante, l'acide vanillique et la vanilline ont également un effet hépatoprotecteur sur les 
lésions hépatiques induites par le CC14 (Itoh et al., 2010). 
L'intérêt pour les produits à forte teneur en antioxydants a été accru au cours de la dernière 
décennie. Étant donné que la lignine pouvant constituer une source abondante, renouvelable et 
naturelle pour les composés phénoliques ayant une activité antioxydante, la conversion des 
déchets lignocellulosiques en composés phénoliques suscite un intérêt croissant (Akpınar et al., 
2012; Buranov et Mazza, 2008; Torre et al., 2008; Verma et al., 2009; Al Arni et al., 2007; 
Mussato et al., 2007). Généralement, les fibres alimentaires des végétaux se sont révélées des 
inhibiteurs de radicaux libres (Serpen et al., 2007).  
Dans notre étude, nous nous sommes concentrés sur les parois des rhizomes des différentes 
espèces d’Asparagus en tant que fibres bioactives antioxydants. En effet, l'activité antioxydante 
de la paroi cellulaire des rhizomes des différentes espèces d'Asparagus a été évaluée sur la base 
de leur capacité à piéger les radicaux libres DPPH (1, 1-diphenyl-2-picryl hydrazyl) ainsi que 
leurs composées phénoliques estérifiés et éthérifiés. Ces rhizomes pourront être alors utilisés 
pour leurs ses produits telles que les parois 
Les résultats ont montré, que ces parois cellulaires des rhizomes des différentes espèces 
d’Asparagus présentent des activités anti-radicalaires très intéressantes comprises entre 11 et 26 
mmolTrolox/Kg de résidus pariétaux comparées à celles présentées dans la paroi cellulaire du 
son de blé dur de l’ordre de 17 mmolTrolox/Kg de résidu insoluble et de l'orge de l’ordre de 7 
mmolTrolox/Kg de résidu insoluble (Serpen et al., 2007).  En utilisant la même méthode, nous 
avons procédé à une comparaison des activités antioxydantes des matières insolubles (MI) de 
certains fruits et légumes aux parois cellulaires des rhizomes d’Asparagus. Les résultats relatifs à 
ces dernières, présentent une activité antioxydante plus élevée par rapport à celle de la laitue 
(DPPH : 2.08 mmolTrolox / Kg de MI), de la tomate (DPPH : 0,42 mmolTrolox / Kg de MI), de 
l’orange (DPPH : 2,83 mmolTrolox / Kg de MI), de la coque de cacao (DPPH : 
16,18mmolTrolox / Kg de MI) et du citron ( DPPH : 3.16 mmolTrolox / Kg de MI) ( Serpen  et 
al., 2007). Par rapport aux fibres alimentaire des co-produits issus de l'industrialisation de 
certains fruits exotiques tropicaux, les résultats sont : pour la passiflore (1.5–6.9 mmol Trolox/kg 
de fibre alimentaire (FA)), pour la goyave (3.3-15.4 mmolTrolox/kg de FA) et pour l’ananas 
(1.7–7.7 mmolTrolox/kg de FA) (martinez et al., 2012).   




Une étude sur les sous-produits des graines de cafés réalisée par Murthy et Naidu, (2010) a 
montré que la pulpe, l'enveloppe, la pellicule argentée et le café usé sont riches en composés 
antioxydants naturels notamment les acides hydroxycinnamiques associés à leurs fibres 
alimentaires et peuvent être classés comme de bonnes sources de fibres alimentaires 
antioxidantes. Ces sous-produits ont présenté une activité antioxydante de l’ordre de 15,3–21,2 
mmolTrolox / Kg de FA. 
Ces parois cellulaires des rhizomes des différentes espèces d’Asparagus qui ont présenté des 
capacités antioxydantes élevées ont été traité par 2M NaOH à température ambiante et ont donné 
des acides phénoliques estérifiés dont leur pouvoir antioxydant est réduit de 15 à 25% comparé à 
ceux liés aux parois cellulaires.  Cette réduction s’explique par le fait que les acides phénoliques 
estérifiés liés à la paroi cellulaire ont un pouvoir antioxidant superieur aux acides phénoliqueq 
libres. Ceci a été confirmé par les travaux de Serpen et al. (2007) 
Les acides phénoliques estérifiées libérées après un traitement alcalin avec 2M NaOH à 37º C 
présentent aussi une activité antioxydante plus élevée comparée à celle des acides phénoliques 
estérifiées du son de blé dur (de l’ordre de 4 mmolTrolox/Kg de résidu insoluble) ; de l'orge (de 
l’ordre de 1 mmolTrolox/Kg de résidu insoluble) (Serpen et al., 2007) et du riz sauvage 
commercial (DPPH : 0.2-0.82 mmolTrolox/Kg de riz) (Qiu et al., 2010). En plus de l’hydrolyse 
des liaisons esters entre polysaccharides et acides hydroxycinnamiques et la solubilisation des 
hémicelluloses, l’addition d’une base dans des conditions dures, conduit à l’extraction des 
composés liés par des liaisons éthers à la paroi végétale (Wang et al. 2013) et à la 
dépolymérisation et la solubilisation de la lignine (Wang et al., 2007). Par conséquent, la forte 
corrélation positive entre les acides phénoliques estérifiées et l’activité anti-radicalaire a montré 
que les hémicelluloses solubles dans les extraits de NaOH 2M n’a aucun effet sur l’activité 
antioxydant et que les acides phénoliques sont les seuls composants responsables de cette 
activité.  
Cependant, cette corrélation est moins importante pour les phénols éthérifiés. Le traitement du 
résidu issu de l’hydrolyse par NaOH 2M avec une concentration élevée d'hydroxyde de sodium 
(NaOH 4M) et à une température élevée de 120ºC induit la séparation et la solubilisation de la 
lignine de la biomasse lignocellulosique. La fraction soluble obtenue est enrichie en groupements 
fonctionnels de type hydroxyle (aliphatiques, phénoliques et carboxyliques) qui ont été enlevés 
de la lignine après la rupture des liaisons β-O-4 (Monteil-Rivera et al., 2013 ; Lora, 2008 ; 
Gandini et Belgacem, 2008 ; Stewart, 2008 ; Doherty et al., 2011). Les groupements hydroxyles 




et les positions libres dans le cycle aromatique sont les fonctions les plus caractéristiques de la 
lignine, qui déterminent sa réactivité. Donc en plus des acides phénoliques éthérifiés, les produits 
de la dépolymérisation et la solubilisation de la lignine sous l’effet d’un traitement alcaline 
interviennent également dans l’activité anti-radicalaire.  
5 Conclusion 
Dans notre étude, nous avons caractérisé la composition de la paroi cellulaire des 
rhizomes des quatre espèces d'Asparagus. Les résultats ont montré une différence substantielle 
dans le contenu des constituants principaux de la paroi cellulaire. La cellulose et dans un 
moindre mesure la lignine sont les composants majeurs dans la paroi cellulaire du rhizome de 
différents espèces d’Asparagus. 
En plus de la cellulose, les parois cellulaires des différentes espèces d’Asparagus sont 
constituées par des polysaccharides hémicellulosique tel que les glucurono (arabino) xylanes et 
les xyloglucanes. De même, des faibles teneurs en polysaccharides pectique ont été également 
trouvées. En plus des polysaccharides pariétaux, les composées phénoliques liées aux parois 
cellulaires des rhizomes des différentes espèces d’Asparagus ont été déterminées.  La teneur et la 
composition totales en composés phénoliques estérifiées et éthérifiées varie significativement 
selon l’espèce, l'acide p-coumarique et l’acides p-férulique étant les acides hydroxycinamiques 
majeurs dans la paroi cellulaire traité par 2M NaOH et 4M NaOH respectivement et 8-O-4'-diFA 
étant le type prédominant de déshydrodimères dans tous les échantillons testés. 
Les parois cellulaires des différentes espèces d’Asparagus ont présenté une activité anti-
radicalaire très intéressante qui est généralement corrélées à la présence des composés 
phénoliques. Il existe une très forte corrélation positive entre la teneur totale en composés 
phénoliques estérifiés et l'activité anti-radicalaire ainsi que les différents acides phénoliques 
détectés dans la paroi cellulaire hydrolysée avec du 2M, NaOH ce qui montrent que les 
composés phénoliques estérifiés ont probablement une influence réelle sur l’évolution de 
l’activité antioxydante des parois cellulaires des rhizomes de différentes espèces d’Asparagus. 
Cependant, cette corrélation est moins importante pour les phénols éthérifiés suggérant la 
présence d’autres composants à activité antioxydante.  
 



























Conclusion générale et perspectives 
Le présent travail avait pour objectif d’étudier la biodiversité chimique de quelques plantes 
médicinales de la flore tunisienne du genre Asparagus et leur activités antioxydante, anti-obésité 
et cytotoxique. Ces plantes appartenant à la famille des liliaceae, correspondent à toutes les 
espèces du genre Asparagus notamment A. albus, A. acutifolius, A. stipularis et A. asparagoides, 
qui poussent en Tunisie et qui sont généralement peu étudiées à la fois sur le plan phytochimique 
et biologique. Les recherches ont été conduites au laboratoire de Productivité végétale et 
contraintes environnementales sous la direction du professeur Najoua Karray Bouraoui en 
collaboration avec l‘équipe phytochimie et qualité des aliments de l‘Institut de Grasa (Espagne) 
sous la direction du Dr. Rafael Guillén Bejarano. 
Dans une première partie, Le but ultime de cette étude est d’approfondir les connaissances sur 
ces espèces. Deux objectifs spécifiques sont fixés :   
 Caractérisation qualitative et quantitative du contenu en composés phénoliques 
notamment en acides phénoliques, en flavonoïdes, et en saponines stéroïdiennes dans les 
différents organes de la plante (feuilles, tiges, fruits et rhizomes), complétée par une 
analyse HPLC/DAD/MS.   
 Evaluation in vitro des activités biologiques à savoir, antioxydante, anti-obésité et 
cytotoxique contre des cellules cancérigènes.   
Du point de vue chimique, l’analyse par HPLC/DAD/MS a révélé la présence de trois 
majeurs composés bioactifs notamment les acides phénoliques, les flavonoïdes et les saponines 
stéroïdiennes. Les résultats de notre étude ont montré une considérable variabilité intra et 
interspécifique des molécules bioactives en fonction de l’espèce et de l’organe. 
Les résultats ont révélé que les extraits des tiges d’A. albus et d’A. acutifolius ainsi que les rhizomes 
d’A. stipularis et A. asparagoides sont les plus riches en acides phénoliques.  L’identification 
chromatographique menée sur l’extrait éthanolique des différents organes de quatre espèces 
étudiées a permis de caractériser leurs principaux acides phénoliques. L’acide caféique est le 
composé prédominant dans les différents organes d’A. albus et d’A. acutifolius. Pour A. 
stipularis, l’acide phénolique majoritaire dans les extraits des feuilles et de la tige est l’acide 
caféique, alors que pour l’extrait des fruits, l’acide protocatechique et pour l’extrait des rhizomes 
c’est l’acide hydroxybenzoïque et l’acide férulique. Toutefois, chez A. asparagoides, les 




principaux acides phénoliques sont l’acide férulique pour l’extrait des feuilles, l’acide caféique et 
l’acide férulique pour l’extrait des tiges et l’acide hydroxybenzoïque pour l’extrait des rhizomes. 
Les différents organes des quatre espèces d’Asparagus ont montré des teneurs élevées en 
flavonoïdes principalement du type flavonol. Ces flavonols sont des dérivés du kaempférol, de la 
quercétine et de l’isorhamnetine, qui existent sous forme de composés mono-, di-, tri ou tétra-
glycosides. Les espèces d’Asparagus contiennent, outre les flavonoïdes déjà connus, quatre 
flavonols qui ont été nouvellement détectés. Les quatre nouveaux flavonols ont été  identifiés au 
moyen d’une combinaison des temps de rétention (tR), UV, par les spectres de masse obtenus 
par HPLC-DAD-MS et par des comparaisons avec des étalons ainsi qu'avec les données de la 
littérature. Le Q-O-tétraglycoside et l'IR-O-tétraglycoside sont les premiers flavonols 
tétraglycosides détectés chez les espèces d'Asparagus, en particulier dans les feuilles et les tiges 
d'A. Stipularis. En revanche, le mono-glycoside; le Q-3-O-glucoside a été détecté dans le fruit 
d’A. albus. De plus, le di-glycoside; Q-3,4’-diglucoside a également été détecté dans le fruit d’A. 
albus et d’A. stipularis en tant que nouveau composé. La distribution de ces composés varie 
considérablement selon l’organe, au sein de la même espèce et entre les différentes espèces. La 
rutine est le principal flavonoïde dans les différents organes d’A. albus, d’A. acutifolius et d’A. 
asparagoides. Cependant, pour A. stipularis, IR-O-tétraglycoside et Q-3-O-glucosyl-rutinoside 
sont les flavonoïdes prédominants de la feuille et de la tige, respectivement.  
Nos résultats ont clairement démontré que les feuilles présentent des niveaux plus élevés de 
flavonoïdes (spécialement de la rutine) par rapport aux autres organes. Indépendamment des 
organes, A. asparagoides présentait les teneurs les plus élevées en flavonoïdes parmi les autres 
espèces d’Asparagus étudiées. Cependant, on n’a pas détecté de flavonoïdes dans les rhizomes 
des quatre espèces étudiées. 
L’analyse phytochimique a, également, mis en évidence la richesse de ces espèces en d’autres 
classes de molécules, à savoir les saponines stéroïdiennes, dans les diffèrent organes des espèces 
étudiées. Ces molécules présentent divers substituants dans la structure de la sapogénine ainsi 
que des différences dans la composition, la liaison et le nombre de chaînes de sucre d’où une 
variation structurelle importante. En effet, l’analyse des résultats a révélé que presque toutes les 
saponines identifiées sont des dérivés d'un aglycone stéroïdien de type furostane. Quatre 
sapogénines stéroïdiennes ont été identifiées. La sarsapogénine est la seule principale 
sapogénines dans les différents organes d’A. Albus et d’A. acutifolius, alors que pour A. 
stipularis, on a détecté la diogénine et de la sarsapogénine dans les feuilles, la tige et le fruit et 




seulement la sarsapogénine dans les rhizomes. Cependant, chez A. asparagoides, trois 
sapogénines ont été détectées, dont deux parmi elles ont été identifiées comme étant des 
sapogénines inconnues alors que la troisième sapogénine a été identifiée comme étant la 
diogénine. Le type de liaison glycosidique a également été analysé. Les monosaccharides 
obtenus après hydrolyse ont été identifiés comme étant le glucose (hexose), l’arabinose (pentose) 
et le rhamnose (désoxyhexose) chez les saponines isolées d’A. albus. Cependant, le glucose 
(hexose), le xylose (pentose) et le rhamnose (désoxyhexose) sont présents dans les saponines 
d’A. acutifoluis et d’A. stipularis. Finalement, la composition en monosaccharides de 
l'hydrolysat des différentes saponines isolées d'A. asparagoides révèle la présence de glucose et 
de rhamnose. Pour les différentes espèces d’Asparagus, les extraits des rhizomes ont présenté les 
teneurs les plus élevées en saponines suivies par celles les fruits, les feuilles et la tige.       
Pour le volet biologique, l’évaluation du potentiel antioxydant par les trois tests in vitro (DPPH, 
FRAP et ABTS) a montré un pouvoir antioxydant important de l’extrait des rhizomes d’A. 
stipularis et A. asparagoides, des fruits d’A. stipularis, et des tiges d’A. albus et A. acutifolius 
comparé à celui des autres organes. Ceci pourrait être justifié par la présence d’un contenu 
relativement important en saponines, en flavonoides et en acides phénolique. L’extrait 
éthanolique des fruits d’A. albus, A. stipularis et A. acutifolius s’est révélé également doué d’une 
activité inhibitrice de la lipase pancréatiques avec des valeurs de CI50 de 6, 7 et 8 mg/mL 
respectivement.   
Par ailleurs, on a constaté que l’extrait ethanolique des rhizomes d’A. albus, A. acutifolius et A. 
stipularis et les feuilles et les tiges d’A. asparagoides inhibent la croissance de cellules du cancer 
de colon (HCT-116) et de cellules de cancer de foie (HepG2) de manière dose-dépendante avec 
une viabilité cellulaire presque nulle a une concentration de 100 µg/mL. De même les cellules 
HepG2 ont été inhibées complètement par les extraits éthanoliques des fruits d’A. albus et d’A. 
stipularis spécifiquement après 48h de traitement.  
Un autre objectif a été réalisé dans le but de valoriser les rhizomes des différentes espèces 
d’Asparagus par :  
 Le développement d’une méthodologie permettant de purifier et de caractériser les 
molécules majoritaires actives notamment les phénols, les saponines et les fructo-
oligosaccharides obtenus à partir de l’extrait éthanolique des rhizomes des différentes 
espèces d’Asparagus et l’étude de leurs activités antioxydante, cytotoxique et inhibitrice 
de la lipase pancréatique. 




 De plus une caractérisation des parois cellulaires des rhizomes des différentes espèces 
d’Asparagus dans le but d’avoir des biomolécules à activités antioxydantes. 
Un nouveau procédé nous a permis la valorisation des rhizomes d’Asparagus par la séparation et 
la purification de leurs molécules bioactives solubles. Les résultats ont montré que les rhizomes 
d’Asparagus représentent une source riche en saponines (49-81 g/100g de l’extrait brut) et en 
fructanes (11-36 g/100g de l’extrait brut). Les phénols ont présenté les teneurs les plus faibles 
(moins de 2 g/100 g de l’extrait brut). Tous les composants trouvés ont été utilisés pour valoriser 
leurs potentialités biologiques. Les résultats ont montré que les saponines d’A. stipularis et d’A. 
asparagoides ainsi que les phénols d’A. albus et d’A. acutifolius se sont distingués par les 
meilleures activités antioxydantes dont leur utilisation régulière pourrait aider à la prévention de 
plusieurs maladies liées aux dommages oxydatifs chez l’homme. De même, les phénols d’A. 
albus et d’A. acutifolius ont montré une activité inhibitrice de la lipase pancréatique importante 
comparable à celle de l’orlistat. Les phénols de ces deux espèces pourraient contribuer à la 
régulation du métabolisme lipidique. Concernant l’activité cytotoxique, les saponines des 
différentes espèces d’Asparagus se sont montrées les plus toxiques sur les deux lignées 
cellulaires HepG2 et HCT-116 et aucun de ces composés ne s'est avéré toxique sur les cellules 
mononuclées du sang périphérique dans la gamme des concentrations testées (25-200 μg / mL) 
suggérant que ses molécules sont très puissantes dans la prévention des différents types de 
cancer. Pour les fructo-oligosaccharides (FOS), toutes les espèces d’Asparagus, ont présenté 
l’activité antioxydante, cytotoxique et inhibitrice de la lipase pancréatique les plus faibles. Ces 
résultats ont montré que les rhizomes des différentes espèces d’Asparagus sont des sources 
inépuisables de composants bioactifs très intéressants à activités antioxydantees qui peuvent être 
exploités comme additifs dans les industries alimentaires, dans les industries pharmaceutiques et 
aussi cosmétiques.  
La paroi cellulaire des rhizomes des différentes espèces d’Asparagus présente également une 
autre source des molécules bioactives avec une grande valeur ajoutée. En effet les résultats ont 
montré que les rhizomes d’Asparagus présentent un matériel approprié pour l’obtention des 
fibres alimentaires antioxydantes qui pourraient être utilisées comme un nouvel ingrédient 
alimentaire. Outre les propriétés dérivées des fibres alimentaires ordinaires, on peut s’attendre à 
une prévention de l’oxydation des lipides dans les produits alimentaires grâce à la présence de 
polyphénols antioxydants. D'autre part, on considère que ce type de fibre joue un rôle important 
dans l'alimentation et la santé humaine. 





Dans notre étude, nous avons exploité quatre espèces d’Asparagus spontanées en tant que 
sources naturelles de composés bioactifs ayant des applications dans les secteurs pharmaceutique 
et alimentaire. Pour la gestion durable du genre Asparagus, il est nécessaire de définir une vision 
précise des potentialités d’usage des espèces de ce genre. Suite à cette étude, il s’avère nécessaire 
de valoriser davantage ces espèces en produits destinés non seulement aux industries 
cosmétiques, phytothérapiques, pharmaceutiques mais aussi à l’agroalimentaire. 
L’intensification de la production par une culture sélective est prometteuse pour augmenter le 
rendement des produits d’intérêt économique et assurer la conservation des ressources 
génétiques naturelles de l’espèce. En perspective de cette partie de mes travaux, il serait 
intéressant aussi de suivre la cinétique de la production des biomolécules d’intérêts notamment 
les saponines et les fructanes dans un environnement plus contrôlé par des cultures 
hydroponiques, des cultures in vitro et la multiplication végétative. 
Lors des expériences réalisées dans le 6ème chapitre partie B de cette thèse, on s’est limité 
d’isoler la paroi cellulaire des rhizomes des différentes espèces d’Asparagus et d’étudier leur 
composition en polysaccharides. Pour la suite des travaux postdoctoraux, il serait avantageux 
d’extraire les arabinoxylanes de la paroi cellulaire d’Asparagus et de les purifier afin de tester sa 
capacité de gélification et antioxidante.  
Considérant que, du point de vue de la composition chimique, la partie aérienne, les fruits et les 
rhizomes ont des teneurs très élevées en composés phytochimiques (fructanes, flavonoïdes, 
acides cinnamiques, saponines) et que certains de ces composés purifiés ont montré des 
propriétés phytothérapiques et alimentaires très intéressantes. Il serait alors intéressant de 
développer quelques démarches expérimentales qui n’ont pas pu être abordées dans le cadre de 
cette thèse mais qui sont susceptibles d’être étudiées telle que la fermentation colique d'extraits 
de fructanes, de saponines et d'arabinoxylanes. Un simulateur dynamique informatisé des 
processus de digestion et / ou de fermentation du tractus gastro-intestinal (SIMGI) sera utilisé. 
Ce système multi-compartiments permet de simuler la digestion / fermentation des échantillons 
et d'étudier leurs effets sur le microbiote colique. Des échantillons de saponines fermentés seront 
étudiés pour leur activité cytotoxique sur les lignées cellulaires (HCT-116, HT-29 y Caco-2). 
D’autres perspectives envisageables concernent une étude approfondie des propriétés 
technologiques des différentes fractions obtenues notamment le pouvoir émulsifiant et moussant 
des saponines et la capacité gélifiante des fructanes et des arabinoxylanes. Il serait également 




avantageux de tester aussi les effets de l’inclusion des extraits obtenus (saponines, fructanes et 
arabinoxylane) dans l'élaboration de produits à base de viande, pour ce faire, différentes 
propriétés techno-fonctionnelles seront étudiées (capacité de rétention d'eau, capacité de 
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Annexe 1. Analyse des liaisons glycosidiques des fractions olysaccharidiques (FOS) des 
rhizomes d’A. albus, d’A. acutifoluis, d’A. stipularis et d’A. asparagoides et ainsi que celles 
de témoins fructooligosaccharide * de chicorée. 
T-Frucf : unités β-fructofuranosyle liées en position terminal ; 2-Frucf : unités β-
fructofuranosyle liées (2 → 1) ; 2,6-Frucf : unités β-fructofuranosyle liées (2 → 6) ; T-Glcp : 







 % molaire 
 Fructo-oligosaccharides (FOS) 
 A. albus A. acutifolius A. stipularis A. asparagoides Chicorée* 
T-Frucf 22,5 19,3 17,6 13,6 5,7 
2-Frucf 36,8 35,9 29,4 71,8 80,2 
2,6-Frucf 0 0 0 0 0 
Totale 59,3 55,2 47 85,4 85,9 
T-Glcp 17,5 18,8 20,2 5,8 9,1 
6-Glcp 9,2 6,1 17,9 2,3 1,1 
2,6-Glcp 5,2 7,6 5,2 2,1 2,1 
3,6-Glcp - 1,1  0,9 - 
2,4,6-Glcp - 1,2  - - 
Totale 31,9 34,8 43,3 11,1 12,3 
T-Manp 5,7 - 5,9 - - 
2.3-Manp - 2  - - 
2.6-Manp 3,1 6,4 2,7 3,5 1,8 
2.3.6-
Manp 
- 1,6  - - 





Annexe 2. Composition phénolique des parois cellulaires des rhizomes des différentes espèces d'Asparagus exprimée en µg / g MS 
Acides phénoliques estérifiées A. acutifoluis     % A. albus         %             A. stipularis         % A´. Asparagoides   % 
p-OH-benzaldehyde 11,0 1% 7,4 2% 18,9 1% 58,4 3% 
Vanilline 19,6 2% 25,6 6% 27,4 2% 26,4 1% 
Acide p-coumarique 710,5 61% 156,9 37% 1335,1 76% 1592,0 71% 
Acide t-férulique 163,3 14% 136,8 33% 202,6 11% 267,5 12% 
8-8'-diFA 68,9 6% 0,0 0% 16,5 1% 14,1 1% 
8-5'-diFA 0,0 0% 5,3 1% 0,0 0% 12,2 1% 
5-5'-diFA 9,5 1% 4,6 1% 13,8 1% 26,6 1% 
8-O-4'-diFA 185,7 16% 84,2 20% 149,5 8% 259,3 11% 
Teneur totale 1168,5  420,8  1763,9  2256,4  
Teneur totale en Dimer 264,1 23% 94,1 22% 179,9 10% 312,2 14% 
Ferulate (Monomère et Dimère) 427,4 37% 230,9 55% 382,5 22% 579,7 26% 
% de dimerisation 62%  41%  47%  54%  
Acides phenoliques éthérifiés         
Acide vanillique  172,1 24% 226,3 20% 336,0 20% 114,4 8% 
p-OH-benzaldehyde 14,5 2% 27,6 2% 63,5 4% 62,1 5% 
Vanilline 206,1 29% 277,7 24% 322,9 19% 445,4 33% 
Acide p-coumarique 114,5 16% 162,3 14% 339,5 20% 160,5 12% 
Acide t-férulique 106,2 15% 278,2 24% 364,2 22% 279,4 21% 
8-8´-diFA 41,4 6% 44,6 4% 57,7 3% 113,7 8% 
8-5´-diFA 13,5 2% 47,1 4% 71,4 4% 38,5 3% 
5-5´-diFA 4,6 1% 13,9 1% 7,9 0% 13,1 1% 
8-O-4´-diFA 2,7 0% 60,6 5% 93,9 6% 123,4 9% 
8-5-diFA-BA 36,1 5% 20,3 2% 12,9 1% 1,1 0% 
Teneur totale 711,8  1158,6  1670,0  1351,6  
Teneur totale en Dimer 98,4 14% 186,5 16% 243,8 15% 289,8 21% 
Ferulate (Monomère et Dimère) 204,6 29% 464,7 40% 608,02 36% 569,18 42% 




























































































































































































































































































































































































































































































































Dans ce travail, la composition phytochimique et les activités biologiques de quatre espèces d'Asparagus, 
A. albus L., A. acutifolius L., A. stipularis L. et A. asparagoides (L.) ont été étudiées. L'objectif principal 
est de valoriser ces plantes sauvages en tant que sources naturelles de composés bioactifs ayant des 
applications dans les secteurs pharmaceutique, alimentaire, cosmétique et agricole. 
Les composés bioactifs ont été extraits de différents organes de la plante (rhizomes, tiges, feuilles et 
fruits) avec de l'éthanol et ont été caractérisés par HPLC-DAD-MS. Trois principaux groupes chimiques 
ont été détectés : les acides phénoliques, les flavonoïdes et les saponines stéroïdiennes. 
Les principaux acides phénoliques détectés sont l'acide caféique, l'acide hydroxybenzoïque, l'acide 
protocatéchuique, l'acide férulique, l'acide p-coumarique et l'hydroxybenzaldéhyde. Les plus fortes 
teneurs en ces composés ont été trouvées dans les tiges d’A. albus et d’A. acutifolius et dans les rhizomes 
d’A. stipularis et d’A. Asparagoides. Les flavonoïdes sont principalement présents sous forme de 
flavonoïdes glycosylés, surtout de type flavonols avec plusieurs aglycones (quercétine, isorhamnetine et 
kaempférol) et sous forme de mono, di, tri ou tétraglycosides, , ils sont concentrés dans les feuilles des 
différentes espèces d’Asparagus.  
Les teneurs les plus élevées en saponines ont été quantifiées dans les rhizomes et les fruits des espèces 
étudiées. Une grande diversité structurale a été trouvée entre ces composés et ce en raison à la fois de la 
nature de l’aglycone et des chaînes de sucres qui constituent la molécule. 
En parallèle, les différents extraits ont été évalués pour leur potentiel antioxydant, cytotoxique et 
inhibiteur des activités de la lipase pancréatique. L’évaluation du potentiel antioxydant par les trois tests 
in vitro (DPPH, FRAP et ABTS) a montré un pouvoir antioxydant important de l’extrait des rhizomes 
d’A. asparagoides et des rhizomes et du fruit d’A. stipularis. De plus, l’extrait éthanolique des fruits de 
différentes espèces d’Asparagus a présenté un effet inhibiteur sur l’activité de la lipase pancréatique. Les 
extraits des rhizomes d’A. albus, d’A. stipularis et d’A. acutifolius ont montré une réduction significative 
de la viabilité des lignées cellulaires HCT-116 et HepG2, tandis que pour A. asparagoides, l'activité 
cytotoxique la plus importante a été trouvée dans les extraits des feuilles et des tiges. 
La richesse des rhizomes en composés à forts pouvoirs antioxydants et cytotoxiques nous a mené à 
fractionner et à purifier leurs trois principaux groupes de composés bioactifs, notamment les acides 
phénoliques, les saponines et les fructo-oligosaccharides. Parmi les trois fractions, les acides phénoliques 
d’A. albus et d’A. acutifolius ont montré une activité antioxydante et anti-lipase très élevée, ceux d’A. 
stipularis et d’A. asparagoides se sont avérés plus toxiques vis-à-vis des cellules du cancer du côlon et 
des cellules cancéreuses hépatiques. Les saponines des différentes espèces d’Asparagus ont présenté une 
importante activité antioxydante et une puissante activité cytotoxique sur les deux lignées cellulaires 
cancéreuses HCT-116 et HepG2. Par contre, les fructo-oligosaccharides des quatre espèces ont présenté 
les activités antioxydante, cytotoxique et inhibitrice de la lipase pancréatique les plus faibles.   
La paroi cellulaire des rhizomes des différentes espèces d’Asparagus a également été caractérisée, pour sa 
composition en polysaccharides et en composés phénoliques ainsi que pour ses activités antioxydantes. 
Les résultats ont montré que la paroi cellulaire des rhizomes des différentes espèces d’Asparagus contient 
des biomolécules à activité antioxydante très puissante et pourrait être une source intéressante de fibres 
alimentaires. 
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En este trabajo, se han estudiado la composición fitoquímica y las actividades biológicas de cuatro 
especies de espárragos, A. albus L., A. acutifolius L., A. stipularis L. y A. asparagoides L. El objetivo 
principal es valorizar estas plantas silvestres como fuente natural de compuestos bioactivos con 
aplicaciones en los sectores farmacéutico, alimentario, cosmético y agrícola. 
Los compuestos bioactivos se extrajeron de diferentes órganos de la planta (rizoma, tallo, hojas y frutos) 
con etanol y se caracterizaron por HPLC-DAD-MS. Se detectaron tres grupos químicos principales: 
ácidos fenólicos, flavonoides y saponinas esteroidales. Los principales ácidos fenólicos detectados fueron 
ácido cafeico, ácido hidroxibenzoico, ácido protocatechuico, ácido ferúlico, ácido p-cumarico e 
hidroxibenzaldehído. Las mayores cantidades de estos compuestos se encontraron en los tallos de A. 
albus y de A. acutifolius y en los rizomas de A. stipularis y de A. Asparagoides. Los flavonoides están 
presentes principalmente como glucósidos, en su mayoría de tipo flavonol con varias agliconas 
(quercetina, isorhamnetin y kaempferol) y en forma de mono, di, tri o tetraglucósidos, se concentran en 
las hojas de las diferentes especies.  
Los niveles más altos de saponinas se cuantificaron en el rizoma y los frutos de la planta. Se encontró una 
gran diversidad estructural entre estos compuestos debido tanto a la naturaleza de la genina como a las 
cadenas de azúcares que constituyen la molécula. 
Paralelamente, los diferentes extractos fueron evaluados por su potencial antioxidante, citotóxico e 
inhibidor de las actividades de la lipasa pancreática. La evaluación del potencial antioxidante mediante las 
tres pruebas in vitro (DPPH, FRAP y ABTS) mostró un importante poder antioxidante del rizoma de A. 
asparagoides y los rizomas y frutos de A. stipularis. Además, el extracto etanólico de los frutos de las 
diferentes especies de espárragos mostró un efecto inhibitorio sobre la actividad de la lipasa pancreática. 
Los extractos de rizomas de A. albus, de A. stipularis y de A. acutifoluis mostraron una reducción 
significativa en la viabilidad de las líneas celulares HCT-116 y HepG2, mientras que en el caso de A. 
asparagoides, la actividad citotóxica más importante se encontró en las hojas y tallos. 
La riqueza de los rizomas en compuestos con altas propiedades antioxidantes y citotóxicas nos llevó a 
fraccionar y purificar sus tres grupos de compuestos bioactivos principales, incluidos ácidos fenólicos, 
saponinas y fructooligosacaridos. Entre las tres fracciones, los fenoles de A. albus y de A. acutifolius 
mostraron una actividad antioxidante y anti-lipasa muy alta, los de A. stipularis y de A. asparagoides han 
demostrado ser más tóxicos contra las líneas celulares de cáncer de colon y de hígado. Las saponinas de 
las diferentes especies de espárragos mostraron una actividad antioxidante significativa y una potente 
actividad citotóxica en las líneas celulares de cáncer HCT-116 y HepG2. Sin embargo, los 
fructooligosacáridos de las cuatro especies exhibieron las actividades inhibidoras de la lipasa 
antioxidante, citotóxica y pancreática más débiles. 
Las paredes celulares de los rizomas de diferentes especies de espárragos también se han caracterizado 
por su composición en polisacáridos y compuestos fenólicos, así como por sus actividades antioxidantes. 
Los resultados mostraron que la pared celular del rizoma de diferentes especies de espárragos contiene 
biomoléculas con una actividad antioxidante muy potente y podría ser una fuente interesante de fibra 
dietética antioxidante. 
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In this work, the phytochemical composition and the biological activity of four asparagus species, A. 
albus L., A. acutifolius L., A. stipularis L., and A. asparagoides (L.) have been studied. The main 
objective is to value these wild plants as a natural resource of bioactive compounds with applications in 
the pharmaceutical, food, cosmetic and agricultural sectors. 
The bioactive compounds were extracted with ethanol from different organs of the plant (rhizome, stem, 
leaves and fruits) and characterized by HPLC-DAD-MS. Three main chemical groups were detected: 
phenolic acids, flavonoids and steroidal saponins.  
The main phenolic acids detected were caffeic acid, hydroxybenzoic acid, protocatechuic acid, ferulic 
acid, p-coumaric acid and hydroxybenzaldehyde. The highest amounts of these compounds were found in 
the stems of A. albus and A. acutifolius and rhizomes of A. stipularis and A. Asparagoides. Flavonoids 
were present mainly as flavonoids glycosides mostly flavonol-type with various aglycones (quercetin, 
isorhamnetin, and kaempferol) and in the form of mono-, di-, tri- or tetraglycosides, they are concentrated 
in the leaves of the different Asparagus species.  
The highest levels of saponins were quantified in the rhizome and fruit of the plant. A great structural 
diversity was found among these compounds due to both the nature of the genine and the sugar chains 
that constitute the molecule.  
In parallel, the different extracts were evaluated for their antioxidant, cytotoxic and inhibitory potential of 
pancreatic lipase activities. The evaluation of the antioxidant potential by the three in vitro tests (DPPH, 
FRAP and ABTS) showed an important antioxidant power of the rhizome of A. asparagoides and the 
rhizomes and fruits of A. stipularis. In addition, the ethanolic extract of the fruits of the different 
Asparagus species showed an inhibitory effect on the activity of pancreatic lipase. Rhizome extracts of A. 
albus, A. stipularis and A. acutifoluis, showed a significant reduction on the viability of HCT-116 and 
HepG2 cell lignes, while in the case of A. asparagoides, the most important cytotoxic activity was found 
on leaves and stems. 
 
The richness of rhizomes in compounds with high antioxidant and cytotoxic properties led us to 
fractionate and purify their three major bioactive compound groups including phenolic acids, saponins 
and fructo-oligosacharides. Among the three fractions, the phenols of A. albus and A. acutifolius showed 
a very high antioxidant and anti-lipase activity while those of A. stipularis and A. Asparagoides have been 
shown to be very toxic against colon and liver cancer cells lines. Saponins of the different Asparagus 
species showed significant antioxidant activity and potent cytotoxic activity on both HCT-116 and 
HepG2 cancer cell lines. However, the fructo-oligosaccharides of the four species exhibited the weakest 
antioxidant, cytotoxic, and pancreatic lipase inhibitory activities. 
 
The cell walls of the rhizomes of different Asparagus species have also been characterized for their 
composition on polysaccharides and phenolic compounds as well as for their antioxidant activities. The 
results showed that the rhizome cell wall of different Asparagus species contains biomolecules with very 
powerful antioxidant activity and could be an interesting source of antioxidant dietary fibre. 
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